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Drei- und Einbuchstaben-Code für L-Aminosäuren 
 
Ala A Alanin 
Arg R Arginin 
Asn N Asparagin 
Asp D Asparaginsäure 
Cys C Cystein 
Gln Q Glutamin 
Glu E Glutaminsäure 
Gly G Glycin 
His H Histidin 
Ile I Isoleucin 
Leu L Leucin 
Lys K Lysin 
Met M Methionin 
Phe F Phenylalanin 
Pro P Prolin 
Ser S Serin 
Thr T Threonin 
Trp W Tryptophan 
Tyr Y Tyrosin 
Val V Valin 
 
Abkürzungen 
 VI
Abkürzungen 
 
2 2-Aminopurin-β-D-2’-desoxyribosid (in DNA-Sequenzen) 
2Ap 2-Aminopurin 
2fFCS 2-Fokus-Fluoreszenz-Korrelations-Spektroskopie (two-focus 
fluorescence correlation spectroscopy) 
5FC 5-Fluorocytosin bzw. 5-Fluorocytosin-β-D-2’-desoxyribosid (in DNA-
Sequenzen) 
AMe N6-Methyladenin bzw. N6-Methyl-2’-desoxyadenosin (in DNA-
Sequenzen) 
Ac Acetyl 
AdoHcy S-Adenosyl-L-homocystein 
AdoMet S-Adenosyl-L-methionin 
AE-HPLC Anionenaustauscher-(anion exchange-)HPLC 
AETA 5’-(2-Aminoethylthio)-5’-desoxyadenosin 
Bio Biotinyl- (in DNA-Sequenzen) 
bp Basenpaar(e) 
C3 (CH2)3-Kohlenwasserstoff-Linker (in DNA-Sequenzen) 
C6 (CH2)6-Kohlenwasserstoff-Linker (in DNA-Sequenzen) 
CMe C5-Methylcytosin bzw. C5-Methyl-2’-desoxycytidin (in DNA-
Sequenzen) 
CN4Me N4-Methylcytosin 
CAM Zelladhäsions-Protein (cell adhesion molecule) 
CD Circulardichroismus 
CPG Trägermaterial bei der Festphasen-DNA-Synthese (controlled pored 
glass) 
D Rotationsdiffusionkoeffizient 
 1,2-Didesoxy-D-ribose 
Dam DNA-Adenin-Methyltransferase 
DMSO Dimethylsulfoxid 
DMT 4,4’-Dimethoxytrityl- 
DNA Desoxyribonucleinsäure (deoxyribonucleic acid) 
DOPE Dioleylphosphatidylethanolamin 
DTT 1,4-Dithiothreitol 
E Extinktion bei der Wellenlänge  
EcoDam DNA-Adenin-N6-MTase aus E. coli 
Abkürzungen 
 VII
EDTA Ethylendiamintetraessigsäure (ethylenediaminetetraacetic acid) 
EMSA Gelmobilitätsanalyse (electrophoretic mobility shift assay) 
EpCAM Zelladhäsions-Protein des Epithels (epithelial cell adhesion molecule) 
ESI Elektrospray-Ionisation 
EtBr Ethidiumbromid 
F Fluoreszenzintensität 
FCS Fluoreszenz-Korrelations-Spektroskopie (fluorescence correlation 
spectroscopy) 
FCCS Fluoreszenz-Kreuzkorrelations-Spektroskopie (fluorescence cross-
correlation spectroscopy) 
FID Fluoreszenzintercalator-Verdrängung (fluorescent intercalator 
displacement) 
FRET Fluoreszenz-Resonanz-Energie-Transfer (fluorescence resonance 
energy transfer) 
HPLC Hochleistungsflüssigkeitschromatographie (high performance liquid 
chromatography) 
IAEDANS 5-[(2-iodoacetyl)aminoethylamino]naphtalin-1-sulfonsäure 
ICF Immunschwäche, Zentromerinstabilität und Gesichtsabnormalitäten 
(immunodeficiency, centromer instability and facial anomalies) 
ITC isotherme Titrationskalorimetrie (isothermal titration calorimetry) 
kcat katalytische Wechselzahl 
kobs observierte Geschwindigkeitskonstante 
Ka Bindungsaffinität 
Kd Dissoziationskonstante 
KM Henri-Michaelis-Menten-Konstante 
LBA-Medium Luria-Bertani-Ampicillin-Medium 
 Wellenlänge 
Em Emissionswellenlänge 
Ex Excitationswellenlänge 
aeIII DNA-Cytosin-C5-Methyltransferase aus Haemophilus aegyptus 
haI DNA-Cytosin-C5-Methyltransferase aus Haemophilus haemolyticus 
M.TaqI DNA-Adenin-N6-Methyltransferase aus Thermus aquaticus 
MMR Fehlpaarungsreparatur (mismatch repair) 
MTase Methyltransferase 
NHS N-Hydroxysuccinimid 
NMR Kernspinresonanz (nuclear magnetic resonance) 
ODN Oligodesoxyribonucleotid(e) 
Abkürzungen 
 VIII
OD Optische Dichte 
PAGE Polyacrylamidgelelektrophorese 
PNA Peptidnucleinsäure (peptide nucleic acid) 
PCR Polymerase-Kettenreaktion (polymerase chain reaction) 
Pyr Pyrenyl-Basensurrogat bzw. Pyrenyl-Nucleosidsurrogat (in DNA-
Sequenzen) 
Q Quantenausbeute 
REase Restriktionsendonuclease 
R/M-System Restriktions-Modifikations-System 
RNA Ribonucleinsäure (ribonucleic acid) 
RP Umkehrphase (reverse phase) 
rpm Umdrehungen pro Minute (rotations per minute) 
RT Raumtemperatur 
SAINT-2 N-Methyl-4-(dioleyl)-methylpyridiniumchlorid 
SDS Natriumdodecylsulfat (sodium dodecyl sulfate) 
SMILing Sequenzspezifische Methyltransferase-induzierte Markierung 
(Sequence-specific Methyltransferase-Induced Labeling) 
SNP Punktmutation (single nucleotide polymorphism) 
SPR Plasmonenresonanz (surface plasmon resonance) 
TAMRA Tetramethylrhodamin 
TCSPC Zeitkorrelierte Einzelphotonen-Zählung (time-correlated single-
photon counting) 
TEA Triethylamin 
TFA Trifluoressigsäure (trifluoroacetic acid) 
TFO Triplehelix-bildendes Oligodesoxynucleotid (triple helix-forming 
oligodeoxynucleotide) 
TO Thiazol Orange 
tR Retentionszeit 
WT Wildtyp 
ZFP Zinkfinger-Protein(e) 
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1 Einleitung 
 
Proteine und Nucleinsäuren sind zentrale Bestandteile in den Zellen aller Lebewesen. Proteine 
dienen als strukturbildende Einheiten, gewährleisten als Rezeptoren und Zellwandkanäle die 
Kommunikation mit anderen Zellen und katalysieren als Enzyme viele Stoffwechsel-
reaktionen. Nucleinsäuren kommen in zwei verschiedenen Formen vor, als Desoxyribo-
nucleinsäure (deoxyribonucleic acid, DNA) und als Ribonucleinsäure (ribonucleic acid, 
RNA). In der Regel dient die beständigere DNA als Speichermedium für die genetische 
Information, während RNA u.a. für die Übersetzung der genetischen Information bei der 
Synthese der Proteine benötigt wird (zentrales Dogma der Molekularbiologie; Schema 1.1). 
Eine Ausnahme bilden Retroviren, deren Erbinformation in Form von RNA gespeichert ist 
und nach dem Eindringen in eine Wirtszelle von der Reversen Transkriptase in DNA 
umgeschrieben wird. 
 
 
Schema 1.1. Fluss der genetischen Information. 
 
 
1.1 DNA 
 
Basierend auf den Arbeiten von Crick, Franklin und Watson wurde 1953 erstmals ein 
Doppelhelix-Modell für die DNA-Struktur postuliert (Watson & Crick, 1953). Es wurde 
später durch Röntgenkristallstrukturanalysen von kurzen Duplex-Oligodesoxynucleotiden 
(Duplex-ODN) bestätigt (Dickerson et al., 1982; Drew et al., 1982). Die DNA ist demzufolge 
ein lineares Polymer, das sich aus einem Phosphat-, einem Zucker- und einem 
Basenbestandteil zusammensetzt. Alternierende Phosphat- und Zuckereinheiten bilden ein 
gleichförmiges Rückgrat, bei dem jede Zuckergruppe eine der vier natürlichen 
heteroaromatischen Nucleobasen Adenin (A), Cytosin (C), Guanin (G) oder Thymin (T) trägt. 
Die genetische Information ist in der Sequenz dieser Basen entlang der Helix gespeichert und 
codiert den Aufbau der Proteine aus -Aminosäuren (genetischer Code). 
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Aufgrund der beiden unterscheidbaren 5’- und 3’- Verknüpfungspunkte der Zuckereinheiten 
weisen DNA-Stränge eine Richtung auf. Im Organismus sind in der Regel zwei antiparallele 
DNA-Stränge mit komplementären Sequenzen zu einer rechtsgängigen Doppelhelix 
umeinander gewunden (Abbildung 1.1). Das hydrophile Zucker-Phosphatrückgrat zeigt dabei 
nach außen und die hydrophoben Basen weisen nach innen. Dort bilden A und T bzw. C und 
G Watson-Crick-Basenpaarungen mit zwei bzw. drei Wasserstoffbrückenbindungen aus 
(Abbildung 1.2). Außerdem wird die Doppelhelix durch -Stapelwechselwirkungen der 
Nucleobasen stabilisiert, deren aromatische Ebenen senkrecht zur Helixachse orientiert sind. 
Mit der A-, B- und Z-DNA wurden inzwischen unterschiedliche doppelhelicale DNA-
Konformationen entdeckt (Dickerson et al., 1982; Jaworski et al., 1987), von denen B-DNA 
in vivo die gängigste Form darstellt (Abbildung 1.1). 
 
 
Abbildung 1.1. Ideale Struktur von B-DNA, die mit Hilfe des Programms 3DNA (Lu & Olson, 
2003) generiert wurde. Sie ist als Stäbchen- (links), halbtransparentes Cartoon- (Mitte) und 
Kalottenmodell (rechts) abgebildet. Dabei ist Kohlenstoff grün, Sauerstoff rot, Stickstoff blau 
und Phosphor orange dargestellt. 
 
 
Abbildung 1.2. Die Watson-Crick-Basenpaarungen G/C und A/T. 
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1.2 DNA-Methyltransferasen 
 
DNA-Methyltransferasen (DNA-MTasen) sind Enzyme, welche die sequenzspezifische 
Übertragung der aktivierten Methylgruppe des Cofaktors S-Adenosyl-L-methionin (AdoMet) 
auf die Basen C oder A innerhalb doppelsträngiger DNA katalysieren (Jeltsch, 2002). Dabei 
wird aus dem Cofaktor AdoMet das Cofaktorprodukt S-Adenosyl-L-homocystein (AdoHcy) 
gebildet. Im Falle von C wird die Methylgruppe je nach Spezifität des Enzyms auf die 
exocyclische N4-Aminogruppe oder auf das C5-Ringatom übertragen. Bei A wird 
ausschließlich die exocyclische N6-Aminogruppe methyliert (Schema 1.2). 
 
 
Schema 1.2. Übertragung der aktivierten Methylgruppe von AdoMet auf das Zieladenin 
innerhalb einer spezifischen Erkennungssequenz (dicke Linien) durch eine DNA-Adenin-
N6-MTase unter Bildung von AdoHcy und N6-Methyladenin innerhalb von DNA sowie 
Freisetzung eines Protons. 
 
In eukaryotischer DNA wurde bislang ausschließlich C5-Methylcytosin (CMe) gefunden, 
während in Prokaryoten alle drei methylierten Nucleobasen CMe, N6-Methyladenin (AMe) 
sowie N4-Methylcytosin (CN4Me) auftreten. Durch die Methylierung werden die Watson-
Crick-Wasserstoffbrückenbindungen nicht gestört, da die Methylgruppen in der großen 
Furche liegen und in AMe bzw. CN4Me syn-ständig orientiert sein können. Proteine, die mit der 
methylierten DNA interagieren, können die Methylgruppen in der großen Furche leicht 
erkennen, so dass der Informationsgehalt der DNA über die Basensequenz hinaus erweitert 
wird (epigenetische Information). 
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Die Methylierung von DNA ist für verschiedene zelluläre Funktionen von großer Bedeutung. 
So kommen in Prokaryoten viele der DNA-MTasen gemeinsam mit einer Restriktions-
endonuclease (REase) vor, welche dieselbe (kognate) Erkennungssequenz besitzt. Die 
zelleigene DNA wird mittels Methylierung vor der Fragmentierung durch die REase 
geschützt. Fremde DNA, beispielsweise bei der Infektion durch Bakteriophagen, ist im 
Allgemeinen nicht durch das spezifische Methylierungsmuster geschützt und wird von der 
REase hydrolytisch fragmentiert und so inaktiviert. Die Kombination einer DNA-MTase mit 
einer kognaten REase stellt somit ein einfaches Immunsystem dar, welches als Restriktions-
Modifikations-System bezeichnet wird (Wilson & Murray, 1991). 
Die DNA-Methylierung spielt bei Prokaryoten darüber hinaus eine wichtige Rolle bei der 
postreplikativen Reparatur von Basenfehlpaarungen. Für die ordnungsgemäße Korrektur 
solcher Störungen muss zwischen dem parentalen DNA-Strang, der per Definition die richtige 
Sequenz trägt, und dem Tochter-DNA-Strang unterschieden werden können. Solange das 
Methylierungsmuster noch nicht durch eine Erhaltungs-DNA-MTase auf den Tochterstrang 
übertragen wurde, ist die Diskriminierung der beiden Stränge anhand des Methylierungs-
zustandes möglich (Modrich, 1991; Modrich & Lahue, 1996). 
In höheren Eukaryoten wird C innerhalb der Sequenz CpG methyliert. Die CpG-Sequenz ist 
im Genom auf bestimmten DNA-Abschnitten konzentriert (CpG-Inseln), die häufig in 
Promotorregionen gefunden werden (Cross et al., 1994). Ihr Methylierungsstatus reguliert die 
Expression des betreffenden Gens, wobei eine Hypermethylierung in der Regel die 
Rekrutierung von Repressoren zur Folge hat und das Gen dadurch abgeschaltet wird (gene 
silencing; Siegfried & Cedar, 1997). Die DNA-Methylierung kann außerdem – im 
Zusammenspiel mit der Histon-Acetylierung und -Methylierung – die Kondensation der 
Chromatinstruktur bewirken und damit ebenfalls eine Unterdrückung der Genexpression 
verursachen (Kass et al., 1997). 
Ein genaues Verständnis der DNA-Methylierung ist auch im Zusammenhang mit der 
Entstehung und dem Verlauf verschiedener Krankheiten von Interesse. So ist die DNA-
Methylierung als Regulationsprozess bei der Krebsentstehung beteiligt. In vielen Tumorzellen 
wird eine Hypomethylierung bestimmter Promotorregionen beobachtet, wodurch es zur 
Überexpression von Protooncogenen kommen kann (Robertson, 2001; Rountree et al., 2001). 
Beim Menschen konnte außerdem das ICF-Syndrom (immunodeficiency, centromer 
instability and facial anomalies), eine seltene Erbkrankheit, auf ein fehlerhaftes Gen für die 
de novo DNA-MTase Dnmt3b (Hendrich, 2000) zurückgeführt werden. 
 
1   Einleitung 
 5
1.3 Base flipping 
 
DNA-MTasen müssen für die Übertragung der Methylgruppe den Cofaktor AdoMet und die 
Zielbase in räumliche Nähe zueinander bringen. Die Nucleobasen nehmen jedoch aufgrund 
der Watson-Crick-Wasserstoffbrückenbindungen sowie der günstigen -Basenstapelwechsel-
wirkungen bevorzugt einen unzugänglichen Platz im Inneren der DNA-Doppelhelix ein. Das 
Enzym muss also diese stabilisierenden Wechselwirkungen aufbrechen und schwerwiegende 
konformationelle Änderungen an der DNA-Doppelhelix vornehmen. 
Die von Klimašauskas et al. (1994) bestimmte Röntgenkristallstruktur der DNA-Cytosin-C5-
MTase M.HhaI im Komplex mit DNA und AdoHcy lieferte den erklärenden Mechanismus 
(Abbildung 1.3). Die Zielbase wird vom Enzym komplett aus der DNA-Doppelhelix heraus 
und ins aktive Zentrum hineingedreht, so dass dort die Methylierung katalysiert werden kann. 
Dieser Mechanismus wird als Basenausklapp- oder base flipping-Mechanismus bezeichnet. Er 
findet nicht nur bei DNA-MTasen, sondern auch bei anderen DNA-modifzierenden Enzymen 
wie z.B. DNA-Glycosylasen oder DNA-Lyasen Anwendung (Lloyd & Cheng, 1997; Roberts 
& Cheng, 1998; Nelson & Bestor, 1996). 
 
Abbildung 1.3. Kristallstruktur der DNA-Cytosin-C5-MTase M.HhaI (grün) im Komplex mit 
einem kurzen Duplex-ODN (rot) und dem Cofaktorprodukt AdoHcy (pink). Das extrahelicale 
Zielcytosin ist in Kalottendarstellung hervorgehoben. 
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1.4 Die DNA-Adenin-N6-MTase M.TaqI 
 
Die DNA-Adenin-N6-MTase M.TaqI stammt aus Thermus aquaticus, einem Bakterium, das 
in heißen Quellen im Yellowstone Nationalpark (USA) vorkommt (McClelland, 1981). Das 
Enzym steht im Mittelpunkt dieser Arbeit und soll daher eingehender beschrieben werden. 
M.TaqI katalysiert die in Schema 1.2 gezeigte Methylierung der exocyclischen N6-Amino-
gruppe des Adenins innerhalb der doppelsträngigen, palindromischen Erkennungssequenz 
5’-TCGA-3’. Das Enzym besteht aus 421 Aminosäuren und besitzt eine große und eine kleine 
Domäne, die über eine Scharnierregion miteinander verbunden sind. Labahn et al. (1994) 
beschrieben 1994 erstmals die dreidimensionale Struktur des Enzyms im Komplex mit 
AdoMet. Goedecke et al. (2001) konnten 2001 die Kristallstruktur des ternären Komplexes 
aus M.TaqI, DNA mit spezifischer M.TaqI-Erkennungssequenz und dem Cofaktoranalogon 
5’-(2-Aminoethylthio)-5’-desoxyadenosin (AETA) bestimmen (Abbildung 1.4). 
 
 
Abbildung 1.4. Kristallstruktur des ternären Komplexes aus M.TaqI (grün), Cofaktor-
analogon AETA (pink) und einem kurzen Duplex-ODN (rot). 
 
Das extrahelikale Zieladenin bindet im aktiven Zentrum von M.TaqI in unmittelbarer 
Nachbarschaft zum Cofaktor. Während andere DNA-MTasen wie z.B. M.HhaI oder M.HaeIII 
die durch das Herausdrehen der Zielbase entstehende Lücke mit Hilfe von insertierten 
Aminosäureseitenketten stabilisieren (Kapitel 4.2), rückt bei M.TaqI das Zielbasenpartner-
Thymin in Richtung des Helixzentrums auf. Hier geht es u.a. eine Interstrang--Stapel-
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wechselwirkung mit dem zum Zieladenin 5’-benachbarten G ein und stabilisiert so den 
Komplex (Kapitel 4.2). Senkrecht zur Helixachse ist die DNA deutlich komprimiert. 
Bei genauer Betrachtung der Kristallstruktur lassen sich zudem weitere Details erkennen. So 
geht das extrahelicale Zieladenin in der katalytischen Bindungstasche von M.TaqI eine 
Vielzahl von Wechselwirkungen ein. Vor allem das konservierte Aminosäuremotiv 
N/D/S-P/I-P-Y/F/W (Motiv IV), welches in DNA-Adenin-N6- und DNA-Cytosin-N4-MTasen 
(N-DNA-MTasen) auftritt, ist an diesen Kontakten beteiligt (Malone et al., 1995; Pues et al., 
1999). Dieses konservierte Motiv der N-DNA-MTasen ist bei M.TaqI durch die Aminosäuren 
105 bis 108 als NPPY-Sequenz repräsentiert. 
Dem Motiv IV folgt mit den Aminosäureresten 110 bis 121 eine von zwei unmittelbar an der 
DNA-Bindung und -Erkennung beteiligten Schleifen. Diese Schleife I verhindert durch 
sterische Blockade ein Zurückklappen des extrahelicalen Zieladenins und geht zudem 
sequenzspezifische Kontakte mit der kleinen Furche der gebundenen DNA ein. Der Vergleich 
der beiden Kristallstrukturen von M.TaqI mit und ohne DNA zeigt, dass die Seitenkette des 
Lysins 199 aus Schleife II ohne gebundene DNA vom aktiven Bindungszentrum wegzeigt. 
Der Weg zum Herausklappen des Zieladenins ist somit frei. Nach erfolgter Bindung liegt die 
Lysinseitenkette über dem Zieladenin und komplettiert auf diese Weise die Bindungstasche. 
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2 Zielsetzung 
 
Die große Bedeutung der DNA-Methylierung für die Zelle führt zu einer Reihe von 
vielversprechenden biotechnologischen und medizinischen Forschungszielen. Im Rahmen 
dieser Arbeit sollen daher biophysikalische Methoden entwickelt und auf einzelne 
Fragestellungen angewendet werden, die eine Charakterisierung von MTase-DNA-
Wechselwirkungen gestatten. Während dabei im ersten Teil (Kapitel 3) die detaillierte 
kinetische und thermodynamische Analyse der DNA-Bindung von M.TaqI im Vordergrund 
steht, sollen im zweiten Teil (Kapitel 4) biochemische Ansätze für eine systematische 
Steuerung von MTase-DNA-Wechselwirkungen aufgezeigt werden. 
So soll z.B. die UV-spektroskopische Detektion in stopped flow-Experimenten zur 
kinetischen Charakterisierung der Bindung von M.TaqI an DNA erprobt werden (Kapitel 3.1). 
Diese Beobachtungsmethode wurde bislang sehr selten bei Protein-DNA-Komplexen 
eingesetzt, da das Signal oftmals zu unspezifisch ist. Sie ermöglicht jedoch die prinzipiell 
erstrebenswerte Untersuchung des natürlichen Systems. Des Weiteren sollen verschiedene 
Strategien für die kovalente Fluoreszenzsondierung von Duplex-ODN daraufhin geprüft 
werden, ob sie für eine zuverlässige Bestimmung der Bindungsaffinität von M.TaqI an DNA 
mittels Fluoreszenzanisotropie geeignet sind (Kapitel 3.2 und 3.3). Trotz zahlreicher 
Untersuchungen ist selbst die Größenordnung dieses wichtigen Parameters noch immer unklar 
(Holz, 1998; Friederich, 2001; Beuck, 2004; Lenz et al., 2007a). 
Im zweiten Teil dieser Arbeit sind die Projekte eher auf konkrete Anwendungsmöglichkeiten 
hin orientiert. Analog zu Studien mit Protein-MTasen (Osborne et al., 2008) sollten mit 
Aziridin-Cofaktoren auch für DNA-MTasen hochaffine Bisubstratinhibitoren realisierbar sein 
(Kapitel 4.1). Deren Eigenschaften und weitere Anwendungsmöglichkeiten sollen hier 
erforscht werden. Auch der Einbau von hydrophoben Basensurrogaten als Zielbasenpartner in 
DNA war ursprünglich auf die Inhibition von DNA-MTasen ausgerichtet (Beuck et al., 2003). 
Inwieweit dieses Konzept jedoch auch auf DNA-MTasen übertragen werden kann, die die 
Leerstelle beim base flipping auf andere Weise stabilisieren als M.TaqI, soll im Rahmen von 
Kapitel 4.2 überprüft werden. Außerdem sollen diese Studien Einblicke in das 
Zusammenspiel von -Stapelwechselwirkungen, hydrophoben Kontakten, Duplex-Stabilität 
und anderen Faktoren bei der Substratbindung von DNA-modifizierenden Enzymen geben.  
In der Gruppe von Dr. M.-P. Teulade-Fichou wurden macrocyclische Bisintercalatoren 
entwickelt, die mit hoher Selektivität an Basenfehlpaarungen binden (David et al., 2003). Im 
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Rahmen von Kapitel 4.3 sollen diese Verbindungen mit Hilfe von mehreren unabhängigen 
biophysikalischen Methoden charakterisiert werden. Dadurch soll festgestellt werden, ob sich 
diese Moleküle hinsichtlich ihrer Selektivität und DNA-Affinität prinzipiell zur Detektion von 
Punktmutationen eignen. Auch der Einfluss auf Enzyme, die ebenfalls an fehlgepaarte DNA 
binden, soll untersucht werden. Dafür muss jedoch zunächst ein geeigneter Assay entwickelt 
werden, da die Verbindungen selbst nur schwach fluoreszieren und ihre DNA-Bindung somit 
schwer zu detektieren ist. 
In Kapitel 4.4 soll die Triplehelix-Bildung eines bestimmten TFO analysiert werden, mit 
dessen Hilfe Monami (2007) und Maluszynska-Hoffman (2008) ein MTase-TFO-Konjugat 
erzeugt haben, das eine stark erhöhte Sequenzspezifität aufweist. Es ist in der Lage, selektiv 
bestimmte DNA-Erkennungssequenzen des freien Enzyms vor einem großen Hintergrund an 
nicht adressierten Erkennungssequenzen zu methylieren. Das Projekt ist auf die selektive 
Hypermethylierung und damit verbundene Inaktivierung eines Gens, das in vielen Krebsarten 
stark überexprimiert wird, ausgerichtet. Ein genaueres Verständnis der thermodynamischen 
und kinetischen Aspekte der DNA-Bindung von Enzym- und TFO-Komponente ist von 
allgemeinem Interesse und wird dabei hilfreich sein, wenn die Experimente in vivo fortgeführt 
werden. Aufgrund der veränderten Bedingungen in der Zelle wird das Konjugat vermutlich 
nicht mehr die Eigenschaften aus den in vitro-Experimenten zeigen und eine möglichst 
gezielte Nachregulierung ist dann gefordert. 
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3 Reportergruppen zur Charakterisierung der DNA-
M.TaqI-Wechselwirkung 
 
Die derzeit gängigste Methode, um DNA-Protein-Wechselwirkungen zu quantifizieren, ist die 
Gelmobilitätsanalyse (electrophoretic mobility shift assay, EMSA; Garner & Revzin, 1981; 
Fried & Crothers, 1981). Hierbei wird das unterschiedliche Laufverhalten von DNA im 
Vergleich zum DNA-Protein-Komplex bei der Gelelektrophorese unter nativen Bedingungen 
ausgenutzt. Anhand der Bandenintensität der beiden Spezies kann dann eine Aussage über die 
Komplexstabilität getroffen werden. Während der Beladung der Geltaschen und der 
anschließenden elektrophoretischen Auftrennung können die untersuchten Komplexe jedoch 
dissoziieren und dadurch die gemessenen Bindungsaffinitäten verfälscht werden. Es wurde 
daher versucht, die untersuchten DNA-Protein-Komplexe durch Zugabe neutraler 
Kleinmoleküle, sogenannter Osmolyte, für die Dauer der Gelelektrophorese zu stabilisieren 
(Sidorova et al., 2005). 
Im Gegensatz zu EMSA liegen bei spektroskopischen Verfahren zur Affinitätsbestimmung 
der Komplex und die freien Spezies permanent im Gleichgewicht vor. Außerdem können 
nicht nur Gleichgewichtskonstanten ermittelt, sondern aufgrund der Beobachtung in Echtzeit 
auch kinetische Aspekte der Komplexbildung direkt verfolgt werden. Gegenüber anderen 
modernen Verfahren, wie etwa der Plasmonenresonanz (surface plasmon resonance, SPR), 
besteht zudem der Vorteil, dass keine oberflächenbedingten Störungen auftreten, da in 
Lösung gemessen wird. Außerdem muss keine der Spezies auf einer festen Phase 
immobilisiert werden. Einen guten Einblick in die Vor- und Nachteile der einzelnen 
Methoden gibt der Übersichtsartikel von Guille & Kneale (1997). 
NMR-Spektroskopie und Röntgenstrukturanalyse bieten zwar einen sehr detaillierten Einblick 
in strukturelle Aspekte von Protein-DNA-Wechselwirkungen, sind aber zeitaufwändig und 
erfordern teure und komplexe Messgeräte. Zudem sind viele Proteine nicht ausreichend 
löslich, um kernresonanzspektroskopisch vermessen zu werden bzw. lassen sich nicht für 
röntgenspektroskopische Untersuchungen kristallisieren. In der UV- und CD-Spektroskopie 
(Gray, 2000) ist neben einer geringeren Signalintensität insbesondere die Zuordnung einer 
gemessenen Signaländerung bei der DNA-Protein-Komplexbildung zu einem bestimmten 
Bindungsereignis bzw. einer konkreten konformationellen Änderung des Enzyms oder der 
DNA schwierig. Durch den gezielten Einbau von Thionucleosiden in DNA als CD-
Reportergruppen wurde versucht, diese Zuordnung bei minimaler Veränderung des 
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natürlichen Systems zu erleichtern (Beuck, 2004). Das Problem der Signalzuordnung in der 
UV-Spektroskopie ist Thema des Kapitels 3.1, in dem stopped flow-Kinetiken für die 
Bindung von M.TaqI an DNA analysiert werden, die unter Beobachtung der UV-Absorption 
gemessen wurden. 
Unter den spektroskopischen Verfahren zur Charakterisierung von DNA-Protein-
Wechselwirkungen besticht die Fluoreszenzspektroskopie (Lakowicz, 1999) durch hohe 
Signalsensitivität und -selektivität sowie durch geringen Zeitaufwand und vergleichsweise 
kostengünstige Messgeräte. Damit die Interaktion zwischen DNA und Protein 
fluoreszenzspektroskopisch verfolgt werden kann, wird zunächst ein geeigneter Fluorophor 
als Reportergruppe benötigt. Hierfür kann prinzipiell die intrinsische Fluoreszenz der drei 
fluoreszierenden Aminosäuren Tryptophan (Trp), Tyrosin (Tyr) und Phenylalanin (Phe) 
genutzt werden. Trp (Abbildung 3.1) wird hierzu am häufigsten verwendet, da es selektiv 
oberhalb der DNA-Absorption bei 295 nm angeregt werden kann, eine vergleichsweise hohe 
Quantenausbeute von Q = 0.13 besitzt (Chen, 1967) und seine Fluoreszenzintensität sensitiv 
auf Umgebungsänderungen reagiert und somit die Detektion konformationeller Änderungen 
des Enzyms erlaubt. Insbesondere ermöglicht die Trp-Fluoreszenz die Beobachtung eines 
Systems, ohne dass eine chemische Modifikation als künstliche Reportergruppe eingeführt 
werden muss. Seit den ersten Arbeiten von Weber (1960) und Konev (1967) konnten auf 
diese Weise die Bindungskonstanten verschiedener Protein-DNA-Komplexe durch 
Gleichgewichtstitrationen bestimmt werden, so z.B. für die O6-Methylguanin-DNA-MTase 
(Chan et al., 1993), den USF-Transkriptionsfaktor (Sha et al., 1995), das TATA-Box-
bindende Protein (Perez-Howard et al., 1995) oder die DNA-Adenin-N6-MTasen M.EcoRI 
(Reich & Mashhoon, 1991; Maegley et al., 1992) und M.HhaI (Pignot et al., 2000). 
 
 
Abbildung 3.1. Fluoreszenz-Excitations- und Fluoreszenz-Emissionsspektrum in Wasser 
(Ex = 279 nm; Em = 361 nm) und Strukturformel von Trp. 
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Zwei Aspekte erschweren jedoch in vielen Fällen die Nutzung von Trp als 
fluoreszenzspektroskopische Sonde zur Beobachtung von DNA-Protein-Komplexen. Zum 
einen ist die Anzahl und Position der Trp-Reste im Protein entscheidend, insbesondere für den 
Erfolg kinetischer Messungen. Im Idealfall sollte das Protein genau einen Trp-Rest enthalten, 
der während der Komplexbildung seine Signalintensität aufgrund einer Umgebungsänderung 
verändert und somit die direkte Zuordnung einer bestimmten konformationellen Änderung zu 
einer gemessenen kinetischen Phase gestattet. Zum anderen reagiert die Trp-Fluoreszenz 
äußerst empfindlich auf die Anwesenheit von fluoreszenzlöschenden Substanzen 
(Quenchern), beispielsweise gelöstem molekularen Sauerstoff (Kikuchi, 1993; Lakowicz, 
1999). Dies beeinträchtigt die Durchführung von Gleichgewichtstitrationen zur Bestimmung 
von Bindungskonstanten, da es bereits durch einfaches mechanisches Mischen zu 
Signaländerungen kommen kann und die Fluoreszenzintensität daher nicht stabil ist. So 
konnte dieses Verfahren beispielsweise nicht zur Bestimmung der Bindungsaffinität von 
M.TaqI an Substrat-DNA benutzt werden (Holz, 1998). 
Es ist daher häufig erforderlich, das System kovalent mit einem extrinsischen Fluorophor zu 
sondieren. Standardmäßig erfolgt dies auf Seiten der DNA über die Peptidkupplung eines 
Fluorophor-Aktivesters an ein 5’-Amino-modifiziertes ODN oder auf Seiten des Enzyms über 
die Reaktion eines Cystein-Restes mit einem Thiol-reaktiven Fluorophor, z.B. einem 
Maleimid-modifizierten Fluorophor (Corrie, 1994; Kim, 2008). Derartige Modifikationen 
haben allerdings neben einem erhöhten Aufwand den inhärenten Nachteil, dass sie das 
natürliche System verändern und damit möglicherweise auch die untersuchte DNA-Protein-
Wechselwirkung beeinflussen. Diese Problematik ist Thema von Kapitel 3.2, in dem die 
prinzipielle Eignung verschiedener Topologien für die Fluoreszenzsondierung von DNA am 
Beispiel der Detektion der Bindung von M.TaqI an DNA mittels Fluoreszenzanisotropie 
diskutiert wird. Eines der dort untersuchten Systeme führt dann in Kapitel 3.3 zu einer neuen, 
verlässlicheren Methode zur Bestimmung der Dissoziationskonstante für die Bindung von 
M.TaqI an die natürliche Substrat-DNA. 
Als eine sehr nützliche Fluoreszenzsonde, die das natürliche System nur minimal verändert, 
hat sich 2-Aminopurin (2Ap) erwiesen. Es ist ein Analogon der natürlichen Nucleobase A und 
in der Lage, zwei Watson-Crick-artige Wasserstoffbrückenbindungen mit T einzugehen 
(Abbildung 3.2). Wenn es als Basensurrogat für A in Duplex-DNA eingebaut wird, führt es 
daher nur zu einer geringfügig erniedrigten Stabilität, wie thermische 
Denaturierungsexperimente (Eritja et al., 1986) und kalorimetrische Messungen (Law et al., 
1996) gezeigt haben. Im Vergleich zu Basenfehlpaarungen vermag das 2Ap/T-Basenpaar den 
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DNA-Duplex wesentlich besser zu stabilisieren. Da das 2Ap-Phosphoramidit kommerziell 
erhältlich ist, können kurze ODN mittels Festphasen-DNA-Synthese schnell und einfach mit 
2Ap sondiert werden. 
 
 
Abbildung 3.2. Vergleich der Watson-Crick Wasserstoffbrückenbildung des natürlichen A/T-
Basenpaars (links) und der analogen Watson-Crick-artigen Wasserstoffbrückenbildung des 
2Ap/T-Basenpaars (rechts). 
 
Die interessanten Fluoreszenzeigenschaften von 2Ap wurden erstmals von Ward et al. (1969) 
beschrieben. Ein wesentliches Merkmal ist die hohe Empfindlichkeit der 2Ap-
Fluoreszenzintensität gegenüber Umgebungsänderungen. So führt beispielsweise die 
Hybridisierung zu Duplex-DNA aufgrund der -Stapelwechselwirkungen zu einer 
ausgeprägten Verminderung der Signalintensität von 2Ap-sondierten DNA-Strängen 
gegenüber dem Einzelstrang (Abbildung 3.3). 
Viele DNA-Protein-Wechselwirkungen haben eine Konformationsänderung der beteiligten 
Duplex-DNA zur Folge, so dass diese Wechselwirkungen oftmals mittels 2Ap-sondierter 
DNA untersucht werden können. Für diesen Zweck ist die Möglichkeit, 2Ap außerhalb der 
Absorptionsbereiche der natürlichen Nucleobasen und Aminosäuren selektiv bei 320 nm 
anzuregen, von zusätzlichem Vorteil. 
 
Abbildung 3.3. Links: Fluoreszenz-Excitations- und Fluoreszenz-Emissionsspektrum 
(Ex = 308 nm; Em = 371 nm) von 2Ap-sondiertem Einzelstrang 16+/TCG2 in Abwesenheit 
(schwarz) und Gegenwart (rot) von 1.1 Äquivalenten des komplementären Gegenstrangs 
16-/TCGAMe in M.TaqI-Bindungspuffer. Rechts: Strukturformel von 2Ap. 
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Die geschilderte Umgebungssensitivität der 2Ap-Fluoreszenz macht diese Sonde zu einer 
idealen Reportergruppe für basenausklappende Enzyme. Aktuelle Anwendungsbeispiele sind 
Studien zum PspGI R/M-System (Carpenter & Bhagwat, 2008), zur T4-Polymerase 
proofreading-Aktivität (Subuddhi et al., 2008), zur humanen 8-Oxoguanine-DNA 
Glycosylase (Kuznetsow et al., 2007) oder zur REase Ecl18kI (Tamulaitis et al., 2007). 
Sielaff et al. (2008) untersuchten sogar die spezifische Bindung kurzer Polyamide, die 
ebenfalls eine Fluoreszenzänderung von 2Ap-sondierter DNA bewirken können. 
Auch zur Funktionsweise vieler DNA-MTasen wurden bereits Studien mit 2Ap-markierter 
DNA durchgeführt. In den Kapiteln 3.1 und 3.3 wird detailliert auf den Einsatz von 2Ap zur 
kinetischen bzw. thermodynamischen Analyse der DNA-M.TaqI-Wechselwirkung 
eingegangen. Des Weiteren wurde 2Ap u.a. in Messungen mit T4 Dam (Malygin et al., 2001; 
Evdokimov et al., 2002), M.RsrI (Szegedi et al., 2000), M.EcoRV (Gowher & Jeltsch, 2000), 
M.HhaI (Serva et al., 1997), M.EcoRI (Allan et al., 1998), M.EcoRII (Koudan et al., 2007), 
M.EcoKI (Su et al., 2004) und M.EcoP15I (Reddy & Rao, 2000) genutzt. Dabei wurde 
allerdings auch festgestellt, dass eine 2Ap-Signaländerung nicht gleichbedeutend mit einem 
Ausklappen der modifizierten Base ist. So wurden bei M.EcoP15I und M.EcoRV 
beispielsweise relativ große Fluoreszenzänderungen von 2Ap-markierten Substraten 
beobachtet, bei denen sich die Sonde nicht an der Zielbasenposition befand. Andererseits 
wurden bei M.EcoRV und M.RsrI nur geringe oder gar keine Fluoreszenzänderungen 
gemessen, wenn die Zielbase mit 2Ap sondiert wurde. Änderungen der 2Ap-Fluoreszenz 
müssen daher vorsichtiger als allgemeine Änderung der Fluorophorumgebung interpretiert 
werden. Neely et al. (2005) und Lenz et al. (2007a) haben daher kürzlich mittels 
zeitaufgelöster Fluoreszenzspektroskopie die Fluoreszenzeigenschaften von 2Ap-sondierten 
DNA-MTase-Komplexen in Lösung und im kristallinen Festkörper gemessen und die 
Ergebnisse anhand der bekannten Kristallstrukturen interpretiert. Dies führte zu einer genauen 
Charakterisierung der inner- und extrahelikalen 2Ap-Fluoreszenzlebensdauern und dem 
Vorschlag, diese Parameter anstelle einer Fluoreszenzintensitätserhöhung als base flipping-
Nachweis zu verwenden. 
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3.1 UV-spektroskopische Detektion der Bindung von M.TaqI an 
DNA 
 
Die Fortschritte in der Strukturbiologie haben zu sehr detaillierten Einsichten in bislang 
unbekannte biomolekulare Mechanismen geführt, beispielsweise den eindeutigen Nachweis 
des base flipping-Mechanismus für DNA-MTasen durch die Bestimmung der Röntgen-
kristallstruktur von M.HhaI im Komplex mit DNA und dem Cofaktorprodukt AdoHcy 
(Klimašauskas et al., 1994; Kapitel 1.3). Dennoch liefern diese Strukturen nur Standbilder 
von dynamischen Prozessen und müssen daher um Untersuchungen zum kinetischen 
Mechanismus einer Reaktion erweitert werden. Hierfür stellen stopped flow-Experimente eine 
leistungsfähige Methode dar (Gutfreund, 1995). Mit ihnen lassen sich schnelle Prozesse 
zeitaufgelöst durch sich verändernde spektroskopische Eigenschaften verfolgen. Die 
Reaktionspartner, z.B. DNA und ein Protein, befinden sich in zwei getrennten 
Vorratszylindern, werden zu einem definierten Zeitpunkt in eine Beobachtungskammer 
gedrückt und dabei zugleich vermischt. Nach der kurzen Mischzeit, die bei modernen Geräten 
wenige Millisekunden beträgt, können aus der zeitabhängigen Signaländerung kinetische 
Parameter für die untersuchte Reaktion gewonnen werden. Dabei werden zwei experimentelle 
Ansätze unterschieden. Zum einen können Experimente unter multiple turnover-
Bedingungen, bei denen jedes Enzym eine Vielzahl von Katalysezyklen durchläuft, die 
makroskopischen Konstanten KM und kcat für das Henri-Michaelis-Menten-Modell liefern 
(Copeland, 2000). Zum anderen können die Experimente unter single turnover-Bedingungen 
durchgeführt werden, bei denen das Enzym als stöchiometrischer Reaktionspartner eingesetzt 
wird und daher nur einen Katalysezyklus durchläuft. Auf diese Weise können die 
Geschwindigkeitskonstanten individueller Reaktionsschritte bestimmt werden (Johnson, 
1992). Diese beiden Methoden sind zueinander komplementär und führen gemeinsam zu 
einem umfassenden kinetischen Modell der untersuchten Enzymreaktion. 
 
 
3.1.1 Kinetisches Modell der Bindung von M.TaqI an DNA 
 
Wölcke (1998), Holz (1998) und Friederich (2001) haben in umfangreichen Arbeiten zur 
Bildung des Komplexes aus DNA und M.TaqI ein kinetisches Modell entwickelt, welches aus 
mindestens 4 Teilschritten besteht (Schema 3.1). Alle Schritte der Komplexbildung sind 
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schnell im Vergleich zur Übertragung der Methylgruppe auf das Zieladenin. Dieser Transfer 
stellt den geschwindigkeitsbestimmenden Schritt der M.TaqI-katalysierten Reaktion dar und 
bestimmt somit die von Wölcke (1998) gemessene katalytische Wechselzahl kcat = 0.04 s-1. 
 
Schema 3.1. Postulierter 4-Schritt-Bindungsmechanismus (Friederich, 2001) von M.TaqI an 
die spezifische Erkennungssequenz doppelsträngiger DNA. Rot: Zielbasenpaar; dunkelblau: 
Schleife I (Aminosäurereste 110 bis 121). 
 
Bei den kinetischen Untersuchungen zum mehrstufigen Bindungsmechanismus wurde sowohl 
die intrinsische Trp-Fluoreszenz der 12 Trp-Reste verwendet, die in M.TaqI vorkommen, als 
auch das System mit extrinsischen Dansyl- oder 2Ap-Fluoreszenzsonden markiert. Auf diese 
Weise wurde versucht, die gemessenen Geschwindigkeitskonstanten konkreten Schritten im 
Bindungsmodell zuzuordnen. Holz (1998) ersetzte das Zieladenin der 5’-TCGA-3’- 
Erkennungssequenz von M.TaqI durch 2Ap und erhielt für die Komplexbildung mit M.TaqI 
in stopped flow-Experimenten unter single turnover-Bedingungen eine monoexponentielle 
Änderung der 2Ap-Fluoreszenz mit einer observierten Geschwindigkeitskonstanten 
kobs = 20 s-1. Die Trp-Fluoreszenz des Proteins änderte sich im selben Experiment hingegen 
biexponentiell mit observierten Geschwindigkeitskonstanten von kobs = 2 s-1 und kobs = 20 s-1. 
Alle diese Phasen sind konzentrationsunabhängig, so dass es sich um konformationelle 
Änderungen nach der Bildung des initialen Assoziationskomplexes handeln muss. Die 
konzentrationsabhängige bimolekulare Bildung eines initialen DNA-M.TaqI-
Kollisionskomplexes (kon) muss unter den gewählten Bedingungen demnach mit einer so 
hohen Geschwindigkeit stattfinden, dass die nachfolgenden Gleichgewichte nicht beeinflusst 
werden. Aufgrund der Übereinstimmung der schnelleren Phase mit der 2Ap-
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Fluoreszenzänderung wurde sie als Ausklappen des Zielbasenanalogons 2Ap interpretiert 
(kflip), begleitet von einer zeitgleichen Konformationsänderung des Proteins. 
Zur Zuordnung der langsameren Phase wurde über die Einführung eines Cystein-Restes in der 
M.TaqI-Mutante A114C die unmittelbar an der DNA-Erkennung und -Bindung beteiligte 
Schleife I (Kapitel 1.4) mit einem Dansylderivat (5-[(2-iodoacetyl)aminoethylamino]-
naphtalin-1-sulfonsäure, IAEDANS) markiert (Friederich, 2001; Abbildung 3.4). In analogen 
stopped flow-Experimenten unter single turnover-Bedingungen wurde eine biexponentielle 
Änderung der Dansyl-Fluoreszenz beobachtet, mit observierten Geschwindigkeitskonstanten 
von kobs = 2 s-1 und kobs = 86 s-1 (Friederich, 2001). Die langsamere Phase mit kobs = 2 s-1 
wurde wegen der Übereinstimmung mit der langsamen Phase aus der Trp-Fluoreszenz der 
endgültigen Fixierung der gebundenen DNA durch Schleife I zugeordnet (kloop(2)), die 
schnellere Phase mit kobs = 86 s-1 hingegen einer intermediären Schleifenbewegung (kloop(1)). 
 
Abbildung 3.4. Fluoreszenz-Excitations- und Fluoreszenz-Emissionsspektrum in Wasser 
(gemessen bei Ex = 332 nm und Em = 483 nm) und Strukturformel von IAEDANS. 
 
 
3.1.2 Stopped flow-Messungen zur Bindung von M.TaqI an DNA unter 
Beobachtung der UV-Absorption 
 
Durch die Wahl der fluoreszierenden Reportergruppen bei den stopped flow-Experimenten 
aus Kapitel 3.1.1 wurde der Fokus auf einen bestimmten Aspekt des Bindungsereignisses 
beschränkt. Das Zielbasenanalogon 2Ap sollte das Ausklappen der Zielbase detektieren, die 
Dansylgruppe die Bewegung von Schleife I und die intrinsische Trp-Fluoreszenz ggf. weitere 
konformationelle Änderungen des Proteins. Ein anderer Ansatz ist es, die Gesamtheit der 
Abläufe bei der DNA-Protein-Komplexbildung durch die Änderung der UV-Absorption in 
stopped flow-Experimenten zu verfolgen. Da sich die UV-Absorptionsspektren der DNA-
Basen (Fasman, 1976) und der Aminosäuren Tyr und Trp (Demchenko, 1986) zwischen 
260 nm und 300 nm stark überlagern, ist bei diesem Experiment mit einer Vielzahl von 
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detektierbaren kinetischen Einzelschritten zu rechnen, die jedoch aufgrund des unspezifischen 
Signals möglicherweise nur schwer konkreten Protein- oder DNA-Bewegungen zugeordnet 
werden können. Diese mangelnde Spezifität ist vermutlich der Grund, warum bislang erst ein 
derartiges Experiment in der Literatur beschrieben wurde (Shimamoto & Utiyama, 1983). 
Darin wurde die unspezifische Bindung von Einzelstrang-DNA an Gen-5-Protein des fd 
Bakteriophagen untersucht und lediglich eine monoexponentielle Änderung der UV-
Absorption gefunden. Dieser Bindungsmechanismus scheint also aus deutlich weniger 
Einzelschritten zu bestehen, als die bereits gut untersuchte Bindung von M.TaqI an DNA. 
Dennoch stellen stopped flow-Messungen unter Beobachtung der UV-Absorption auch hier 
eine interessante Erweiterung der bisherigen Experimente dar. So besteht beispielsweise die 
Möglichkeit, die schnelle Phase mit kobs = 86 s-1 für die Dansyl-sondierte Schleife I am 
unmodifizierten System zu verifizieren, was unter Beobachtung der Trp-Fluoreszenz noch 
nicht gelungen ist. Des Weiteren könnten durch die hohe Anzahl an Reportergruppen in 
vielen Regionen bislang unentdeckte Einzelschritte detektiert werden. 
 
 
3.1.2.1 Messungen am natürlichen Substrat 
 
Zunächst wurden Messungen mit dem 14 bp Duplex-ODN 14-AT durchgeführt, um die 
M.TaqI-Bindung an das natürliche, hemimethylierte Substrat zu untersuchen. Hierfür wurde 
eine Lösung von Duplex-ODN 14-AT mit einer Lösung von M.TaqI und AdoMet im stopped 
flow-Experiment vermischt und die Änderung der UV-Absorption bei 260 nm detektiert. Das 
aufgezeichnete Signal folgt einem multiexponentiellen Kurvenverlauf. Dieser lässt sich am 
besten in der logarithmischen Darstellung abbilden, da sich die einzelnen observierten 
Geschwindigkeitskonstanten um mehrere Größenordnungen unterscheiden (Abbildung 3.5). 
Die gezeigte gute Kurvenanpassung wurde nach der Methode der kleinsten Fehlerquadrate 
(Zachmann, 2007) durchgeführt. Da bereits vier kinetische Phasen nach Bildung des initialen 
Kollisionskomplexes bekannt waren (Kapitel 3.1.1), wurde zunächst ein Modell bestehend 
aus vier Exponentialtermen verwendet (Anhang T1). Drei der vier observierten 
Geschwindigkeitskonstanten stimmen mit den Ergebnissen früherer Messungen überein. 
Insbesondere konnte mit kobs1(4) = 80 s-1 erstmals die schnelle Phase aus dem Experiment mit 
Dansyl-markierter M.TaqI (kobs = 86 s-1; Friederich, 2001) auch am unmodifizierten System 
beobachtet werden. Die Geschwindigkeitskonstante kobs2(4) = 13 s-1 steht im Rahmen der 
Messgenauigkeit im Einklang mit den bisher mittels Detektion der Fluoreszenz von 2Ap-
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markierter DNA bzw. von Trp gefundenen kobs = 20 s-1 für das Ausklappen der Zielbase. Die 
langsamste Phase, kobs4(4) = 0.051 s-1, entspricht in etwa dem von Wölcke (1998) ermittelten 
Wert für die geschwindigkeitsbestimmende Übertragung der Methylgruppe (kobs = 0.04 s-1). 
Die drittschnellste Phase weist allerdings mit kobs3(4) = 0.26 s-1 eine deutliche Abweichung zu 
den bisher mit Dansyl-markierter M.TaqI oder Trp-Fluoreszenz gemessenen kobs = 2 s-1 auf. 
Es wurden zunächst zwei wichtige Kontrollexperimente ausgeführt (Abbildung 3.6), bevor 
dieser Beobachtung in weiteren Messungen nachgegangen wurde. 
 
 
Abbildung 3.5. Zeitlicher Verlauf der UV-Absorption bei 260 nm nach Mischen von Duplex-
ODN 14-AT (2.5 µM Endkonzentration) mit dem binären Komplex aus M.TaqI (2.5 µM 
Endkonzentration) und AdoMet (20 µM Endkonzentration). Schwarz: Messdaten; rot: 
Ergebnis der Kurvenanpassung. Links: Lineare Auftragung. Rechts: Logarithmische 
Auftragung. 
 
 
Abbildung 3.6. Kontrollexperimente zur AdoMet-Abhängigkeit der gemessenen 
Bindungskinetiken. Rot: Ergebnisse der Kurvenanpassungen. Links: Zeitlicher Verlauf der 
UV-Absorption bei 260 nm nach Mischen von Duplex-ODN 14-AT (2.5 µM Endkonzentration) 
mit dem binären Komplex aus M.TaqI (2.5 µM Endkonzentration) und AdoMet (schwarz: 
20 µM Endkonzentration; blau: 40 µM Endkonzentration). Rechts: Zeitlicher Verlauf der UV-
Absorption bei 260 nm nach Mischen von Duplex-ODN 14-AT (2.5 µM Endkonzentration) mit 
dem binären Komplex aus M.TaqI (2.5 µM Endkonzentration) und AdoMet (20 µM 
Endkonzentration), schwarz, oder nach Mischen von Duplex-ODN 14-AT (2.5 µM End-
konzentration) und AdoMet (20 µM Endkonzentration) mit M.TaqI (2.5 µM Endkonzentration), 
blau. 
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Im ersten Experiment wurde die Endkonzentration an AdoMet gegenüber den 
Standardbedingungen verdoppelt. Dadurch sollte überprüft werden, ob unter 
Standardbedingungen AdoMet in sättigender Konzentration vorliegt, denn andernfalls würden 
kinetische Effekte der AdoMet-Assoziation an einen binären DNA-M.TaqI-Komplex die 
Analyse der Messdaten erheblich erschweren und den Kurvenverlauf beeinflussen. Eine 
Endkonzentration von 20 µM AdoMet in den Standardbedingungen ist jedoch ausreichend, 
denn in beiden Messungen mit 20 µM und 40 µM AdoMet wurden sehr ähnliche kinetische 
Parameter erhalten (Anhang T2). Im zweiten Kontrollexperiment wurde anstelle eines 
vorgeformten binären M.TaqI-AdoMet-Komplexes lediglich M.TaqI mit der DNA-Lösung 
vermischt, welche in diesem Fall das AdoMet enthielt. Auch hier konnten keine signifikanten 
Abweichungen der kinetischen Parameter festgestellt werden (Anhang T3), so dass die 
Assoziation von Cofaktor und Enzym bei den gewählten Konzentrationen sehr schnell 
ablaufen muss oder keinen sichtbaren Einfluss auf die DNA-M.TaqI-Komplexbildung hat. 
Dies stimmt mit den Messungen der Trp-Fluoreszenz von Holz (1998) überein. 
Das Fehlen einer Phase mit kobs = 2s-1 in den Messungen bei 260 nm wurde durch 
Experimente bei sieben verschiedenen Wellenlängen im Bereich von 260 bis 290 nm näher 
untersucht. Dazu wurde bei jeder Wellenlänge jeweils ein Experiment in Anwesenheit 
(Abbildung 3.7) und eines in Abwesenheit (Abbildung 3.8) von AdoMet durchgeführt. Die 
erhaltenen Daten lassen sich auf unterschiedliche Art analysieren. Für die Experimente in 
Abwesenheit von AdoMet wurde zunächst eine globale Kurvenanpassung mit vier Phasen 
berechnet (Abbildung 3.7). Die Amplitude für die Methylgruppenübertragung, kobs4(4), wurde 
dabei gleich null gesetzt, da dieser Schritt hier nicht auftreten kann. Für alle Wellenlängen 
konnten auf diese Weise gute Kurvenanpassungen gefunden werden (Anhang T4). Die 
globalen Geschwindigkeitskonstanten kobs1(4) = 86 s-1, kobs2(4) = 14 s-1 und kobs3(4) = 1.4 s-1 
stimmen im Rahmen der Messgenauigkeit gut mit den zuvor ermittelten Parametern überein 
(86 s-1, 20 s-1 und 2 s-1; Kapitel 3.1.1). Die Amplitude zu kobs3(4) beträgt jedoch bei allen 
Wellenlängen nur wenige mOD und die Kurven können bereits mit den beiden schnelleren 
kinetischen Phasen allein zufriedenstellend beschrieben werden. Die Messungen in 
Abwesenheit von AdoMet sind demnach nicht dazu geeignet, die Existenz der neuen Phase 
mit kobs  0.25 s-1 zu untermauern. 
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Abbildung 3.7. Zeitlicher Verlauf der UV-Absorption nach Mischen von Duplex-ODN 14-AT 
(2.5 µM Endkonzentration) mit M.TaqI (2.5 µM Endkonzentration); schwarz: 260 nm; blau: 
265 nm; grau: 270 nm; pink: 275 nm; hellgrün: 280 nm; dunkelgrün: 285 nm; orange: 
290 nm. Rot: Ergebnisse der Kurvenanpassungen (gleicher Satz an observierten 
Geschwindigkeitskonstanten für alle Messungen, s. Text). 
 
Die Experimente in Gegenwart von AdoMet liefern aussagekräftigere Informationen über die 
langsameren Phasen, da diese hier eine größere Amplitude aufweisen. Eine globale Analyse 
mit einem Satz von vier kinetischen Phasen liefert auch in diesem Fall eine relativ gute 
Kurvenanpassung für alle Wellenlängen (Abbildung 3.8, Tabelle 3.1, Anhang T5), bei der 
eine Phase mit kobs = 0.21 s-1 erhalten wird. Durch die Berücksichtigung einer fünften Phase 
wird die Fehlerquadratsumme nur um etwa 17% reduziert (Anhang T5 und T6). In solchen 
Fällen bedarf es guter Gründe, um eine zusätzliche Phase zu rechtfertigen (Johnson, 1992). 
Zwischen 1 s und 50 s zeigen sich jedoch signifikante Abweichungen vom experimentellen 
Kurvenverlauf, die in einem Bereich mit gutem Signal- zu Rausch-Verhältnis auftreten und 
die durch das Hinzunehmen einer fünften Phase deutlich gemindert werden (Abbildung 3.8, 
Tabelle 3.1). Gegenüber der Kurvenanpassung mit vier Phasen kommt außerdem lediglich die 
zuvor mittels Trp- und Dansylfluoreszenz bereits beobachtete Phase (Kapitel 3.1.1) mit 
kobs3(5) = 2.0 s-1 hinzu. Die globale Datenanalyse von Messungen bei sieben Wellenlängen legt 
also die Existenz einer neuen langsamen Phase mit kobs4(5) = 0.22 s-1 nahe. Die Auftragung der 
Amplituden von kobs3(5) und kobs4(5) gegen die Wellenlänge zeigt, dass diese neue Phase 
insbesondere bei Wellenlängen unterhalb von  = 275 nm detektiert wird (Abbildung 3.9). 
Die bereits bekannte Phase mit kobs3(5) = 2.0 s-1 ist hingegen über den gesamten 
Wellenlängenbereich nur mit geringen Amplituden bis ca. 1 mOD vertreten. 
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Abbildung 3.8. Wellenlängenabhängige stopped flow-Messungen zur Komplexbildung von 
Duplex-ODN 14-AT und M.TaqI. Schwarz: 260 nm; blau: 265 nm; grau: 270 nm; pink: 
275 nm; hellgrün: 280 nm; dunkelgrün: 285 nm; orange: 290 nm. Rot: Ergebnisse der 
Kurvenanpassungen (gleicher Satz an observierten Geschwindigkeitskonstanten für alle 
Messungen, s. Text). Oben: Globale Kurvenanpassung mit vier Phasen. Unten: Gleicher 
Datensatz, aber globale Kurvenanpassung mit fünf Phasen. Rechts: Vergrößerte 
Darstellung der Kurvenverläufe. 
 
 
Tabelle 3.1. Vergleich der Ergebnisse aus den globalen Kurvenanpassungen zu 
Abbildung 3.8 für kinetische Modelle mit vier oder fünf Phasen. 
Phase 
 
globale Kurvenanpassung 
(vier Phasen) 
globale Kurvenanpassung 
(fünf Phasen) 
kobs1 80 s-1 80 s-1 
kobs2 13 s-1 12 s-1 
kobs3 0.21 s-1 2.0 s-1 
kobs4 0.053 s-1 0.22 s-1 
kobs5 - 0.052 s-1 
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Abbildung 3.9. Wellenlängenabhängigkeit der Amplituden für die Schritte mit kobs3(5) = 2.0 s-1 
(blau) und kobs4(5) = 0.25 s-1 (schwarz) aus den Kurvenanpassungen mit fünf Phasen in 
Abbildung 3.8 für die Experimente in Anwesenheit von AdoMet. 
 
Die Messungen aus Abbildung 3.8 in Gegenwart von AdoMet können auch für jede 
Wellenlänge einzeln analysiert werden (Abbildung 3.10). Auch aus dieser Auswertung geht 
hervor, dass vier kinetische Phasen für eine zufriedenstellende Analyse des Datensatzes 
offenbar nicht ausreichend sind. Zwar zeigt jede Kurvenanpassung für sich eine relativ 
niedrige Fehlerquadratsumme (Anhang T7) und die observierten Geschwindigkeitskonstanten 
für die beiden schnellen Phasen, kobs1(4) und kobs2(4), sind über den gesamten 
Wellenlängenbereich relativ konstant. Der Wert für kobs3(4) ändert sich jedoch sprunghaft 
zwischen  = 275 nm und  = 280 nm von 0.1 s-1 auf 3.3 s-1. Auch hier zeigt sich, dass die 
bislang nicht beobachtete langsame Phase mit kobs4(5) = 0.22 s-1 insbesondere zwischen 
260 nm und 275 nm detektiert wird. Bei höheren Wellenlängen kommt dagegen eine 
schnellere Phase mit 2.2 s-1 < kobs < 5.5 s-1 zum Vorschein. Dies steht im Einklang mit den 
stopped flow-Experimenten mit Messung der Trp-Fluoreszenzintensität (Ex = 280 nm), bei 
denen eine Phase mit kobs = 2 s-1 gefunden wurde (Kapitel 3.1.1). 
 
 
Abbildung 3.10. Analyse des Datensatzes von Abbildung 3.8 mit lokalen 
Kurvenanpassungen für jede Wellenlänge. Links: Observierte Geschwindigkeitskonstanten. 
Schwarz: kobs1(4); blau: kobs2(4); rot: kobs3(4); grün: kobs4(4). Rechts: Dazugehörige Amplituden. 
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Im Gegensatz zu den geringen Amplituden von kobs3(4) bei Messungen in Abwesenheit von 
AdoMet ist diese Phase in Gegenwart von AdoMet signifikant vertreten mit A  5 mOD für 
 < 280 nm (Abbildung 3.10). Möglicherweise steht sie daher im Zusammenhang mit der 
Methylierungsreaktion, da sie hauptsächlich in Gegenwart von AdoMet auftritt, aber bei den 
verwendeten Konzentrationen kinetisch unabhängig von der Assoziation von AdoMet an das 
Enzym ist. Dies wurde in den Kontrollexperimenten aus Abbildung 3.6 gezeigt. 
 
 
3.1.2.2 Messungen mit modifizierten Substraten 
 
Bei der Beobachtung von Protein-DNA-Wechselwirkungen mittels UV-Absorptionsänderung 
im stopped flow-Experiment stellt sich aufgrund der Vielzahl an Reportergruppen die Frage, 
wie man die gemessenen Signaländerungen einzelnen Konformationsänderungen zuordnen 
kann. In Kapitel 3.1.2.1 ist dies im Fall von M.TaqI zum Teil durch den Vergleich mit 
früheren Messungen gelungen, in denen durch die gezielte Sondierung der DNA bzw. des 
Enzyms mit fluoreszierenden Reportergruppen der Fokus auf einen bestimmten Aspekt der 
Komplexbildung gerichtet werden konnte. Dies ist jedoch für die hier zum ersten Mal 
beobachtete Phase mit kobs4(5) = 0.22 s-1 nicht möglich. Es wurden daher einige stopped flow-
Experimente mit DNA durchgeführt, bei der das Zieladenin gegen 2Ap, eine abasische Stelle 
( oder gegen bereits N6-methyliertes Adenin (AMe) ausgetauscht wurde. Die Detektion 
erfolgte bei 260 nm, da diese neue Phase dort die größte Amplitude zeigt. Die 
Kristallstrukturen der ternären Komplexe mit M.TaqI und dem Cofaktoranalogon AETA sind 
für die 2Ap- und -modifizierten Substrate bekannt (Pljevaljčić et al., 2007a; Lenz et al., 
2007a) und zusammen mit der Struktur für das unmodifizierte Substrat (Goedecke et al., 
2001) in Abbildung 3.11 gezeigt. Diese Strukturen weisen nur geringe Unterschiede 
zueinander auf. Die Positionen des ausgeklappten Adenins und 2Ap im aktiven Zentrum des 
Enzyms haben große Ähnlichkeit und auch in der -Modifikation nimmt das Desoxyribosid 
eine extrahelikale Position analog zur natürlichen Base ein. 
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Abbildung 3.11. Überlagerung der Kristallstrukturen von 10-2T (grün), 10-T (blau) oder 
10-AT (rot) im ternären Komplex mit M.TaqI (entsprechender Farbcode) und 
Cofaktoranalogon AETA (pink). 
 
Sowohl die DNA als auch M.TaqI sollten also bei der Komplexbildung ähnliche 
konformationelle Änderungen eingehen - unabhängig davon, ob die Zielbasenposition mit A, 
2Ap, oder besetzt ist. Auf die modifizierten Zielbasen kann jedoch keine Methylgruppe 
übertragen werden. Wenn also, wie in Kapitel 3.1.2.1 vermutet, die Phase mit 
kobs4(5) = 0.22 s-1 in direktem Zusammenhang mit der Methylierungsreaktion steht, sollte sie in 
den Experimenten mit modifizierten Substraten trotz der Anwesenheit von AdoMet nicht zu 
beobachten sein. Dies gilt auch für das Experiment mit AMe-modifizierter DNA, da eine Di- 
oder Trimethylierung durch M.TaqI bisher nicht bekannt ist. 
Es wurde daher modifizierte DNA mit dem binären Komplex aus M.TaqI und AdoMet 
vermischt und die Änderung der UV-Absorption bei 260 nm detektiert. Die Ergebnisse sind in 
Abbildung 3.12, Tabelle 3.2 sowie in Anhang T8 dargestellt. Die Datenanalyse wurde bei den 
Messungen mit 2Ap- und AMe-modifizierter DNA mit einem biexponentiellen Modell 
durchgeführt und lieferte eine gute Kurvenanpassung. Im Fall der -modifizierten DNA 
wurde zunächst eine lange Messung bis 10 s durchgeführt, um eventuell vorhandene 
langsame Phasen zu detektieren. Diese wurden allerdings nicht beobachtet. Da diese Messung 
jedoch aufgrund des Rauschens im vorderen Bereich nicht für eine zuverlässige Bestimmung 
der schnellen Phasen geeignet war, wurde sie anschließend wiederholt, wobei die 
Datenerfassung auf die ersten 0.1 s der Assoziationskinetik fokussiert wurde. Dies ergab eine 
Kurve mit gutem Signal- zu Rausch-Verhältnis, zu der bereits mit einem monoexponentiellen 
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Modell eine gute Kurvenanpassung erzielt werden konnte. Das Resultat dieser zweiten 
Messung ist in Tabelle 3.2 eingetragen. 
 
Abbildung 3.12. Stopped flow-Experimente zur Komplexbildung von M.TaqI mit 
modifizierten DNA-Substraten in Gegenwart von AdoMet. Rot: Ergebnisse der 
Kurvenanpassungen. Links: Zeitlicher Verlauf der UV-Absorption bei 260 nm nach Mischen 
von Duplex-ODN 14-2T (2.5 µM Endkonzentration, schwarz), 14-ATMe (2.5 µM Endkonzen-
tration, blau) oder 14-T (2.5 µM Endkonzentration, grün) mit dem binären Komplex aus 
M.TaqI (2.5 µM Endkonzentration) und AdoMet (20 µM Endkonzentration). Rechts: Wieder-
holung der Messung mit 14-T mit linearer Datenerfassung in den ersten 0.1 s (siehe Text). 
 
Tabelle 3.2. Vergleich der Ergebnisse aus den Kurvenanpassungen zu Abbildung 3.12 für 
die Assoziation von modifizierten Substraten und M.TaqI. 
Phase 14-2T 14-ATMe 14-T 14-ATa 
kobs1 125 s-1 136 s-1 141 s-1 80 s-1 
kobs2 16 s-1 19 s-1 - 12 s-1 
kobs3 - - - 2.0 s-1 
kobs4 - - - 0.22 s-1 
kobs5 - - - 0.052 s-1 
a Werte von Tabelle 3.1 aus der globalen Kurvenanpassung mit fünf Phasen. 
 
Die observierte Geschwindigkeitskonstante der schnellsten Phase ist bei den modifizierten 
Substraten 50–75 % größer als bei unmodifizierter DNA (kobs = 80 s-1). Da diese Phase 
aufgrund des Experiments mit Dansyl-markierter M.TaqI der Bewegung von Schleife I des 
Enzyms zugeordnet werden konnte (Kapitel 3.1.1) ist diese Abweichung zunächst 
überraschend. Allerdings ist die Vorstellung, dass die beiden Reaktanden ihre jeweiligen 
Konformationsänderungen unabhängig voneinander ausführen, sicherlich zu stark 
vereinfacht. Es ist beispielsweise bekannt, dass der Austausch von Adenin gegen 2Ap die 
Stabilität von Duplex-DNA etwas (Eritja, 1986), der Austausch gegen  sogar stark verringert 
(Beuck, 2003). Dies führt zu einer erhöhten Flexibilität der DNA im Bereich der Zielbase, 
was möglicherweise die Bewegung von Schleife I erleichtert und damit beschleunigt. 
Die zweite Messung mit -modifizierter DNA (Abbildung 3.12) belegt aufgrund der guten 
Qualität der Kurvenanpassung eindeutig, dass hier keine Phase mit kobs ≈ 12 s-1 zu beobachten 
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ist. Diese Phase wurde anhand von Messungen mit 2Ap-modifizierter DNA dem 
Basenausklappen zugeordnet (Kapitel 3.1.1). Bei den anderen beiden Modifikationen, 2Ap 
und AMe, tritt diese Phase hingegen auf (kobs = 16 s-1 und kobs = 19 s-1). Die wesentlichen 
Reportergruppen für diesen Schritt sind somit die ausklappende Base sowie die beiden 
benachbarten Basen G und T, deren Absorptionskoeffizienten sich durch den Verlust von 
-Stapelwechselwirkungen analog zum hyperchromen Effekt bei der thermischen 
Denaturierung von DNA (Mergny & Lacroix, 2003) erhöhen. Dies ist bei -modifizierter 
DNA nicht der Fall und die Phase deshalb nicht beobachtbar, obwohl die DNA auch hier eine 
analoge Konformationsänderung eingeht und das Desoxyribosid der -Modifikation in eine 
extrahelikale Position überführt wird. Die drastische Verformung der DNA durch das Enzym 
auch abseits des Zielbasenpaares scheint hingegen für diese Phase zu keiner Signaländerung 
zu führen. 
Bei keinem der modifizierten Substrate wurde die mittlere Phase mit kobs ≈ 2 s-1 beobachtet. 
Dies war nach den Ergebnissen aus Kapitel 3.1.2.1 auch nicht zu erwarten, da sie im 
unmodifizierten System hauptsächlich bei größeren Wellenlängen signifikant ist. Das Fehlen 
der langsamsten, der Methylierungsreaktion zugeordneten Phase mit kobs ≈ 0.05 s-1 überrascht 
ebenfalls nicht, da die modifizierten Substrate nicht von M.TaqI methyliert werden können. 
Die Abwesenheit einer Phase mit kobs4(5) = 0.22 s-1 in allen drei Fällen ist aber ein wichtiger 
Hinweis darauf, dass dieser Schritt unmittelbar mit der Methylierungsreaktion 
zusammenhängen muss. Eine weitere Schleifenbewegung des Enzyms auf dem Weg zur 
Konformation in der Kristallstruktur scheidet als Interpretation für diesen Schritt aus, da die 
Komplexe aus 2Ap-, - und unmodifizierter DNA mit M.TaqI nahezu identische 
Kristallstrukturen zeigen (Abbildung 3.11) und diese Phase somit auch bei den modifizierten 
Substraten zu beobachten sein müsste. Offenbar stellt dieser Schritt vielmehr eine letzte 
Konformationsänderung des ausgeklappten Zieladenins, des Enzyms oder des Cofaktors kurz 
vor der Übertragung der Methylgruppe dar, ausgehend von der Konformation in den 
Kristallstrukturen. 
 
 
3.1.3 Kapitelzusammenfassung und Ausblick 
 
In diesem Kapitel wurde die Leistungsfähigkeit von stopped flow-Messungen unter 
Beobachtung der UV-Absorption zur kinetischen Analyse von DNA-Protein-
Wechselwirkungen am Beispiel der DNA-MTase M.TaqI demonstriert. Diese Methode wurde 
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bislang kaum in der Literatur beschrieben, hat aber den großen Vorteil, dass nur im 
natürlichen System vorkommende Reportergruppen verwendet werden und keine chemische 
Modifikation notwendig ist. Die von Friederich (2001) mit Dansyl-markierter M.TaqI 
gemessene Phase mit kobs = 86 s-1 konnte auf diese Weise erstmals auch am unmodifizierten 
System beobachtet werden (kobs = 80 s-1). Zudem konnte eine zuvor noch nicht detektierte 
Phase mit kobs = 0.22 s-1 durch die globale Datenanalyse von Messungen bei sieben 
verschiedenen Wellenlängen belegt werden. Diese Phase tritt nur bei Anwesenheit von 
AdoMet auf. Messungen mit den Modifikationen 2Ap,  und AMe führten zu der 
Interpretation, dass es sich hierbei um eine letzte Konformationsänderung kurz vor der 
Methylgruppenübertragung handeln könnte. Die Messungen mit modifizierten Substraten 
führten außerdem zu einer genaueren Lokalisation der UV-Reportergruppe für den 
Basenausklapp-Schritt mit kobs = 12 s-1, der in erster Linie durch Änderungen in den 
Absorptionskoeffizienten der Zielbase und ihrer beiden Nachbarbasen detektiert wird und 
nicht etwa durch die sehr viel weiter reichende Verformung der DNA durch das Enzym. 
Tabelle 3.3 liefert eine Übersicht der Geschwindigkeitskonstanten, die in vorherigen und in 
dieser Arbeit bestimmt wurden. 
 
Tabelle 3.3. Übersicht zu allen bislang ermittelten Geschwindigkeitskonstanten für die 
Bindung von DNA an M.TaqI. 
Messung AdoMeta
kobs1(5) 
/ s-1 
kobs2(5) 
/ s-1 
kobs3(5) 
/ s-1 
kobs4(5) 
/ s-1 
kobs5(5) 
/ s-1 
2Ap-Sonde; Holz, 1998 – - 20 - - - 
Trp-Sonde; Holz, 1998 – - 20 2 - - 
Trp-Sonde; Wölcke, 1998 + - 20 2 - 0.04 
Dansyl-Sonde; Friederich, 2001 – 86 - 2 - - 
UV-Messungen, 260–290 nm 
 -globale Kurvenanpassungb + 80 12 2.0 0.22 0.052 
 -Kurvenanpassung 260 nmc + 80 13 - 0.26 0.051 
 -Kurvenanpassung 290 nmc + 80 13 2.2 - 0.099 
a Messungen in Anwesenheit (+) oder Abwesenheit (–) von AdoMet. 
b Modell mit fünf kinetischen Phasen (s. Text). 
c Modell mit vier kinetischen Phasen (s. Text). 
 
Die Experimente mit M.TaqI haben gezeigt, dass UV-Reportergruppen trotz des 
unspezifischen Signals aussagekräftige Ergebnisse zur Analyse von DNA-Protein-
Wechselwirkungen liefern können. Insbesondere stellen sie eine interessante Alternative für 
Fälle dar, in denen das Enzym kein Trp enthält oder dieses keine Fluoreszenzänderung 
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während des Bindungsereignisses zeigt. Da zudem keine aufwendigen chemischen 
Modifikationen notwendig sind, wäre es sehr interessant, analoge Messungen auch für andere 
DNA-bindende Proteine durchzuführen und die Ergebnisse mit den bisherigen Erkenntnissen 
zu vergleichen. 
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3.2 Fluoreszenzsondierung von DNA zur Analyse der DNA-
M.TaqI-Wechselwirkung 
 
Bei der fluoreszenzspektroskopischen Untersuchung von DNA-Protein-Wechselwirkungen 
wird häufig eine extrinsische Fluoreszenzsonde benötigt, z. B. wenn die Trp-Fluoreszenz des 
Proteins zu instabil oder zu unselektiv ist, keine Signaländerung zeigt oder kein Trp im 
Protein enthalten ist (s. Einleitung Kapitel 3). Diese Reportergruppe wird häufig mit der DNA 
verknüpft, da die Festphasen-DNA-Synthese eine komfortable Methode hierfür darstellt. An 
eine geeignete Fluoreszenzsonde werden allerdings eine ganze Reihe von Anforderungen 
gestellt. Die wichtigste davon ist, dass die Markierung keinen Einfluss auf die zu 
untersuchende DNA-Protein-Wechselwirkung haben darf, damit die gemessenen Parameter 
denen des natürlichen Systems entsprechen. Zusätzlich muss die Sonde während der 
Ereignisse, die untersucht werden sollen, eine Signaländerung zeigen. Diese sollte nach 
Möglichkeit als selektives Signal einem bestimmten Teilschritt bzw. einer bestimmten 
Konformationsänderung der beteiligten Reaktionspartner zugeordnet werden können. Die 
Signalintensität ist dabei ebenfalls von großer Bedeutung, da einige kinetische oder 
thermodynamische Parameter nur bei sehr geringen DNA- oder Protein-Konzentrationen 
gemessen werden können. Die bimolekulare Assoziation eines Proteins von der Größe des 
Lac-Repressors aus E.coli (357 Aminosäuren) an DNA ist beispielsweise bei Konzentrationen 
von c(DNA) = 10 nM und c(Protein) = 50 nM nach 100 ms schon zu über 85% erfolgt 
(diffusionskontrollierte Reaktion mit kon ≈ 4  108 M-1 s-1; Berg, 1984). Für eine Beobachtung 
derart schneller bimolekularer Reaktionen mittels stopped flow-Messungen stellen die 
genannten Konzentrationen daher ungefähr die obere Grenze dar. Auch die titrimetrische 
Bestimmung von Dissoziationskonstanten erfordert für sehr stabile DNA-Protein-Komplexe 
die Verwendung von geringen Substrat-Konzentrationen, die nicht größer als ca. 10  Kd sein 
dürfen und somit ebenfalls im unteren nanomolaren Bereich liegen können (Kapitel 3.3). Des 
Weiteren sind die Excitations- und Emissionswellenlängen der Sonde zu beachten, da sie auf 
die verwendete Lichtquelle und in Multi-Farben-Experimenten auf weitere Fluorophore 
abgestimmt sein müssen. 
In Anbetracht dieser hohen Anforderungen ist es erstaunlich, wie wenig systematische 
Untersuchungen zur geeigneten Fluoreszenzmarkierung von DNA und den möglichen 
Wechselwirkungen des Fluorophors mit der DNA oder dem Protein bisher in der Literatur 
beschrieben worden sind. Zu den strukturellen Aspekten einiger Fluorophor-DNA-Konjugate 
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wurden bereits Studien durchgeführt. So ist z.B. die NMR-Struktur eines 5’-Cy3-markierten 
Duplex-ODN bekannt, in dem der Cy3-Fluorophor -Stapelwechselwirkungen mit dem 
letzten Basenpaar des Duplex eingeht (Norman et al., 2000). Im Gegensatz dazu scheinen die 
Fluorophore Tetramethylrhodamin (TAMRA) und Texas Red in den DNA-Furchen zu 
binden, was auf elektrostatische Anziehung zurückgeführt wurde (Unruh et al., 2005a; 
Gokulrangan et al., 2005). Generell konnten bei der Analyse von 3’- und 5’-endständig 
sondierten Duplex-ODN mittels thermischer Denaturierung sowohl Fluorophore mit 
stabilisierendem als auch mit destabilisierendem Effekt beobachtet werden (Moreira et al., 
2002). 
Die Signalintensität von endständig sondierten ODN wird sehr häufig bei der Hybridisierung 
zum Duplex-ODN vermindert. Nazarenko et al. (2002) berichten z.B. von 3’-endständig 
Fluorescein-markierten ODN, deren Signal bei der Hybridisierung auf bis zu einem Zehntel 
des Einzelstrangsignals abnimmt, je nach Sequenzkontext am markierten 3’-Ende. 
Im Folgenden sollen einige der strukturellen Anordnungen (Topologien), die für die 
Verknüpfung des Fluorophors mit der DNA zur Verfügung stehen, am Beispiel der DNA-
M.TaqI-Wechselwirkung miteinander verglichen werden. Eine erste Einteilung unterscheidet 
zwischen nicht-kovalenten (Kapitel 3.2.1) und kovalenten (Kapitel 3.2.2) Methoden, wobei 
letztere weitaus häufiger Verwendung finden. 
 
 
3.2.1 Nicht kovalente DNA-Markierung 
 
Die Fluoreszenzintercalator-Verdrängungs-Methode (fluorescent intercalator displacement 
assay, FID-Assay), die von Boger et al. (2000) für die Beobachtung von DNA-Ligand-
Wechselwirkungen entwickelt wurde, ist eine interessante Alternative zu kovalenten 
Markierungsverfahren. Sie beruht darauf, dass die reversible, nicht kovalente Bindung eines 
fluoreszierenden DNA-Intercalators (Lerman, 1961) zwischen zwei benachbarten Basen-
paaren des DNA-Basenstapels in vielen Fällen mit einer drastischen Erhöhung der 
Fluoreszenzintensität einhergeht – für Thiazol Orange (TO) beispielsweise um das 550fache 
(Nygren et al., 1998). Wird der zu untersuchende Ligand zu TO-markierter DNA gegeben, so 
kann dies zu einer Verdrängung des TO und damit zu einer detektierbaren Abnahme der 
Fluoreszenzintensität führen (Abbildung 3.13). Auf diese Weise konnten bereits die 
apparenten Bindungsaffinitäten von Proteinen (Ham et al., 2003), Triplehelix-bildenden ODN 
3.2   Fluoreszenzsondierung von DNA zur Analyse der DNA-M.TaqI-Wechselwirkung 
 32
(triple helix forming ODN, TFO; Yeung et al., 2003) und diversen kleinen Molekülen (Boger 
& Tse, 2001; Lewis & Long, 2006) an Duplex-DNA bestimmt werden. 
Auch die Bindung von M.TaqI an ein Duplex-ODN mit spezifischer Erkennungssequenz 
(16-AT) kann mit dem FID-Assay detektiert werden. Abbildung 3.13 zeigt den Verlauf der 
TO-Fluoreszenzintensität, die bei Zugabe von M.TaqI zur TO-markierten DNA um ca. 25% 
abnimmt. Der Kurvenverlauf entspricht einer sogenannten active site-Titration, bei der 
zunächst eine lineare Signaländerung und am Äquivalenzpunkt ein scharfes Abknicken in die 
Sättigung beobachtet wird. Derartige Titrationen sind nicht geeignet, um Dissoziations-
konstanten zu bestimmen, da hierfür noch vor dem Erreichen der Sättigung freies Enzym in 
signifikanten Mengen vorliegen muss. Es müsste daher die Konzentration des Duplex-ODN 
deutlich verringert werden, was aber aufgrund der mangelnden Signalintensität in diesem Fall 
nicht möglich ist. Die Bindungsaffinität von M.TaqI an das natürliche Substrat kann daher 
unter diesen Bedingungen (Puffer, Temperatur) mit dem FID-Assay nicht bestimmt werden. 
         
Abbildung 3.13. Links: Prinzip des FID-Assays, illustriert am Beispiel der Verdrängung von 
DNA-gebundenem, stark fluoreszierendem TO (grün) durch Zugabe von M.TaqI (rot) unter 
Freisetzung von schwach fluoreszierendem TO (leer). Rechts: Verlauf der TO-
Fluoreszenzintensität (Ex = 510 nm; Em = 536 nm) bei Zugabe von M.TaqI zu Duplex-ODN 
16-AT (100 nM) in M.TaqI-Bindungspuffer in Gegenwart von TO (1 µM). 
 
Der große Vorteil des FID-Assays ist die schnelle Verfügbarkeit von fluoreszenzmarkierter 
DNA, ohne dass eine aufwendige kovalente Modifikation notwendig ist. Dadurch ist diese 
Methode insbesondere dazu geeignet, die Bindungsaffinität eines Liganden an eine große 
Zahl von unterschiedlichen Duplex-DNA-Sequenzen zu evaluieren (high-throughput 
screening; Boger et al., 2000). Bei der detaillierten Analyse eines bestimmten Systems ist sie 
aber den Methoden mit kovalent markierter DNA (Kapitel 3.2.2) unterlegen. Dies liegt zum 
einen daran, dass die Reportergruppe zwangsläufig die Bindungsstelle des Liganden auf der 
DNA besetzen muss, da sonst keine Verdrängung stattfinden kann. Der Ligand konkurriert 
also mit der Reportergruppe um diese Bindungsstelle, so dass mit dieser Methode lediglich 
apparente Bindungsaffinitäten bestimmt werden können. Außerdem ist die Durchführung von 
kompetitiven Titrationen problematisch. Bei diesen kann der Ligand an zwei verschiedene 
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DNA-Substrate binden und die betreffenden Bindungsaffinitäten können in einem Experiment 
direkt miteinander verglichen werden (Kapitel 3.2.2.3). Mit dem FID-Assay ist jedoch bei der 
Bindung des Liganden an beide DNA-Substrate eine Signaländerung zu erwarten und die 
Reportergruppe somit zu unselektiv. Ein weiterer Nachteil dieser Methode tritt bei kinetischen 
Untersuchungen auf, da die Dissoziation der Reportergruppe von der DNA Einfluss auf die 
Assoziationskinetik des konkurrierenden Liganden haben kann. So ist die bimolekulare 
Assoziation des Liganden an die DNA oft nur für sehr niedrige Substratkonzentrationen 
geschwindigkeitsbestimmend. Bei höheren Konzentrationen wird es hingegen die 
monomolekulare Dissoziation des Intercalator-DNA-Komplexes, deren Geschwindigkeits-
konstante beispielsweise für Ethidiumbromid (EtBr) koff ≈ 20 s-1 beträgt (Macgregor et al., 
1985). Im folgenden Kapitel werden daher verschiedene Methoden der kovalenten DNA-
Fluoreszenzsondierung evaluiert. 
 
 
3.2.2 Fluoreszenzanisotropiemessungen zur Charakterisierung der DNA- 
M.TaqI-Wechselwirkung unter Verwendung kovalent markierter 
DNA 
 
Kovalent markierte DNA wird für die meisten fluoreszenzspektroskopischen Methoden zur 
Detektion von DNA-Protein-Wechselwirkungen eingesetzt. Dazu zählen einfache Messungen 
von Fluoreszenzintensitätsänderungen, wie sie beispielsweise bei der Bindung von M.TaqI an 
2Ap-sondierte DNA auftreten (Kapitel 3, Einleitung). Auch komplexere Methoden wie z.B. 
Fluoreszenz-Korrelations-Spektroskopie (fluorescence correlation spectroscopy, FCS; 
Kobayashi et al., 2004), Fluoreszenz-Kreuzkorrelations-Spektroskopie (fluorescence cross-
correlation spectroscopy, FCCS; Bacia et al., 2006) und Fluoreszenz-Resonanz-Energie-
Transfer (fluorescence resonance energy transfer, FRET; Zhang et al., 2008) sind auf 
markierte DNA-Substrate angewiesen. 
In diesem Kapitel sollen geeignete Wege zur ODN-Fluoreszenzsondierung ermittelt werden, 
um die DNA-M.TaqI-Wechselwirkung mittels Fluoreszenzanisotropie (Lundblad et al., 1996; 
LiCata & Wowor, 2008) beobachten zu können. Im Gegensatz zu reinen Fluoreszenz-
intensitätsmessungen wird bei dieser Methode die Probe mit linear polarisiertem Licht 
angeregt und auch das emittierte Licht mit einem Polarisator analysiert. Durch geeignete 
Ausrichtung der Polarisatoren können somit die Intensitäten parallel (Ip) und senkrecht (Is) zur 
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Polarisationsebene des Anregungslichtes gemessen werden. Daraus berechnet sich die 
Fluoreszenzanisotropie r einer Probe zu 
sp
sp
2II
II
r 
 . 
Die Fluoreszenzanisotropie r ist eine dimensionslose Größe, deren Wert bei Ein-Photonen-
Anregung und immobilisierten Fluorophoren maximal 0.4 betragen kann (Lakowicz, 1999). 
Mobile Fluorophore führen jedoch während der Zeit zwischen Excitation und Emission 
Rotationsbewegungen aus, die durch die Korrelationszeit θ  beschrieben werden. Ihre 
Fluoreszenzanisotropie ist daher in der Regel kleiner als 0.4 und wird für sphärische 
Rotatoren durch die Perrin-Gleichung (Perrin, 1926) unter Berücksichtigung der 
Fluoreszenzlebensdauer τ  beschrieben: 
θ
τ1
r
r 0

 . 
Dabei ist r0 die fundamentale Anisotropie und entspricht dem Wert von r im Falle einer 
vollständigen Immobilisierung des Fluorophors. 
Viele Fluorophore haben mit ca. 1–10 ns eine Fluoreszenzlebensdauer im Bereich der 
Korrelationszeit von Biomolekülen (Yguerabide et al., 1970). Die Fluoreszenzanisotropie 
kann somit als selektives Signal für die Assoziation zweier Biomoleküle verwendet werden, 
sofern sich dabei die Korrelationszeit des markierten Substrats signifikant verändert. Damit 
diese Änderung möglichst groß ist, bietet sich die Markierung des kleineren 
Reaktionspartners an. Dies ist bei der Untersuchung von DNA-Protein-Wechselwirkungen in 
der Regel die DNA. Zusätzlich zu den bereits genannten Vorteilen von fluoreszenz-
spektroskopischen Verfahren (Kapitel 3, Einleitung) bieten Messungen der 
Fluoreszenzanisotropie also die Möglichkeit, die Reportergruppe fernab vom Ort der 
Enzymbindung zu platzieren und dennoch über genau diesen Prozess selektiv Informationen 
zu erhalten. Es wurden daher bereits eine Reihe von Systemen mit dieser Methode untersucht, 
z.B. die DNA-Bindung von DNA-Polymerasen (Datta & LiCata, 2003), MTasen (Powell et 
al., 1998), REasen (Reid et al., 2001) oder der HIV-1 Integrase (Deprez et al., 2001). 
Bei der Detektion von DNA-Protein-Wechselwirkungen mittels Fluoreszenzanisotropie muss 
darauf geachtet werden, dass der Fluorophor nach erfolgter Komplexbildung möglichst eine 
unveränderte Fluoreszenzintensität zeigt. Dies erscheint notwendig, da Wechselwirkungen 
zwischen dem Fluorophor und dem Protein die Bindungsaffinität beeinflussen können und 
somit eventuell falsche Ergebnisse liefern. In diesem Kapitel soll gezeigt werden, dass dies 
durch ein sorgfältiges Design der markierten Substrat-DNA vermieden werden kann (Bahr et 
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al., 2007). Dabei werden die Darstellung (Kapitel 3.2.2.1) und die Eigenschaften 
(Kapitel 3.2.2.2) von verschiedenen fluoreszenzmarkierten ODN diskutiert, sowie deren 
Eignung für die Detektion der DNA-M.TaqI-Wechselwirkung mittels Fluoreszenzanisotropie 
(Kapitel 3.2.2.3). 
 
 
3.2.2.1 Postsynthetische 5’-Markierung von ODN mit Cy3, TAMRA und A488 
 
 
Schema 3.2. Markierung von DNA mit einer Fluoreszenzreportergruppe (R) mittels 
Festphasen-DNA-Synthese. R’ = Cyanoethylschutzgruppe; R’’ = 4,4’-Dimethoxytrityl-(DMT)-
schutzgruppe; CPG = controlled pored glass, Trägermaterial bei der Festphasen-DNA-
Synthese. 
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Ist die Fluoreszenzsonde in Form eines Phosphoramidits erhältlich, so kann sie leicht während 
der Festphasen-DNA-Synthese an verschiedenen Positionen in das ODN eingebaut werden 
(Schema 3.2). Ein ebenfalls häufig angewendetes Verfahren zur ODN-Markierung stellt der 
Einbau einer Aminomodifikation ins ODN dar, gefolgt von einer postsynthetischen 
Markierung mit einem Fluorophor. Dabei reagiert die Aminogruppe des ODN mit einem 
Fluorophor, der eine aktivierte Carbonsäurefunktion besitzt, unter Ausbildung einer 
Amidbindung (Brückner, 2004). Im Rahmen dieser Arbeit wurden auf diese Weise 
N-hydroxysuccinimid-(NHS)-ester der Fluorophore Cy3, TAMRA und A488 kovalent mit 
diversen 5’-aminomodifizierten ODN verknüpft, welche die M.TaqI-Erkennungssequenz 
5’-TCGA-3’enthalten (Schema 3.3). Dabei wurden ODN mit 14 und 16 Nucleotiden Länge 
verwendet, deren Aminogruppen über (CH2)n-Einheiten (Alkyllinker) aus drei oder sechs 
Kohlenstoffen mit dem 5’-Ende verbunden sind. Dadurch konnte der Abstand des 
Fluorophors von der zentral gelegenen M.TaqI-Erkennungssequenz variiert werden, um eine 
Position für die Reportergruppe zu finden, die das natürliche System möglichst wenig 
beeinflusst und zugleich eine ausreichende Signaländerung beim Bindungsereignis liefert. 
 
Schema 3.3. Postsynthetische Modifikation der 5’-aminomodifizierten ODN 
14+/TCGA-Cx-NH2 bzw. 16+/TCGA-Cx-NH2 mit Fluorophor-NHS-estern. Das Zieladenin der 
M.TaqI-Erkennungssequenz ist unterstrichen. 
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Die Reaktionen wurden bei pH = 8.3 durchgeführt, da unter diesen Bedingungen die 
Aminogruppe teilweise deprotoniert vorliegt und der NHS-Ester nicht zu rasch hydrolysiert 
wird. Die Ausbeuten waren mit 30 bis 80% zufriedenstellend bis gut. Die Reaktionsverläufe 
wurden mittels Umkehrphasen-Hochleistungsflüssigkeitschromatographie (reverse phase-
high performance liquid chromatography, RP-HPLC) kontrolliert. Die Kupplungsprodukte 
konnten über ein verändertes Absorptionsverhältnis der beiden beobachteten Wellenlängen 
identifiziert und ebenfalls mittels RP-HPLC aufgereinigt werden. Dies ist in Abbildung 3.14 
für die Kupplung von Cy3-NHS-ester mit ODN 16+/TCGA-C6-NH2 gezeigt und wurde 
analog auch für die anderen Fluorophor-ODN-Kombinationen durchgeführt. Für die 
Konzentrationsbestimmung der markierten ODN sind UV-Vis-spektroskopische Messungen 
nicht geeignet, weil die Absorptionskoeffizienten des freien und des DNA-gebundenen 
Fluorophors verschieden sein können. Da sich aber die Fluoreszenzintensität in allen Fällen 
bei der Hybridisierung zum Duplex-ODN ändert, konnten die Konzentrationen durch 
Titration mit dem nichtmarkierten komplementären Gegenstrang genau bestimmt werden 
(Abbildung 3.14). 
 
Abbildung 3.14. Links: Postsynthetische Markierung von ODN 16+/TCGA-C6-NH2 mit Cy3-
NHS-ester, analysiert mittels RP-HPLC; Detektion bei 260 nm (schwarz) und 550 nm (rot). 
Die Chromatogramme zeigen den Reaktionsansatz zu Beginn (1) und nach 1 h Inkubation 
bei RT (2) sowie das aufgereinigte Kupplungsprodukt (3). Eines der markierten Signale (*) ist 
vermutlich der freien Säure von Cy3 zuzuordnen. Rechts: Konzentrationsbestimmung des 
aufgereinigten ODN 16+/TCGA-C6-Cy3 mittels Titration mit dem komplementären 
Gegenstrang 16-/TCGAMe in M.TaqI-Bindungspuffer  (Ex = 556 nm; Em = 569 nm). Aus dem 
Schnittpunkt der Ausgleichsgeraden (schwarze Linien) durch die ersten und letzten fünf 
Messpunkte wurde der Äquivalenzpunkt bestimmt und zur Konzentrationsbestimmung 
herangezogen.  
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3.2.2.2 Charakterisierung der fluoreszenzsondierten ODN 
 
Zusätzlich zu den Konjugaten mit Cy3, TAMRA und A488 wurden Systeme mit einem 
anderen Design untersucht. Dieses ist darauf ausgelegt, eine Wechselwirkung zwischen der 
Reportergruppe und M.TaqI zu vermeiden, indem mit TO (Boger & Tse, 2001) und EtBr 
(Hernández et al., 1994) zwei intercalierende Fluorophore gewählt wurden. Während ein 
Carbonsäurederivat von TO analog zu den Fluorophoren aus Kapitel 3.2.2.1 mit dem 5’-Ende 
des ODN verknüpft wurde (Bahr, 2005), ist EtBr als Basensurrogat mittels Festphasen-DNA-
Synthese in das ODN eingebaut (Huber et al., 2004) und von Prof. H.-A. Wagenknecht, 
Universität Regensburg, freundlicherweise zur Verfügung gestellt worden. Zwischen der 
M.TaqI-Erkennungssequenz 5’-TCGA-3’ und dem EtBr-Basensurrogat sind in diesem ODN 
drei Basen Abstand, mit EtBr auf der 5’-Seite. Somit ergeben sich potenziell drei 
verschiedene Topologien der DNA-Markierung, die in Abbildung 3.15 skizziert sind. 
 
Abbildung 3.15. Schematische Darstellung der drei untersuchten Topologien zur kovalenten 
Fluoreszenzmarkierung von DNA: Nicht-intercalierender Fluorophor (links), intercalierender 
Fluorophor (Mitte) und erzwungene Intercalation des Fluorophors (rechts). 
 
CD-, UV- und fluoreszenzspektroskopische Untersuchungen (Amann et al., 2004) weisen 
darauf hin, dass EtBr tatsächlich als Basensurrogat fungiert und die natürliche Form von 
B-DNA nur wenig beeinflusst. Diese Topologie wurde bei fluoreszenzmarkierten 
Peptidnucleinsäuren (peptide nucleic acids, PNA) als erzwungene Intercalation bezeichnet 
(Köhler et al., 2005). Abbildung 3.15 ist im Falle der anderen Systeme hingegen stark 
vereinfacht. So ist für TO beispielsweise ein Gleichgewicht zwischen einer intercalierten und 
einer nicht-intercalierten Konformation wahrscheinlich. Bisher wurden in der Literatur aber 
nur endständige TO-Konjugate mit PNA beschrieben (Svanvik et al., 2000) oder solche, bei 
denen ein TO-Derivat über das Phosphorsäurediesterrückgrat mit der Mitte des ODN 
verknüpft wurde (Privat & Asseline, 2001). Andererseits wechselwirken auch die nicht-
intercalierenden Fluorophore TAMRA und Cy3 mit der DNA (Kapitel 3.2, Einleitung), so 
dass hier ebenfalls zwei oder mehr Konformationen im Gleichgewicht vorliegen könnten. 
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Abbildung 3.16. Links: Fluoreszenz-Excitations- und Fluoreszenz-Emissionsspektren der 
markierten Einzelstrang-ODN 16+/TCGA-C6-Cy3 (oben), 14+/TCGA-C6-TAMRA (Mitte) und 
16+/TCGA-C6-A488 (unten) in M.TaqI-Bindungspuffer (schwarz). Gezeigt sind zudem die 
Spektren nach Zugabe von 1.1 Äquivalenten komplementärem Gegenstrang 16-/TCGAMe 
bzw. 14-/TCGAMe (rot) sowie die Spektren nach weiterer Zugabe von 5 Äquivalenten M.TaqI 
(grün). Die Excitations- und Emissionswellenlängen bei der Spektrenaufnahme entsprechen 
den angegebenen Maxima für die Fluoreszenz der Einzelstrang-ODN. Rechts: Struktur-
formeln der betreffenden Fluorophor-NHS-ester. A488-NHS-ester ist kommerziell nur als 
Isomerengemisch erhältlich. 
 
 
 
3.2   Fluoreszenzsondierung von DNA zur Analyse der DNA-M.TaqI-Wechselwirkung 
 40
 
Abbildung 3.17. Links: Fluoreszenz-Excitations- und Fluoreszenz-Emissionsspektren der 
markierten Einzelstrang-ODN 16+/TCGA-C3-TO (oben) und 16+/TCGA-EtBr (unten) in 
M.TaqI-Bindungspuffer (schwarz). Gezeigt sind zudem die Spektren nach Zugabe von 
1.1 Äquivalenten komplementärem Gegenstrang 16-/TCGAMe (rot) sowie die Spektren nach 
weiterer Zugabe von 5 Äquivalenten M.TaqI (grün). Die Excitations- und Emissions-
wellenlängen bei der Spektrenaufnahme entsprechen den angegebenen Maxima für die 
Fluoreszenz der Einzelstrang-ODN. Rechts: Strukturformeln des TO-NHS-esters bzw. des 
EtBr-Phosphoramidits. R’ = Cyanoethylschutzgruppe; R’’ = DMT-Schutzgruppe. 
 
Zunächst wurden die Fluoreszenzeigenschaften der markierten Einzelstrang-ODN, der 
betreffenden Duplex-ODN und der DNA-M.TaqI-Komplexe bestimmt (Abbildungen 3.16 
und 3.17; Tabelle 3.4). Bei den Konjugaten mit Cy3, TAMRA und A488 sind jeweils die 
Spektren der ODN gezeigt, bei denen die Zugabe von M.TaqI zum Duplex-ODN den 
geringsten Fluoreszenzanstieg verursacht. Dies sind für Cy3 und A488 die ODN mit 16 Basen 
Länge und für TAMRA das ODN mit einer Länge von 14 Basen. In allen Fällen sind die 
Fluorophore über einen C6-Linker mit dem 5’-Ende der ODN verknüpft ist. Es wurde jeweils 
nur ein TO- und EtBr-markiertes ODN untersucht. 
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Tabelle 3.4. Relative Fluoreszenzintensitäten der markierten Einzelstrang-ODN, der 
betreffenden Duplex-ODN und der DNA-M.TaqI-Komplexe. Die Detektion erfolgte jeweils bei 
den Excitations- und Emissionswellenlängen für maximale Signalintensität des markierten 
Einzelstrangs (Abbildungen 3.16 und 3.17). 
ODN Rel. Fluoreszenz 
(Einzelstrang) / a.u. 
Rel. Fluoreszenz 
(Doppelstrang) / a.u.
Rel. Fluoreszenz 
(DNA-M.TaqI-
Komplex) / a.u. 
16+/TCGA-C6-Cy3 100 65 91 
14+/TCGA-C6-TAMRA 100 69 71 
16+/TCGA-C6-A488 100 115 154 
16+/TCGA-C3-TO 100 43 54 
16+/TCGA-EtBr 100 157 152 
 
Die Fluoreszenzintensität der freien Intercalatoren EtBr und TO steigt bei der Bindung an 
Duplex-DNA um ca. Faktor 20 (LePecq & Paoletti, 1967) bzw. ca. Faktor 550 (Nygren et al., 
1998). Im Gegensatz dazu nimmt die Fluoreszenzintensität des kovalent markierten 
Einzelstrangs 16+/TCGA-C3-TO bei der Hybridisierung zum Duplex um ca. 50% ab und die 
von 16+/TCGA-EtBr um ca. 50% zu. Beide Einzelstränge zeigen außerdem eine deutlich 
höhere absolute Fluoreszenzintensität als die jeweiligen freien Intercalatoren. Es müssen also 
in beiden Fällen bereits im Einzelstrang ausgeprägte Wechselwirkungen des Fluorophors mit 
den Nucleobasen vorliegen, die zu einer Erhöhung der Fluoreszenzintensität führen. Die 
anderen Fluorophore zeigen eine weniger starke Signaländerung bei der Hybridisierung zum 
Duplex-ODN. Das A488-markierte ODN zeigt allerdings eine Fluoreszenzzunahme um etwa 
15%, wohingegen in analogen Konjugaten anderer nicht-intercalierender Fluorophore zumeist 
eine Fluoreszenzabnahme beobachtet wird (Nazarenko et al., 2002). 
Für die beabsichtigten Anisotropiemessungen ist die Signaländerung bei der Komplexbildung 
des markierten Duplex-ODN mit M.TaqI von entscheidender Bedeutung und sollte so gering 
wie möglich sein. In dieser Hinsicht schneiden die TAMRA- und EtBr-markierten ODN am 
besten ab, bei denen sich die Fluoreszenzintensität jeweils nur um wenige Prozent ändert. Die 
anderen Fluorophore zeigen signifikante Signaländerungen zwischen 26% und 40%. Dies 
erschwert nicht nur die Auswertung von Anisotropiemessungen, sondern weist auch auf eine 
unerwünschte Wechselwirkung zwischen M.TaqI und dem Fluorophor hin. 
Eine häufig verwendete Methode, um die Stabilität von verschiedenen Duplex-ODN 
miteinander zu vergleichen, ist die thermische Denaturierung (Thomas, 1954). Darunter 
versteht man die Dissoziation des Duplex-ODN in zwei Einzelstränge durch eine schrittweise 
Temperaturerhöhung. Da dieser Vorgang von einer Hyperchromizität (ca. 20%) begleitet ist, 
kann er mittels Detektion der UV-Absorption bei 260 nm verfolgt werden (Abbildung 3.18). 
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Der Schmelzpunkt ist als diejenige Temperatur definiert, bei der noch genau 50% Duplex-
ODN vorliegen und entspricht in erster Näherung dem Wendepunkt der gemessenen Kurve 
(Mergny & Lacroix, 2003). 
Die gemessenen Schmelztemperaturen sind in Tabelle 3.5 aufgeführt. Im Vergleich mit dem 
unmodifizierten Duplex-ODN 16-AT zeigen die A488- und TAMRA-markierten Duplex-
ODN keinen signifikanten Stabilitätsunterschied. Die Cy3- und TO-modifizierten Duplex-
ODN zeigen hingegen eine schwache Stabilisierung von 1.5°C bzw. 1.0°C. Dies steht im 
Einklang mit der Vorstellung einer Konformation mit intercaliertem TO, die aufgrund der 
zusätzlichen -Stapelwechselwirkungen die Duplex-Stabilität erhöhen sollte. Aus dem 
gleichen Grund sollte auch eine Wechselwirkung des Cy3-Fluorophors mit dem Basenpaar 
am 5’-Ende den Doppelstrang stabilisieren.  
 
 
Abbildung 3.18. Thermische Denaturierung von Duplex-ODN 16-AT-C6-Cy3 (3 µM) in 
M.TaqI-Bindungspuffer ohne Triton X-100 mit Detektion der UV-Absorption bei 260 nm. 
 
Tabelle 3.5. Schmelzpunkte der modifizierten und des unmodifizierten Duplex-ODN in 
M.TaqI-Bindungspuffer. 
Duplex-ODN Tm / °C Tm / °Ca
16-AT 67.5 ± 0.5 -    
16-AT-C6-Cy3 69.0 ± 0.5 +1.5  
16-AT-C6-TAMRA 67.0 ± 0.5 -0.5  
16-AT-C6-A488 67.0 ± 0.5 -0.5  
16-AT-EtBr 64.0 ± 0.5 -3.5  
16-AT-C3-TO 68.5 ± 0.5 +1.0  
a Schmelzpunktdifferenz gegenüber dem unmodifizierten Duplex-ODN 16-AT. 
 
In Duplex-ODN 16-AT-EtBr fehlen hingegen die drei Watson-Crick-Wasserstoff-
brückenbindungen eines G/C-Basenpaars, so dass der um 3.5°C niedrigere Schmelzpunkt 
plausibel ist. Für die drei analogen, fehlgepaarten 16 bp Duplex-ODN, die anstelle des EtBr 
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T, G oder A gegenüber dem Partner-G enthalten, werden von der Software HyTher (Peyret & 
SantaLucia 1998; Peyret et al., 1999; SantaLucia, 1998) etwas größere Schmelzpunkts-
differenzen von 4.8°C bis 6.8°C berechnet. Möglicherweise kann das EtBr-Basensurrogat die 
fehlenden Wasserstoffbrückenbindungen zum Teil durch elektrostatische Wechselwirkungen 
der positiven Ladung des Phenantridinium-Gerüsts mit dem negativ geladenen 
Phosphorsäurediesterrückgrat kompensieren. 
Eine weitere interessante Möglichkeit zur Charakterisierung der markierten Duplex-ODN 
bietet die zeitaufgelöste Fluoreszenzspektroskopie. Sie kann das Vorliegen mehrerer 
Konformationen einer fluoreszenzsondierten Probe durch die Bestimmung der 
Fluoreszenzlebensdauer(n)   nachweisen (Lakowicz, 1999). Im Fall von nur einer signifikant 
populierten Konformation nimmt die Fluoreszenzintensität I einer Probe nach einem 
Excitationsimpuls monoexponentiell ab: 
 t/τ-expII(t) 0 , 
mit I0 als Anfangsintensität. Bei fluoreszenzsondierten Biopolymeren findet man jedoch 
häufig kompliziertere Abklingkurven, die typischerweise mit einem multiexponentiellen 
Modell analysiert werden: 
  )t/τexp(αI(t) ii . 
Dieses Modell berücksichtigt mehrere individuelle Fluoreszenzlebensdauern iτ  und 
Amplituden iα , die gewöhnlich auf eins normiert sind. Sie können prinzipiell entweder 
verschiedenen Fluorophoren einer Probe oder verschiedenen, im Gleichgewicht miteinander 
vorliegenden Konformationen eines Fluorophors zugeordnet werden. Im zweiten Fall gibt das 
Verhältnis der individuellen Amplituden iα  das Besetzungsverhältnis der beteiligten 
Konformationen im Grundzustand an. Der auf eins normierte Anteil fi einer Konformation i 
an der Gesamtfluoreszenzintensität einer Probe kann berechnet werden nach: 

j
jj
ii
i τα
ταf . 
In Zusammenarbeit mit S. Lehmann, RWTH Aachen, wurden für die markierten Duplex-
ODN 14-AT-C6-TAMRA, 16-AT-C3-TO und 16-AT-EtBr an einem zeitaufgelösten 
Fluoreszenzmikroskop mittels 2-Fokus-Fluoreszenz-Korrelations-Spektroskopie (two-focus 
fluorescence correlation spectroscopy, 2fFCS) Fluoreszenzabklingkurven aufgenommen 
(Buurman et al., 1992). Die Messungen erfolgten in der Zeitdomäne mit der Methode der 
zeitkorrelierten Einzelphotonen-Zählung (time-correlated single-photon counting, TCSPC; 
O’Connor & Phillips, 1984). Die Daten sind in Abbildung 3.19 dargestellt und enthalten zwei 
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Abklingkurven aufgrund der zwei verwendeten Fokusse. Für beide Abklingkurven wurde mit 
der Methode der kleinsten Fehlerquadrate eine globale Kurvenanpassung durchgeführt, d.h. 
mit nur einem Satz an Fluoreszenzlebensdauern iτ , aber verschiedenen Amplituden iα . Dies 
ist notwendig, da die beiden Fokusse nicht exakt gleich justiert sind. Aufgrund der langen 
Fluoreszenzlebensdauer wurden für die Messung des EtBr-markierten Duplex-ODN 
veränderte Geräteeinstellungen verwendet, so dass hier nur eine Abklingkurve zu sehen ist. Je 
nach Güte der Kurvenanpassung wurden dem verwendeten Modell ggf. weitere 
Exponentialterme hinzugefügt, um eine bessere Übereinstimmung mit den Daten zu erzielen. 
Die Parameter der Kurvenanpassungen sind in Tabelle 3.6 zusammengefasst. 
 
Abbildung 3.19. Abklingkurven (schwarz) der fluoreszenzmarkierten Duplex-ODN 
14-AT-C6-TAMRA (100 pM, oben), 16-AT-C3-TO (100 pM, Mitte) und 16-AT-EtBr (100 pM, 
unten) in M.TaqI-Bindungspuffer ohne Triton X-100. Je nach Notwendigkeit wurde ein mono- 
(links), bi- (Mitte) oder triexponentielles Modell (rechts) bei der Kurvenanpassung verwendet. 
Die roten Linien zeigen das Ergebnis der jeweiligen Kurvenanpassung. 
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Tabelle 3.6. Parameter zu den Kurvenanpassungen aus Abbildung 3.19. 
Parameter 14-AT-C6-TAMRA 16-AT-C3-TO 16-AT-EtBr 
 / ns 0.40 0.86 16 
 / ns 1.2 2.4 - 
 / ns 2.6 - - 
 0.69 0.63 1 
 0.16 0.37 - 
 0.15 - - 
f 0.32 0.38 1 
f 0.23 0.62 - 
f 0.45 - - 
 
Ähnlich wie in den multiexponentiellen Kurvenanpassungen in Kapitel 3.1 ist es auch bei 
Messungen von Fluoreszenzlebensdauern wichtig, bei jedem zusätzlichen Exponentialterm 
genau zu prüfen, ob er signifikant zur Qualitätsverbesserung der Kurvenanpassung beiträgt. 
Generell wird für die verlässliche Analyse von multiexponentiellen Abklingkurven ein sehr 
gutes Signal- zu Rausch-Verhältnis benötigt (Grinvald & Steinberg, 1974). Der Grund dafür 
ist, dass die Parameter iτ  und iα  miteinander korreliert sind, d.h. die Lebenszeit kann auf 
Kosten der Amplitude variiert werden und umgekehrt. Häufig wird für die Güte einer 
Kurvenanpassung von TCSPC-Daten nach der Methode der kleinsten Fehlerquadrate die 2-
Statistik herangezogen, deren Wert möglichst nah bei 1 liegen sollte (Ware et al., 1973; 
Johnson et al., 1994). 
Die aussagekräftigsten Parameter können demnach für das markierte Duplex-ODN 
16-AT-C3-TO bestimmt werden. Ein Wert von 2 = 1.09 für die biexponentielle 
Kurvenanpassung zeigt eine sehr gute Übereinstimmung des Modells mit den gemessenen 
Daten. Außerdem zeigt ein Vergleich mit dem einfacheren monoexponentiellen Modell 
(2 = 14.5) klar, dass die Berücksichtigung einer zweiten Phase gerechtfertigt ist. Die 
Fluoreszenzsonde liegt demnach in mindestens zwei Konformationen vor, deren 
Gleichgewichtsverhältnis direkt aus den individuellen Amplituden mit 63 : 37 abgelesen 
werden kann. Die Fluoreszenzlebensdauern liegen mit 1τ  = 0.86 ns und 2τ  = 2.4 ns in einem 
ähnlichen Bereich wie die zuvor in der Literatur beschriebenen Werte von nicht-kovalenten 
TO-Duplex-ODN-Komplexen. Jarikote et al. (2007) haben in zeitaufgelösten Fluoreszenz-
messungen für den nicht-kovalenten Komplex eines 10 bp Duplex-ODN mit einem TO-
Derivat die drei Fluoreszenzlebensdauern 1τ  = 0.33 ns, 2τ  = 1.36 ns und 3τ  = 2.74 ns 
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ermittelt. Da TO prinzipiell zwischen verschiedenen Kombinationen zweier Basenpaare 
intercalieren kann, entspricht eine multiexponentielle Abklingkurve der Erwartung. Die 
Analyse der TCSPC-Daten von Duplex-ODN 16-AT-C3-TO weist also auf die Intercalation 
des kovalent gebundenen TO in die DNA-Doppelheilx an mindestens zwei unterschiedlichen 
Positionen hin. Da freies, nicht-intercaliertes TO jedoch eine extrem niedrige 
Quantenausbeute hat (2 x 10-4; Nygren et al., 1998) ist es im TCSPC-Experiment nicht 
beobachtbar. Eine zusätzliche, gering fluoreszierende Konformation mit nicht-intercaliertem 
TO kann daher nicht ausgeschlossen werden. 
Bei der Analyse der Abklingkurven für Duplex-ODN 14-AT-C6-TAMRA ist die 
Entscheidung für das komplexere triexponentielle Modell weniger eindeutig, da damit nur 
eine Verringerung von 2 = 2.77 auf 2 = 1.49 erzielt wird. Die Kurvenanpassung mit dem 
einfacheren biexponentiellen Modell zeigt aber zusätzlich kleinere systematische 
Abweichungen im letzten Teil der Abklingkurve, so dass die Berücksichtigung einer weiteren 
Phase als gerechtfertigt erscheint. Unruh et al. (2005b) haben ebenfalls beobachtet, dass mit 
der Methode der kleinsten Fehlerquadrate mindestens ein triexponentielles Modell zur 
zufriedenstellenden Beschreibung der Abklingkurven von TAMRA-markierten Duplex-ODN 
benötigt wird. Sie geben diese Parameter jedoch nicht an, sondern haben ihre Daten mit der 
Methode der maximalen Entropie (Livesey & Brochon, 1987) analysiert und geben 
1τ  = 0.21 ns und 2τ  = 2.48 ns als Maxima der Fluoreszenzlebensdauer-Verteilung an. Die 
Parameter, die für 14-AT-C6-TAMRA gefunden wurden, sind mit 1τ  = 0.40 ns und 
3τ  = 2.6 ns vergleichbar. Hinzu kommt als weitere Fluoreszenzlebensdauer 2τ  = 1.2 ns. Die 
Fluoreszenzsonde scheint also mindestens drei verschiedene Konformationen einzunehmen, 
darunter vermutlich auch Wechselwirkungen mit den DNA-Furchen (Unruh et al., 2005a; 
Gokulrangan et al., 2005). 
Für 16-AT-EtBr ist die Auswertung der Abklingkurve problematisch, da trotz der 
Beschränkung auf einen Fokus die Abklingkurve aufgrund der hohen Fluoreszenzlebensdauer 
nicht vollständig erfasst werden konnte. Trotz der relativ guten monoexponentiellen 
Kurvenanpassung mit 2 = 2.22 können daher mögliche weitere Exponentialterme mit noch 
höheren Fluoreszenzlebensdauern nicht ausgeschlossen werden. Der auf diese Weise 
ermittelte Wert von 1τ  = 16 ns liegt wie erwartet in der Größenordnung der Fluoreszenz-
lebensdauer des nicht-kovalent gebundenen, DNA-komplexierten EtBr (ca. 23 ns; Hernández 
et al., 1994). Er unterscheidet sich deutlich von dem Wert für freies EtBr (2 ns; Olmstead & 
Kearns, 1977). Dieses Ergebnis unterstützt daher die strukturelle Vorstellung einer 
erzwungenen Intercalation des EtBr-Fluorophors mit ausgeprägten -Stapelwechsel-
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wirkungen zu den benachbarten Basenpaaren der DNA-Doppelhelix. Es ist aber insbesondere 
interessant, weil mit Kenntnis dieses Parameters die erwartete Änderung der 
Fluoreszenzanisotropie bei der Bindung von M.TaqI an Duplex-ODN 16-AT-EtBr im voraus 
berechnet werden kann. 
Für ein Duplex-ODN mit fluoreszierendem Phenoxazin-Basensurrogat haben Sandin et al. 
(2008) gezeigt, dass sich die Fluoreszenzanisotropie r mit Hilfe der erweiterten Perrin-
Gleichung 
2
2
1
1
τ/θ1
β
τ/θ1
βr   
berechnen lässt. Hierzu verwendeten sie die Gleichungen von Tirado & Garcia de la Torre 
(1980) zur Berechnung der beiden Rotationskorrelationszeiten 1θ  und 2θ  sowie den 
dazugehörigen Amplituden 1β  und 2β  für einen starren Zylinder als ein einfaches Modell 
eines Duplex-ODN. Für Duplex-ODN 16-AT-EtBr und eine Fluoreszenzlebensdauer von 
1τ  = 16 ns erhält man als berechnete Anisotropie r = 0.098 (Anhang). 
Die Berechnung der Fluoreszenzanisotropie des 16-AT-EtBr-M.TaqI-Komplexes ist 
wesentlich einfacher, wenn man in erster Näherung von einer globulären Komplexform 
ausgeht. In diesem Fall gibt es nur eine Rotationskorrelationszeit. Sie ist vom 
hydrodynamischen Radius abhängig, welcher anhand des Molekulargewichts von M.TaqI, 
M = 47900 g mol-1, mit Hilfe literaturbekannter Tabellen (Yguerabide et al., 1970) zu 
ns30θ  abgeschätzt werden kann. Da sich die Fluoreszenzintensität von 16-AT-EtBr bei 
der M.TaqI-Bindung nur minimal verändert, kann außerdem eine gleichbleibende 
Fluoreszenzlebensdauer von ns16τ   angenommen werden. Mit r0 = 0.385 (Anhang) folgt 
aus der Perrin-Gleichung daher für die berechnete Fluoreszenzanisotropie des 16-AT-EtBr-
M.TaqI-Komplexes: 
.0.251
θ
τ1
r
r 0 

  
Die experimentell bestimmte Fluoreszenzanisotropie (Kapitel 3.2.2.3, Abbildung 3.21) 
beträgt für 16-AT-EtBr r = 0.093 (berechnet: 0.095) und für den 16-AT-EtBr-M.TaqI-
Komplex r = 0.224 (berechnet: 0.251). Die ausgezeichnete Übereinstimmung der berechneten 
und experimentell bestimmten Werte für das Duplex-ODN unterstützt das von Amann et al. 
(2004) vorgeschlagene Modell, in dem EtBr über -Stapelwechselwirkungen in den 
innerhelikalen Basenstapel integriert ist. Eine extrahelikale Position des EtBr würde zu einer 
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niedrigeren Fluoreszenzanisotropie führen, da zusätzlich zur DNA-Rotation noch eine 
Segmentbeweglichkeit des Fluorophors auftreten würde. 
Aufgrund der bislang geschilderten Eigenschaften der verschiedenen fluoreszenzmarkierten 
Duplex-ODN sollte das System mit erzwungener Intercalation von EtBr am besten zur 
Detektion der DNA-M.TaqI-Komplexbildung geeignet sein. Die Reportergruppe scheint im 
Inneren der DNA-Helix vor einer ungewünschten Wechselwirkung mit dem Enzym 
verborgen zu sein und zeigt eine große Änderung der Fluoreszenzanisotropie von r = 0.131. 
 
 
3.2.2.3 Eignung der fluoreszenzsondierten ODN für die Detektion der DNA-M.TaqI-
Wechselwirkung mittels Fluoreszenzanisotropie 
 
Zwei Titrationsexperimente mit M.TaqI wurden für jedes der fluoreszenzsondierten Duplex-
ODN durchgeführt, um ihre Eignung zur Analyse der M.TaqI-Wechselwirkung mittels 
Fluoreszenzanisotropie zu überprüfen (Abbildungen 3.20 und 3.21, Tabelle 3.7). Im ersten 
Experiment wurde die Fluoreszenzanisotropie der jeweiligen Reportergruppe bei Zugabe von 
M.TaqI detektiert (Abbildungen 3.20 und 3.21, links). 
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Abbildung 3.20. Detektion der DNA-M.TaqI-Komplexbildung mittels Fluoreszenzanisotropie 
und -intensität. Excitations- und Emissionswellenlängen: Ex = 556 nm; Em = 569 nm (Cy3), 
Ex = 559 nm; Em = 582 nm (TAMRA), Ex = 497 nm; Em = 521 nm (A488), Ex = 320 nm; 
Em = 384 nm (2Ap). Links: Verlauf der Fluoreszenzanisotropie bei Zugabe von M.TaqI zu 
Duplex-ODN 16-AT-C6-Cy3 (oben), 14-AT-C6-TAMRA (Mitte) oder 16-AT-C6-A488 (unten; 
jeweils 100 nM) in M.TaqI-Bindungspuffer. Rechts: Wie links, jedoch in Gegenwart von 
Duplex-ODN 16-2T (100 nM) und mit Detektion der Fluoreszenzintensitäten von 2Ap 
(schwarz) und Cy3, TAMRA oder A488 (grün). Die rote Linie zeigt das Ergebnis der globalen 
Kurvenanpassung für die 2Ap-Fluoreszenzverläufe unter Berücksichtigung aller fünf 
analogen Messungen aus den Abbildungen 3.20 und 3.21. 
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Abbildung 3.21. Detektion der DNA-M.TaqI-Komplexbildung mittels Fluoreszenzanisotropie 
und -intensität. Excitations- und Emissionswellenlängen: Ex = 510 nm; Em = 536 nm (TO), 
Ex = 532 nm; Em = 610 nm (EtBr), Ex = 320 nm; Em = 384 nm (2Ap). Links: Verlauf der 
Fluoreszenzanisotropie bei Zugabe von M.TaqI zu Duplex-ODN 16-AT-C3-TO (oben) oder 
16-AT-EtBr (unten; jeweils 100 nM) in M.TaqI-Bindungspuffer. Rechts: Wie links, jedoch in 
Gegenwart von Duplex-ODN 16-2T (100 nM) und mit Detektion der Fluoreszenzintensitäten 
von 2Ap (schwarz) sowie TO oder EtBr (grün). Die rote Linie zeigt das Ergebnis der globalen 
Kurvenanpassung für die 2Ap-Fluoreszenzverläufe unter Berücksichtigung aller fünf 
analogen Messungen in Abbildung 3.20 und 3.21. 
 
Tabelle 3.7. Parameter zu den Titrationen in Abbildung 3.20 und 3.21. 
Duplex-ODN r(Duplex-ODN) r(DNA-M.TaqI-
Komplex)a 
Kd(DNA-M.TaqI-
Komplex) / nMb 
16-AT-C6-Cy3 0.266 0.325 0.25 
14-AT-C6-TAMRA 0.206 0.239 0.32 
16-AT-C6-A488 0.088 0.310 0.31 
16-AT-C3-TO 0.231 0.298 0.24 
16-AT-EtBr 0.093 0.224 0.12 
a Nach Zugabe von 5 Äq. M.TaqI. 
b Aus den Kurvenanpassungen der kompetitiven 2Ap-Titrationen. 
 
Die Kurvenverläufe der Titrationen mit TAMRA-, TO- und EtBr-markierten Duplex-ODN 
zeigen die erwartete Form von active site-Titrationen und erreichen nach stöchiometrischer 
M.TaqI-Zugabe die Sättigung. Die Zugabe von M.TaqI zu den Duplex-ODN 16-AT-C6-Cy3 
und 16-AT-C6-A488 führt jedoch zu einem anderen Kurvenverlauf mit anhaltendem Anstieg 
der Fluoreszenzanisotropie und keinem eindeutig erkennbaren Äquivalenzpunkt. Der Grund 
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dafür könnte z.B. die unspezifische Bindung weiterer M.TaqI-Moleküle and den DNA-
M.TaqI-Komplex sein, vermutlich unter Beteiligung der Reportergruppe. Dies könnte 
ebenfalls den beobachteten Anstieg der Fluoreszenzintensität erklären. 
Die Signalamplituden der fünf Titrationen sind sehr unterschiedlich und reichen von 
r = 0.032 für 14-AT-C6-TAMRA bis r = 0.222 für 16-AT-C6-A488. Auch die 
Fluoreszenzanisotropien der markierten Duplex-ODN variieren stark mit Werten zwischen 
r = 0.088 (16-AT-C6-A488) und r = 0.266 (16-AT-C6-Cy3). Diese Unterschiede können 
prinzipiell drei Ursachen haben. So können sie z.B. gemäß der Perrin-Gleichung durch die 
unterschiedlichen Fluoreszenzlebensdauern der Fluorophore zustande kommen. In der Tat 
sind die Fluoreszenzanisotropien von 14-AT-C6-TAMRA und 16-AT-C3-TO im Einklang 
mit ihren kürzeren Fluoreszenzlebensdauern (Kapitel 3.2.2.2) deutlich größer als die 
Fluoreszenzanisotropie von 16-AT-EtBr. Ein weiterer Grund kann die unterschiedliche 
Orientierung der Emissionsübergangsdipolmomente der Fluorophore relativ zur Helixachse 
sein (Abbildung 3.22). Der Rotationsdiffusionskoeffizient für Drehungen senkrecht zur 
Helixachse (Ds) ist für das 16 bp lange Duplex-ODN etwa dreimal kleiner als der für 
Drehungen parallel zur Helixachse (Dp; Anhang). Ist das Emissionsübergangsdipolmoment 
des Fluorophors also senkrecht zur Helixachse orientiert, wie z.B. bei 16-AT-EtBr, führt dies 
daher zu einem schnelleren Polarisationsabfall und damit einer niedrigeren Fluoreszenz-
anisotropie, als bei paralleler Anordnung zur Helixachse. 
 
Abbildung 3.22. Schematische Darstellung der Rotationsdiffusionskoeffizienten für 
Drehungen senkrecht (Ds) und parallel (Dp) zur Helixachse von Duplex-DNA (Zylinder). Die 
Pfeile symbolisieren die Emissionsübergangsdipolmomente von Fluorophoren in senkrechter 
(blau) oder paralleler (rot) Orientierung zur Helixachse. 
 
Unterschiedliche Winkel   zwischen dem Excitationsübergangsdipolmoment und dem 
Emissionsübergangsdipolmoment können ebenfalls die Ursache der verschiedenen 
Fluoreszenzanisotropien sein, da dieser Winkel durch 
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mit der fundamentalen Fluoreszenzanisotropie r0 in Beziehung steht (Lakowicz, 1999). 
Analoge Messungen zu der in Anhang A1 gezeigten Perrin-Auftragung für 16-AT-EtBr 
haben jedoch ähnliche  -Werte für 14-AT-C6-TAMRA (r0 = 0.382,   = 10.0°), 
16-AT-C3-TO (r0 = 0.360,   = 15.0°) und 16-AT-EtBr (r0 = 0.385,   = 9.1°) ergeben. 
Verschieden große Winkel   scheinen demnach nicht die Ursache für die beobachteten 
Unterschiede in den Fluoreszenzanisotropien zu sein. 
Insbesondere für die Duplex-ODN mit unerwartetem Kurvenverlauf im 
Fluoreszenzanisotropie-Experiment, 16-AT-C6-Cy3 und 16-AT-C6-A488, ist es wichtig zu 
überprüfen, ob die Reportergruppen die Bindung des Enzyms beeinflussen. Dazu wurden 
kompetitive Titrationen in Anwesenheit des 2Ap-sondierten Duplex-ODN 16-2T 
durchgeführt, das ebenfalls die M.TaqI-Erkennungssequenz enthält (Abbildungen 3.20 und 
3.21, rechts). In allen fünf Fällen folgt die 2Ap-Fluoreszenzintensität einem sigmoidalen 
Kurvenverlauf. Dies ist immer dann der Fall, wenn der nicht beobachtete Kompetitor besser 
als das 2Ap-markierte Duplex-ODN an das Enzym bindet. Die gezeigten Titrationen eignen 
sich aufgrund ihrer Form für einen relativen Vergleich der Kd-Werte untereinander, nicht 
jedoch zur genauen Bestimmung von absoluten Werten (Kapitel 3.3). Die Kurven-
anpassungen wurden mit einem festen Kd-Wert für Duplex-ODN 16-2T durchgeführt 
(1.5 nM; Kapitel 3.3) und liefern ähnliche Kd-Werte für die fünf untersuchten Kompetitoren 
zwischen Kd = 0.12 nM und Kd = 0.32 nM. Für die analoge Titration mit 16-2T und dem 
unmodifizierten Duplex-ODN 14-AT erhält man einen Wert von Kd = 0.34 nM (Kapitel 3.3), 
was im Rahmen der Messgenauigkeit mit den Kd-Werten der anderen fünf Kompetitoren gut 
übereinstimmt. Auch wenn also in einigen Fällen eine unerwünschte Wechselwirkung 
zwischen Reportergruppe und M.TaqI auftritt – erkennbar an der Fluoreszenzintensitäts-
änderung bei M.TaqI-Zugabe (Abbildungen 3.20 und 3.21) –, so führt diese offenbar nicht zu 
einer signifikanten Veränderung der Komplexstabilität. 
Aus den Titrationen in Abbildung 3.20 und 3.21 geht hervor, dass nur die markierten Duplex-
ODN 16-AT-EtBr und 16-AT-C3-TO für eine Detektion der DNA-M.TaqI-Komplexbildung 
mittels Fluoreszenzanisotropie geeignet sind. Die anderen Systeme zeigen entweder eine sehr 
kleine Signaländerung (14-AT-C6-TAMRA) oder keinen Kurvenverlauf gemäß einer active 
site-Titration (16-AT-C6-Cy3, 16-AT-C6-A488). Da das Duplex-ODN 16-AT-C3-TO bei der 
Komplexbildung mit M.TaqI eine signifikante Fluoreszenzänderung zeigt, stellt das Duplex-
ODN mit erzwungener Intercalation der EtBr-Sonde, 16-AT-EtBr, die beste Wahl für 
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Untersuchungen zur DNA-M.TaqI-Wechselwirkung mittels Fluoreszenzanisotropie dar. 
Leider hat gerade dieses Duplex-ODN die niedrigste Fluoreszenzintensität der untersuchten 
Fluorophor-DNA-Konjugate. Die Fluoreszenzintensität von 16-AT-C3-TO ist zwar etwa eine 
Grössenordnung höher aber noch immer zu gering, um z.B. stopped flow-Messungen mit 
Detektion der Fluoreszenzanisotropie und DNA-Konzentrationen im unteren nanomolaren 
Bereich durchführen zu können. Hierfür wären extrem sensitive Fluorophore wie z.B. A488 
oder Cy3 nötig, deren Fluoreszenzintensität nochmals etwa eine Größenordnung intensiver ist 
als die von TO. Für die Detektion der schnellen, vermutlich diffusionskontrollierten 
Assoziation von DNA und M.TaqI (Kapitel 3.1) mittels Fluoreszenzanisotropie eignet sich 
daher keines der hier charakterisierten Konjugate. Das Konzept der erzwungenen Intercalation 
von EtBr in Duplex-ODN erweist sich aber als äußerst nützlich bei der Bestimmung von 
Dissoziationskonstanten verschiedener DNA-M.TaqI-Komplexe (Kapitel 3.3). 
 
 
3.2.3 Kapitelzusammenfassung und Ausblick 
 
In diesem Kapitel wurde mit dem FID-Assay eine nicht-kovalente Methode zur Detektion der 
DNA-M.TaqI-Wechselwirkung vorgestellt, die in erster Linie für high-throughput screening 
geeignet ist. Auch wenn sie keine Bestimmung der Dissoziationskonstante, kompetitive 
Titrationen oder kinetische Messungen ermöglicht, lässt sich mit ihr dennoch die Bindung 
von M.TaqI und anderen Enzymen an DNA mit minimalem Aufwand verfolgen. 
Die Beobachtung der DNA-M.TaqI-Komplexbildung mittels Fluoreszenzanisotropie erfordert 
dagegen die kovalente Fluoreszenzmarkierung von DNA. Zu diesem Zweck wurden 
fluoreszenzsondierte Duplex-ODN mit unterschiedlichem Design hergestellt, charakterisiert 
und in Titrationen mit M.TaqI hinsichtlich ihrer Leistungsfähigkeit geprüft. Dabei stellte sich 
heraus, dass ein Duplex-ODN mit erzwungener Intercalation der Fluoreszenzsonde, 
16-AT-EtBr, die besten Ergebnisse liefert. Es zeigt eine große Signaländerung von 
r = 0.131 und nur eine minimale Fluoreszenzintensitätsänderung bei der Enzymbindung. 
Diese positiven Eigenschaften ergeben sich aus dem Zusammenspiel mehrerer Faktoren, wie 
z.B. der Abschirmung im Inneren des DNA-Basenstapels gegenüber unerwünschten 
Wechselwirkungen mit dem Enzym. Auch die lange Fluoreszenzlebensdauer und die 
Ausrichtung der Übergangsdipolmomente senkrecht zur Helixachse sind von Vorteil. 
Das Konzept der erzwungenen Intercalation führt zu einer neuen, verlässlicheren Methode zur 
Bestimmung der Dissoziationskonstanten des DNA-M.TaqI-Komplexes mittels Fluoreszenz-
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anisotropie (Kapitel 3.3). Die moderate Fluoreszenzintensität der EtBr-Sonde ist jedoch für 
andere denkbare Anwendungsgebiete, wie z.B. stopped flow-Messungen zur Detektion der 
schnellen Assoziation von DNA und M.TaqI mittels Fluoreszenzanisotropie, zu gering. Die 
Entwicklung leistungsfähiger fluoreszierender Basensurrogate ist daher derzeit ein wichtiges 
Forschungsgebiet (Wilson & Kool, 2006; Langenegger et al., 2005). Dabei stellt sich jedoch 
häufig das Problem, dass die Fluoreszenzintensität bei der Hybridisierung zum Duplex-ODN 
stark reduziert wird. Dies ist beispielsweise bei den fluoreszierenden Basensurrogaten 2Ap 
(Kapitel 3, Einleitung), 1,N6-ethenoadenine (Holmén et al., 1994) und 3-Methyl-
isoxanthopterin (Hawkins et al., 1997) der Fall. Eine vielversprechende Ausnahme stellen 
Phenoxazin- und Phenothiazin-Fluorophore dar, die von allen bisher untersuchten 
Basensurrogaten die größte Fluoreszenzintensität im DNA-Duplex aufweisen (Wilhelmsson 
et al., 2001; Sandin et al., 2008). Darüber hinaus sind sie in der Lage, Watson-Crick-artige 
Wasserstoffbrückenbindungen mit G zu bilden und stören somit als Basenanaloga die 
natürlich Konformation der B-DNA nur noch minimal. Es wäre daher interessant zu 
untersuchen, ob ihr Einbau in Duplex-ODN mit M.TaqI-Erkennungssequenz die geschilderten 
stopped flow-Messungen ermöglicht und die DNA-M.TaqI-Komplexbildung mittels 
Fluoreszenzanisotropie kinetisch analysiert werden kann. 
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3.3 Bestimmung von DNA-M.TaqI-Dissoziationskonstanten 
 
Im weiteren Verlauf dieser Arbeit werden biochemische Ansätze zur Steuerung von DNA-
MTase-Wechselwirkungen beschrieben (Kapitel 4). Die Quantifizierung der betreffenden 
Komplexstabilitäten ist dabei von besonderem Interesse. Wie bereits in Kapitel 3.2 gezeigt 
wurde, können durch geeignete kompetitive Titrationen mit 2Ap-markierten Duplex-ODN die 
Kd-Werte von ähnlich stabilen DNA-M.TaqI-Komplexen mit guter Genauigkeit relativ 
zueinander verglichen werden. Die verlässliche fluoreszenzspektroskopische Bestimmung 
absoluter Kd-Werte ist jedoch keineswegs trivial. So wurde z.B. die Stabilität des Komplexes 
von M.TaqI mit 2Ap-modifizierten Duplex-ODN bereits mehrmals untersucht und Werte 
publiziert, die sich um mehr als eine Größenordnung unterscheiden (Tabelle 3.8). Dabei ist 
eine Tendenz zu erkennen, der zufolge aktuellere Messungen kleinere Kd-Werte liefern.  
 
Tabelle 3.8. Bisher publizierte Kd-Werte für die Bindung von 2Ap-markierter DNA und 
unmodifizierter DNA an M.TaqI in M.TaqI-Bindungspuffer bei 25°C. 
Quelle Kd(X-2T-M.TaqI)a / nM Kd(X-AT-M.TaqI)b / nM 
Holz, 1998; Holz et al., 1998 120 nM (36 bp) 8.2 nM (36 bp) 
Friederich, 2001 60 nM (36 bp) 8.3 nM (36 bp) 
Beuck, 2004 20 nM (36 bp) 2.9 nM (14 bp) 
Lenz et al., 2007a 11 nM (14 bp) 2.3 nM (14 bp)c 
a 2Ap-markiertes 36 bp Duplex-ODN (36-2T) oder 14 bp Duplex-ODN (14-2T). 
b Unmodifiziertes 36 bp Duplex-ODN (36-AT) oder 14 bp Duplex-ODN (14-AT). 
c T. Lenz, pers. Mitteilung. 
 
Für diese Abweichungen sind mehrere Gründe denkbar. Während in der Metall-
komplexchemie die Stabilitätskonstanten zuverlässig bis auf vier oder mehr signifikante 
Stellen genau bestimmt werden können (Khan & Gupta-Bhaya, 1997), scheitert ein solches 
Vorhaben im Fall von Enzym-Substrat-Komplexen bereits bei Verwendung verschiedener 
Enzympräparationen. Diese können sich in der Enzymaktivität sowie den enthaltenen 
fluoreszierenden oder DNA bindenden Verunreinigungen signifikant unterscheiden. 
Außerdem kann mit der Zeit eine Denaturierung des Enzyms oder dessen partieller Abbau 
durch Spuren von Proteaseaktivität auftreten. Da fast alle bislang publizierten Kd-Werte von 
DNA-M.TaqI-Komplexen über kompetitive Titrationen mit 2Ap-markierten Duplex-ODN 
bestimmt wurden, soll die Genauigkeit solcher Titrationen im Folgenden evaluiert werden. 
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3.3.1. Titrationen mit 2Ap-markierten Duplex-ODN 
 
Zusätzlich zu den bereits angesprochenen Problemen überlappen sich die Fluoreszenzspektren 
von 2Ap und Trp. Da M.TaqI zwölf Trp enthält, kann dies gemeinsam mit ggf. vorhandenen 
fluoreszierenden Verunreinigungen auch nach der Sättigung der 2Ap-markierten DNA mit 
dem Enzym noch zu einem signifikanten Fluoreszenzanstieg führen. Das beobachtete Signal 
ist also nicht selektiv für die Komplexbildung. Die Auswirkungen auf die Ergebnisse der 
Kurvenanpassung lassen sich gut an einer kompetitiven Titration von Beuck (2004) 
demonstrieren (Abbildung 3.23, Tabelle 3.9). 
 
Abbildung 3.23. Von Beuck (2004) durchgeführtes Experiment zum Verlauf der 2Ap-
Fluoreszenzintensität (Ex = 320 nm; Em = 384 nm) nach Zugabe von M.TaqI zu Duplex-
ODN 36-2T (200 nM) und 14-(AG)-Me (400 nM) in M.TaqI-Bindungspuffer bei 25°C. Gezeigt 
sind drei Kurvenanpassungen (rote Linie) des gleichen Datensatzes, deren Parameter in 
Tabelle 3.9 aufgeführt sind. 
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Tabelle 3.9. Wesentliche Parameter zu den Kurvenanpassungen A, B und C aus 
Abbildung 3.23. 
Parameter Aa B C 
Kd(36-2T-M.TaqI) / nM 126 20b 2b 
Kd(14-(AG)-Me -M.TaqI) / nM 50 18 2.8 
fe / a.u. nM-1 0.053 0.091 0.12 
Enzymaktivität 1.4 1.0 0.84 
a Anpassung mit der kleinsten Fehlerquadratsumme. 
b Festgelegter Parameter. 
 
In dem Experiment wurde M.TaqI zu 2Ap-markiertem Duplex-ODN 36-2T und nicht-
fluoreszierendem Duplex-ODN 14-(AG)-Me mit A/G-fehlgepaartem Zielbasenpaar gegeben 
und der Verlauf der 2Ap-Fluoreszenzintensität detektiert. Für den erhaltenen Datensatz wurde 
sowohl die Kurvenanpassung mit der kleinsten Fehlerquadratsumme ermittelt 
(Kurvenanpassung A) als auch Kurvenanpassungen mit vorgegebenen Werten für 
Kd(36-2T-M.TaqI) von 20 nM und 2 nM durchgeführt (Kurvenanpassungen B und C). In 
allen drei Fällen stimmen berechneter und gemessener Kurvenverlauf sehr gut überein, 
obwohl sich die jeweiligen Kd-Werte um weit mehr als eine Größenordnung unterscheiden. 
Die mathematische Ursache hierfür ist die Korrelation der Kd-Werte, der Enzymaktivität und 
des Faktors fe, der die Endsteigung bestimmt (Anhang). Eine Erniedrigung des Kd-Werts kann 
durch eine Erhöhung von fe und eine Erniedrigung der Enzymaktivität weitestgehend 
kompensiert werden. Für die zuverlässige Bestimmung von absoluten Parametern ist dieser 
Datensatz demnach völlig ungeeignet, sofern nicht fe und die Enzymaktivität als bekannte 
Werte in die Kurvenanpassung eingesetzt werden. Es kann im Gegensatz zu den Messungen 
aus Abbildung 3.20 und 3.21 (Kapitel 3.2) noch nichteinmal ermittelt werden, welches der 
beiden beteiligten Duplex-ODN den stabileren Komplex mit M.TaqI eingeht. Mit kleiner 
werdenden absoluten Kd-Werten kehrt sich das Verhältnis der betreffenden 
Dissoziationskonstanten von ca. 5 : 2 nach ca. 2 : 3 um. 
Untersuchungen mit jüngsten M.TaqI-Präparationen (Abbildung 3.24) zeigen jedoch, dass 
selbst die von Lenz et al. (2007a) bestimmten Kd-Werte scheinbar noch zu hoch sind, 
vermutlich aufgrund von Problemen mit einer zu großer Endsteigung oder einer zu geringen 
Enzymaktivität. Bei den gezeigten Messungen handelt es sich um eine normale Titration mit 
2Ap-markiertem Duplex-ODN 14-2T und um eine kompetitive Titration in Gegenwart von 
unmodifiziertem Duplex-ODN 14-AT. Beide zeigen im Gegensatz zu den Titrationen in 
Abbildung 3.23 nur eine geringe Endsteigung (fe = 0.019 bzw. fe = 0.026) und deutlich 
erkennbare Äquivalenzpunkte bei Enzymkonzentrationen von ca. 100 nM und 200 nM. 
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Abbildung 3.24. Verlauf der 2Ap-Fluoreszenzintensität (Ex = 320 nm; Em = 384 nm) bei 
Zugabe der jüngsten M.TaqI-Präparation zu Duplex-ODN 14-2T (100 nM) in Abwesenheit 
(Rauten) und Gegenwart (Quadrate) von Duplex-ODN 14-AT (100 nM) in M.TaqI-Bindungs-
puffer bei 25°C. Links: Globale Kurvenanpassung (rote Linien) mit freier Variation beider Kd-
Werte. Rechts: Globale Kurvenanpassung (rote Linien) des gleichen Datensatzes mit den 
Kd-Werten von Lenz et al., 2007a (Tabelle 3.8). 
 
Die Kurvenanpassung der normalen Titration mit 14-2T wurde nach dem Modell mit nur 
einer Komplexspezies (Anhang) durchgeführt. Die bestmögliche Kurvenanpassung der 
kompetitiven Titration nach dem Modell mit zwei Komplexspezies (Anhang) liefert die Werte 
Kd(14-2T-M.TaqI) = 1.4 nM und Kd(14-AT-M.TaqI) = 0.059 nM. Dies stellt jedoch aufgrund 
des active site-Kurvenverlaufs keine zuverlässige Bestimmung dieser Parameter dar. Eine 
Titration bei deutlich geringerer 14-2T-Konzentration würde zu einer runderen Kurvenform 
führen, scheitert aber an der zu geringen Signalintensität des 2Ap. Werden die von Lenz et al. 
(2007a) ermittelten Werte Kd(14-2T-M.TaqI) = 11 nM und Kd(14-AT-M.TaqI) = 2.3 nM in 
der Kurvenanpassung verwendet, so ergeben sich signifikante Abweichungen vom 
experimentell bestimmten Kurvenverlauf. Diese Werte sind demnach deutlich zu groß. 
Im Rahmen dieser Arbeit wurden jedoch auch Titrationen von 2Ap-markierten Duplex-ODN 
mit älteren M.TaqI-Präparationen durchgeführt, die ebenfalls nur einen geringen Endanstieg 
zeigen, ohne dass sie die Form einer active site-Titration aufweisen (Kapitel 4.3). Die 
geschilderte Problematik bei der Bestimmung absoluter Kd-Werte ist also nicht ausschließlich 
auf fluoreszierende Verunreinigungen zurückzuführen, sondern auch noch auf andere 
Faktoren wie beispielsweise Alterungseffekte der M.TaqI-Präparation. Dieser Umstand wird 
berücksichtigt, indem die Messungen aus Kapitel 4.3 mit einem abweichenden Wert von 
Kd(16-2T-M.TaqI) = 10 nM ausgewertet wurden. In den anderen Kapiteln wurde hingegen 
nur die jüngste M.TaqI-Präparation verwendet (Kd(16-2T-M.TaqI) = 1.5 nM, Kapitel 3.3.2) 
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3.3.2. Titrationen mit EtBr-markierten Duplex-ODN 
 
Eine alternative, zuverlässigere Methode zur Bestimmung von DNA-M.TaqI-Dissoziations-
konstanten ist die Verwendung eines EtBr-markierten Duplex-ODN, dessen Komplexbildung 
mit M.TaqI mittels Fluoreszenzanisotropie detektiert werden kann. Eine solche Titration 
wurde bereits in Kapitel 3.2 (Abbildung 3.21) anhand der Zugabe von M.TaqI zu 
16-AT-EtBr gezeigt. Diese Messung weist jedoch den Verlauf einer active site-Titration auf. 
Die Komplexstabilität ist demnach zu hoch, um bei diesen Konzentrationen einen Kd-Wert 
zuverlässig zu ermitteln. Da aufgrund mangelnder Signalintensität das Experiment nicht bei 
niedrigeren Duplex-ODN-Konzentrationen durchgeführt werden kann, wurde ein analoges 
EtBr-markiertes Duplex-ODN 16-AT*-EtBr hergestellt. Als einzigen Unterschied zu 
16-AT-EtBr enthält es nicht mehr die spezifische M.TaqI-Erkennungssequenz 5’-TCGA-3’, 
sondern die abgewandelte Basenfolge 5’-TGCA-3’. Die Stabilität des 16-AT*-EtBr-M.TaqI-
Komplexes sollte demnach herabgesetzt sein und die betreffende Titration einen runderen 
Kurvenverlauf ergeben. Dies ist tatsächlich zu beobachten (Abbildung 3.25) und die 
Kurvenanpassung liefert einen Wert von Kd(16-AT*-EtBr-M.TaqI) = 13 nM. 
 
 
Abbildung 3.25. Verlauf der EtBr-Fluoreszenzanisotropie (Ex = 532 nm; Em = 610 nm) nach 
Zugabe von M.TaqI zu Duplex-ODN 16-AT*-EtBr (100 nM) in M.TaqI-Bindungspuffer bei 
25°C. Die rote Linie zeigt das Ergebnis der Kurvenanpassung. 
 
Wie schon bei der Titration mit 16-AT-EtBr in Kapitel 3.2 zeigt auch dieser Kurvenverlauf 
nur eine sehr geringe Endsteigung, die möglicherweise durch die Bindung eines zweiten 
M.TaqI-Moleküls hervorgerufen wird. Als weitere Ursache kommt eine Verunreinigung der 
M.TaqI-Zugabelösung mit Kleinstpartikeln in Frage, da durch Lichtstreuung die 
Fluoreszenzanisotropie einer Probe erhöht wird (Lakowicz, 1999). Der Effekt ist in dieser 
Titration jedoch vernachlässigbar klein, weshalb der Parameter fe für die Endsteigung in der 
sehr guten Kurvenanpassung gleich null gesetzt wurde. Mit Hilfe der EtBr-
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Fluoreszenzanisotropie lässt sich die DNA-M.TaqI-Komplexbildung also selektiv verfolgen. 
Da in der Kurvenanpassung ein Parameter weniger freigegeben ist, führt sie somit zu 
aussagekräftigeren Werten als die Analyse von Titrationen mit 2Ap-markierten Duplex-ODN 
unter Berücksichtigung einer Endsteigung. 
Ausgehend vom Kd-Wert für den 16-AT*-EtBr-M.TaqI-Komplex lassen sich nun in 
kompetitiven Titrationen die Dissoziationskonstanten der M.TaqI-Komplexe mit den Duplex-
ODN 16-2T und 14-2T bestimmen (Abbildung 3.26). Da beide Duplex-ODN im Rahmen 
dieser Arbeit häufig verwendet wurden, ist eine möglichst genaue Bestimmung der 
Dissoziationskonstanten dementsprechend wichtig. 
 
Abbildung 3.26. Verlauf der EtBr-Fluoreszenzanisotropie (Ex = 532 nm; Em = 610 nm) nach 
Zugabe von M.TaqI zu Duplex-ODN 16-AT*-EtBr (100 nM) in Anwesenheit von 14-2T 
(100 nM, links) bzw. 16-2T (100 nM, rechts) in M.TaqI-Bindungspuffer bei 25°C. Die roten 
Linien zeigen die Ergebnisse der Kurvenanpassungen. 
 
Insbesondere bei der Titration in Anwesenheit von Duplex-ODN 14-2T tritt wieder eine 
geringe Endsteigung auf. Sie wurde aber in beiden Titrationen bei der Kurvenanpassung nicht 
berücksichtig, um möglichst aussagekräftige Parameter zu erhalten. Außerdem wurde in 
beiden Fällen Kd(16-AT*-EtBr-M.TaqI) = 13 nM als fester Parameter verwendet. Auf diese 
Weise werden für die Dissoziationskonstanten der M.TaqI-Komplexe mit 2Ap-markierten 
Duplex-ODN die Werte Kd(14-2T-M.TaqI) = 1.9 nM und Kd(16-2T-M.TaqI) = 1.5 nM 
bestimmt. Selbst wenn der Parameter fe für die Endsteigung bei der Kurvenanpassung 
freigelassen wird, werden mit Kd(14-2T-M.TaqI) = 1.6 nM und Kd(16-2T-M.TaqI) = 1.3 nM 
sehr ähnliche Werte erhalten. 
Die 2Ap-markierten Duplex-ODN werden beispielsweise für die Bestimmung der 
Dissoziationskonstante des 14-AT-M.TaqI-Komplexes benötigt. In Abbildung 3.27 ist 
nochmals eine kompetitive Titration von 14-AT und 14-2T mit M.TaqI gezeigt. Diesmal 
wurde bei der Kurvenanpassung Kd(14-2T-M.TaqI) = 1.9 nM als fester Parameter verwendet, 
was zu dem Ergebnis Kd(14-AT-M.TaqI) = 0.34 nM führt. Da die Bindung von M.TaqI an die 
natürliche Erkennungssequenz sehr viel besser ist als an die abgewandelte Sequenz in 
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16-AT*-EtBr, zeigt die kompetitive Titration von 14-AT und 16-AT*-EtBr mit M.TaqI im 
ersten Teil einen ähnlichen Kurvenverlauf wie bei einer active site-Titration 
(Abbildung 3.27). Eine Kurvenanpassung ohne Endsteigung und mit 
Kd(16-AT*-EtBr-M.TaqI) = 13 nM führt hier zwar zu einem vergleichbaren Wert von 
Kd(14-AT-M.TaqI) = 0.28 nM, ist aber dennoch nicht zur zuverlässigen Bestimmung dieses 
Parameters geeignet. Der Grund dafür ist, dass nur wenige Messpunkte zu Beginn des 
Signalanstiegs einen Einfluss auf die Größe von Kd(14-AT-M.TaqI) haben. 
 
 
Abbildung 3.27. Titrationen zur Bestimmung der Dissoziationskonstanten des 
14-AT-M.TaqI-Komplexes in M.TaqI-Bindungspuffer bei 25°C. Die roten Linien zeigen die 
Ergebnisse der Kurvenanpassungen. Links: Verlauf der 2Ap-Fluoreszenzintensität 
(Ex = 320 nm; Em = 384 nm) nach Zugabe von M.TaqI zu Duplex-ODN 14-2T (100 nM) in 
Anwesenheit von 14-AT (100 nM). Rechts: Verlauf der EtBr-Fluoreszenzanisotropie 
(Ex = 532 nm; Em = 610 nm) nach Zugabe von M.TaqI zu Duplex-ODN 16-AT*-EtBr 
(100 nM) in Anwesenheit von 14-AT (100 nM). 
 
 
3.3.3 Kapitelzusammenfassung und Ausblick 
 
Trotz zahlreicher Untersuchungen konnte die Frage nach der Komplexstabilität von M.TaqI 
mit 2Ap-markierten Duplex-ODN bislang nicht eindeutig geklärt werden. Ausgehend von 
einem EtBr-markierten Duplex-ODN, das mit ähnlicher Sequenz in Kapitel 3.2 charakterisiert 
wurde, ist daher in dieser Arbeit eine alternative Methode zur Bestimmung dieses Parameters 
verwendet worden. Kompetitive Fluoreszenzanisotropietitrationen mit EtBr-markierten 
Duplex-ODN stellen eine robuste Methode zur Charakterisierung von DNA-Enzym-
Komplexen mit Dissoziationskonstanten im unteren nanomolaren Bereich dar. Sie zeigen 
nach erfolgter Sättigung eine geringere Endsteigung als vergleichbare Titrationen mit 2Ap-
markierten Duplex-ODN. 
Titrationen mit unterschiedlichen M.TaqI-Präparationen legen jedoch nahe, dass vermutlich 
auch Alterungseffekte einen Einfluss auf die gemessenen Werte haben. So weisen die in 
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Kapitel 4.3 gezeigten Titrationen von 2Ap-markierten Duplex-ODN mit einer älteren M.TaqI-
Präparation eine deutlich andere Kurvenform auf als die betreffenden Titrationen in diesem 
Kapitel. Folglich wurde dort auch ein anderer Kd-Wert von Kd(16-2T-M.TaqI) = 10 nM 
verwendet. Tabelle 3.10 gibt eine Übersicht der Kd-Werte, die für die jüngste M.TaqI-
Präparation in diesem Kapitel bestimmt wurden. Sie sind ca. fünf- bis siebenmal kleiner als 
die zuletzt von Lenz et al. (2007a) bestimmten Werte. 
 
Tabelle 3.10. Dissoziationskonstanten diverser DNA-M.TaqI-Komplexe, die für die jüngste 
M.TaqI-Präparation in diesem Kapitel ermittelt wurden. 
Komplex Kd / nM 
16-AT*-EtBr-M.TaqI 13 
14-2T-M.TaqI 1.9 
16-2T-M.TaqI 1.5 
14-AT-M.TaqI 0.34 
 
Sollte das EtBr-Basensurrogat einmal kommerziell verfügbar sein, so sind die hier gezeigten 
EtBr-Fluoreszenzanisotropietitrationen gegenüber Messungen mit 2Ap-markierten Duplex-
ODN vorzuziehen, wenn ein zuverlässiger Kd-Wert im unteren nanomolaren Bereich 
bestimmt werden soll. Außerdem ist zu erwarten, dass auf diese Weise auch in den Fällen 
Dissoziationskonstanten fluoreszenzspektroskopisch ermittelt werden können, in denen die 
2Ap-markierte Zielbase bei der Enzymbindung nur eine geringe Fluoreszenzintensitäts-
änderung zeigt. Dies wurde z.B. bei den DNA-MTasen M.EcoRV (Gowher & Jeltsch, 2000) 
und M.RsrI (Szegedi et al., 2000) beobachtet. 
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4 Biochemische Ansätze zur Modifikation von MTase-
DNA-Wechselwirkungen 
 
Ein wesentliches Ziel bei der Charakterisierung eines Enzyms ist es, Zusammenhänge 
zwischen seiner Struktur und der beobachteten Funktion aufzudecken (Page & Di Cera, 2006; 
Hinnemann & Norskov, 2006). Mit derartigen Kenntnissen kann dann durch zweckmäßige 
strukturelle Veränderungen des Enzyms oder seiner Substrate deren Wechselwirkung in eine 
beabsichtigte Richtung gelenkt werden. Diese Strategie wird z.B. erfolgreich bei der gezielten 
Mutagenese zur Entwicklung neuer Biokatalysatoren eingesetzt (Toscano et al., 2007). 
 
Abbildung 4.1. Potenzielle Ansätze zur Modifikation von DNA-MTase-Wechselwirkungen 
am Beispiel der Kristallstruktur von M.TaqI (grün) im ternären Komplex mit Duplex-ODN 
10-AT (rot) und Cofaktoranalogon AETA (pink).  
 
Für eine rationale Steuerung der Wechselwirkung von DNA-MTasen mit DNA fallen 
zunächst vier denkbare Ansatzpunkte für Modifikationen auf, wie in Abbildung 4.1 am 
Beispiel von M.TaqI gezeigt. So kann mittels gezielter Mutagenese von Aminosäuren mit 
signifikanten Kontakten zur DNA oder durch gerichtete Evolution (directed evolution; Jackel 
et al., 2008) nach Enzym-Varianten mit veränderter DNA-Affinität oder katalytischer 
Aktivität gesucht werden. Solche Studien wurden bereits für zahlreiche DNA-MTasen 
durchgeführt und auf diese Weise die Beteiligung bestimmter Aminosäuren an der DNA-
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Bindung analysiert, z.B. für die humane DNA-Cytosin-C5-MTase Dnmt1 (Pradhan et al., 
2008), die DNA-Cytosin-C5-MTase Dnmt3a von Mäusen (Gowher et al., 2006) oder die 
DNA-Adenin-N6-MTase M.EcoP15I aus E. coli (Jois et al., 2008). Für M.TaqI wurden 
ebenfalls derartige Untersuchungen durchgeführt, u.a. um den Stellenwert des Motivs IV 
(Kapitel 1.4) bei der Bindung des Zieladenins im aktiven Zentrum zu beurteilen (Pues et al., 
1999). 
Auch Modifikationen auf Seiten der DNA sind denkbar, um die Wechselwirkung zwischen 
DNA und MTase zu beeinflussen. Insbesondere strukturelle Veränderungen der Zielbase und 
ihrer Partnerbase sollten sich auf die thermodynamischen und kinetischen Eigenschaften der 
DNA-MTase-Komplexbildung auswirken. In Kapitel 3.3 wurde bereits gezeigt, dass die 
Bindung von DNA mit 2Ap als Zielbase an M.TaqI ca. fünfmal schwächer ist als die von 
unmodifizierter DNA. Ein Austausch des Zielcytosins gegen 2Ap führt jedoch im Falle der 
DNA-Cytosin-C5-MTase M.HhaI zu einer um zwei Größenordnungen erhöhten 
Komplexstabilität (Daujotyte et al., 2004). Dies ist vermutlich darauf zurückzuführen, dass 
keine Energie mehr zum Brechen der Watson-Crick-Wasserstoffbrückenbindungen des 
Zielbasenpaares aufgewendet werden muss. DNA mit fehlgepaartem Zielbasenpaar bindet 
ebenfalls um bis zu zwei Größenordnungen besser an M.HhaI als das natürliche Substrat 
(Klimašauskas & Roberts, 1995). 
Ein anderes häufig verwendetes Zielbasenanalogon ist 5-Fluorocytosin (5FC), mit dem der 
Mechanismus der Methylgruppenübertragung von C5-Cytosin MTasen untersucht werden 
kann. Die Methylierung unmodifizierter DNA erfolgt unter Ausbildung eines Intermediats mit 
einer kovalenten Bindung des Enzyms zum Cytosin. Bei DNA mit 5FC als Zielbase kann 
nach der Methylgruppenübertragung kein Proton abgespalten werden, so dass die Reaktion an 
diesem Punkt anhält. Die Substitution des Zielcytosins mit 5FC führt also in diesem Fall zu 
einem kovalenten DNA-Enzym-Konjugat (Osterman et al., 1988). 
Die beiden anderen in Abbildung 4.1 dargestellten Ansätze – die Verwendung artifizieller 
Cofaktoren und der Einbau von Zielbasenpartnersurrogaten – werden im weiteren Verlauf 
dieser Arbeit untersucht (Kapitel 4.1 und 4.2). Es existieren aber weitere Möglichkeiten zur 
Steuerung der MTase-DNA-Wechselwirkung, ohne dass dabei die DNA oder die an der 
DNA-Bindung beteiligten Aminosäuren verändert werden. Kleine organische Moleküle, die 
selektiv an Basenfehlpaarungen binden, können mit den Enzymen um die DNA-
Bindungsstelle konkurrieren. Dies wird am Beispiel von macrocyclischen Bisintercalatoren 
und M.TaqI in Kapitel 4.3 demonstriert. In Kapitel 4.4 wird gezeigt, dass die kovalente 
Kupplung einer DNA-MTase mit einem Triplehelix-bildenden Oligodesoxynucleotid (triple-
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helix forming oligodeoxynucleotide, TFO) zu einer drastischen Erhöhung der 
Sequenzspezifität des Enzyms führen und somit zur Steuerung der DNA-Bindung von DNA-
MTasen genutzt werden kann. 
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4.1 Einfangen von DNA-MTasen auf Duplex-ODN mit Hilfe von 
Aziridin-Cofaktoren 
 
Die gezielte Markierung von kurzen Duplex-ODN ist mit Hilfe der automatisierten 
Festphasen-DNA-Synthese mit geringem Aufwand möglich (Kapitel 3.2). Für native DNA 
mit mehreren tausend Basenpaaren ist eine sequenzspezifische chemische Markierung jedoch 
extrem schwierig. Es stehen verschiedene Ansätze zur DNA-Sequenzerkennung zur 
Verfügung, wie z.B. die Verwendung von Zinkfinger-Proteinen, Haarnadel-Polyamiden, TFO 
oder PNA. TFO wurden auch bereits zur sequenzspezifischen kovalenten Markierung von 
DNA verwendet (Pfannschmidt et al., 1996; Roulon et al., 2001). Allerdings ist für den 
Einsatz von TFO die Anwesenheit seltener (Polypurin/Polypyrimidin)-Sequenzen erforderlich 
(Kapitel 4.4). 
DNA-MTasen bieten eine enzymatische Möglichkeit, um die Nucleobasen Adenin oder 
Cytosin innerhalb einer bestimmten Erkennungssequenz mittels Methylgruppenübertragung 
zu markieren. Die Detektion dieser Methylgruppe ist jedoch aufwendig. Hierzu muss 
entweder AdoMet mit isotopenmarkierter Methylgruppe (3H, 14C) verwendet werden oder die 
erfolgte Methylierung durch die Hemmung der kognaten REase nachgewiesen werden. Viele 
REasen können die DNA nur dann an ihrer Erkennungssequenz spalten, wenn diese 
unmethyliert vorliegt (Kapitel 1.2; Wilson & Murray, 1991). Ein solcher Übertragungs-
nachweis ist jedoch nicht sehr sensitiv und die DNA wird dabei zerstört. 
Pignot et al. (1998) haben das Cofaktoranalogon N-Adenosylaziridin (Az) eingesetzt, um eine 
größere Reportergruppe mittels DNA-MTasen sequenzspezifisch auf DNA zu übertragen 
(Schema 4.1). Die nucleophile Ringöffnung des Aziridins führt dabei zur kovalenten 
Kupplung des gesamten Cofaktors Az mit der DNA. Durch die Verwendung von Az-Analoga, 
die an der 6-, 7- oder 8-Position mit Biotin oder Fluorophoren verknüpft sind, konnte native 
DNA sequenzspezifisch mit einer Reihe von Reportergruppen markiert werden (Pljevaljčić, 
2002; Pljevaljčić et al. 2004; Schmidt, 2004; Pljevaljčić et al. 2007b; Schmidt et al., 2008). 
Diese neue Technologie wurde SMILing DNA (Sequence-specific Methyltransferase-Induced 
Labeling of DNA) genannt und besitzt vielfältige Anwendungsmöglichkeiten in der 
Nanobiotechnologie oder der medizinischen Diagnostik. Im Folgenden soll jedoch nicht das 
markierte DNA-Produkt, sondern der binäre Komplex aus DNA-MTase und markierter DNA 
untersucht und die direkte Isolation von M.TaqI aus einem Zelllysat als eine 
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vielversprechende Anwendungsmöglichkeit demonstriert werden. Das Cofaktoranalogon Az 
wurde dafür freundlicherweise von Dr. F. Kunkel (geb. Schmidt) zur Verfügung gestellt. 
 
 
Schema 4.1. M.TaqI-katalysierte Übertragung der Methylgruppe des natürlichen Cofaktors 
AdoMet (links) bzw. M.TaqI-vermittelte Kupplung des gesamten synthetischen Cofaktors Az 
(rechts) mit einem Duplex-ODN mit M.TaqI-Erkennungssequenz (14-AT). 
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4.1.1 Enzymatische Markierung von Duplex-ODN mit Az 
 
Die M.TaqI-vermittelte Reaktion von Az mit einem kurzen Duplex-ODN kann mittels 
Anionenaustauscher-HPLC (anion exchange-HPLC, AE-HPLC) und Detektion der UV-
Absorption bei 260 nm verfolgt werden (Abbildung 4.2). Als Substrat wurde dabei das 14 bp 
Duplex-ODN 14-AT mit hemimethylierter M.TaqI-Erkennungssequenz verwendet, so dass 
nur ein Az-Molekül damit gekuppelt werden kann. Dieses Experiment wurde in ähnlicher 
Form bereits von Pignot et al. (1998) beschrieben, allerdings wurde dort das Enzym vor der 
AE-HPLC-Analyse mit Harnstoff denaturiert und der binäre Komplex aus M.TaqI und 
modifizierter DNA somit nicht beobachtet. 
 
Abbildung 4.2. AE-HPLC-Analyse der Reaktion von Cofaktoranalogon Az (100 µM) mit 
Duplex-ODN 14-AT (10 µM) in Gegenwart von M.TaqI (11 µM) in M.TaqI-Markierungspuffer; 
Detektion bei 260 nm. Die Chromatogramme zeigen die Reaktionsansätze nach 0 h (1), 
2 h (2) und 14 h (3) Inkubation bei 37°C, nach Inkubation bei 37°C über Nacht und 
anschließender Inkubation mit Proteinase K (22 µM) für 1 h (4) und die erneute Bindung von 
M.TaqI (2 µM) auf isoliertem, modifiziertem Duplex-ODN 14-ATAz (1 µM) nach Inkubation bei 
37°C für 1 h (5). 
 
In Abbildung 4.2 ist zu erkennen, dass die Inkubation von Duplex-ODN 14-AT 
(tR = 21.2 min) mit Cofaktoranalogon Az in Gegenwart von M.TaqI zu zwei neuen Signalen 
in der AE-HPLC-Analyse führt (tR = 8.1 min und tR = 19.7 min). Das 14-AT zugeordnete 
Signal verschwindet hingegen bei Inkubation über Nacht vollständig. Aufgrund des 
veränderten Verhältnisses der UV-Absorptionen bei 260 nm und 280 nm ist eine Zuordnung 
des M.TaqI-14-ATAz-Komplexes zum Signal nach 8.1 min naheliegend 
(E260/E280(14-AT) = 1.85; E260/E280(M.TaqI-14-ATAz) = 1.34). Das Signal nach 19.7 min kann 
hingegen aufgrund der ähnlichen Retentionszeit und des ähnlichen Verhältnisses der UV-
Absorptionen bei 260 nm und 280 nm dem Kupplungsprodukt 14-ATAz zugeordnet werden 
(E260/E280(14-ATAz) = 1.82). Dieses dissoziiert offenbar unter den HPLC-Bedingungen zum 
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Teil aus dem binären Enzymkomplex. Das modifizierte Duplex-ODN 14-ATAz wurde 
anschließend durch enzymatische Fragmentierung von M.TaqI mit Proteinase K nahezu 
vollständig freigesetzt und mittels AE-HPLC isoliert. Das unmodifizierte Substrat 14-AT 
wurde dabei nur noch als kleine Schulter des Produktsignals beobachtet und die Ausbeute 
betrug nach Aufreinigung 45%. Die erneute Zugabe von M.TaqI zum Kupplungsprodukt 
14-ATAz führt abermals zur Ausbildung eines binären M.TaqI-14-ATAz-Komplexes 
(tR = 8.1 min), allerdings wieder mit einer signifikanten Menge an freiem 14-ATAz. 
Ein analoges Experiment mit der DNA-Cytosin-C5-MTase M.HhaI und hemimethyliertem 
Duplex-ODN 13-CG, das die M.HhaI-Erkennungssequenz 5’-GCGC-3’ enthält, wurde im 
Rahmen einer Kooperation von Dr. Kunkel (geb. Schmidt) durchgeführt (Abbildung 4.3). 
Auch hier wurde der Reaktionsverlauf mittels AE-HPLC und Detektion der UV-Absorption 
bei 260 nm verfolgt. 
Abbildung 4.3. Von Dr. Kunkel (geb. Schmidt) durchgeführtes Experiment zur M.HhaI-
vermittelten Markierung von Duplex-ODN 13-CG mit Az. Links: AE-HPLC-Analyse der 
Reaktion von Cofaktoranalogon Az (100 µM) mit 13-CG (10 µM) in Gegenwart von M.HhaI 
(11 µM) in M.HhaI-Bindungspuffer; Detektion bei 260 nm. Die Chromatogramme zeigen das 
reine Substrat 13-CG (1), die Reaktionsansätze nach 0 h (2) und 1 h (3) Inkubation bei 37°C 
sowie nach Inkubation bei 37°C für 1 h und anschließender thermischer Denaturierung von 
M.HhaI für 30 min bei 65°C (4). Rechts: AE-HPLC-Analyse der Reaktion von M.HhaI 
(1.5 µM) mit aufgereinigtem Kupplungsprodukt 13-CGAz (1 µM) in M.HhaI-Bindungspuffer; 
Detektion bei 260 nm. Die Chromatogramme zeigen das reine Kupplungsprodukt 13-CGAz 
(1), die Reaktionsansätze nach 0 h (2) und 2 h (3) Inkubation bei 37°C sowie nach 
Inkubation bei 37°C für 2 h und anschließender thermischer Denaturierung von M.HhaI für 
30 min bei 65°C (4). 
 
Direkt nach der Zugabe von M.HhaI und Az zu Duplex-ODN 13-CG (tR = 21.2 min) konnte 
ein neues Signal (tR = 9.8 min) mit verändertem Verhältnis der UV-Absorptionen bei 260 nm 
und 280 nm beobachtet werden (E260/E280(13-CG) = 1.90; E260/E280(M.HhaI-
13-CGAz) = 1.62). Analog zum Experiment mit M.TaqI konnte dieses Signal daher dem 
binären Komplex aus MTase und markiertem Duplex-ODN zugeordnet werden. Nach 1 h 
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Inkubation war das Substrat 13-CG überwiegend umgesetzt und das neue Signal erreichte 
seine maximale Größe. Das Kupplungsprodukt 13-CGAz (tR = 20.0; E260/E280 = 1.93) wurde 
anschließend durch thermische Denaturierung von M.HhaI vollständig aus dem 
Enzymkomplex freigesetzt und mittels AE-HPLC isoliert. 
Im zweiten Teil des Experiments konnte M.HhaI durch Zugabe des aufgereinigten 
Kupplungsprodukts 13-CGAz im binären Komplex erhalten werden (Abbildung 4.3). Sofort 
zu Beginn der Inkubation wurde erneut die Bildung des M.HhaI-13-CGAz-Komplexes 
beobachtet (tR = 9.8, E260/E280 = 1.62). Die Komplexbildung war nach 2 h Inkubation fast 
vollständig und die nachfolgende thermische Denaturierung von M.HhaI führte zur 
vollständigen Freisetzung des Kupplungsprodukts 13-CGAz aus dem Enzymkomplex. 
Die hohe Stabilität der binären Komplexe aus M.TaqI bzw. M.HhaI mit den Az-
Kupplungsprodukten 14-ATAz bzw. 13-CGAz steht im klaren Gegensatz zu den Komplexen 
mit den betreffenden Methylierungsprodukten, die bei Verwendung des natürlichen Cofaktors 
AdoMet entstehen. Analoge Signale für MTase-Methylierungsprodukt-Komplexe können in 
der AE-HPLC-Analyse nicht beobachtet werden, d.h. diese Komplexe sind zu instabil. Wie 
die Experimente mit aufgereinigten Az-Kupplungsprodukten zeigen, sind die MTasen 
scheinbar in der Lage, die modifizierte Base erneut in ihrem aktiven Zentrum zu binden. 
Offenbar fungiert das Az-Kupplungsprodukt als Bisubstratanalogon für die DNA und den 
Cofaktor AdoMet und bildet daher einen besonders stabilen Komplex mit den DNA-MTasen. 
Das Cofaktoranalogon Az kann demnach als eine Art Selbstmordsubstrat für DNA-MTasen 
betrachtet werden. Die kovalente Verbindung zwischen Cofaktor und Zielbase liegt dabei für 
M.HhaI vermutlich in einem Kanal des Enzyms, durch den normalerweise der Transfer der 
aktivierten Methylgruppe des natürlichen Cofaktors AdoMet stattfindet. 
Das Konzept, beide Substrate einer enzymkatalysierten bimolekularen Reaktion miteinander 
zu einem Bisubstrataddukt zu verknüpfen, wird bereits seit längerem als rationaler Ansatz für 
die Entwicklung von kompetitiven Inhibitoren genutzt (Broom, 1989; Inglese et al., 1989; 
Paulini et al., 2006). Neben einem günstigen entropischen Effekt zielt es darauf ab, die 
Bindungsenergie der beiden individuellen Substrate in einem Molekül zu vereinen und auf 
diese Weise Inhibitoren mit besonders hohen Bindungsaffinitäten zu erzeugen. Für Protein-
MTasen wurden Bisubstratanalogon-Komplexe bereits mit synthetischen Cofaktoren erzeugt, 
die im Gegensatz zu Az erst in situ an der 5’-Position eine reaktive Aziridinium-Verbindung 
bilden (Stickstoff-Lost-Verbindung; Osborne et al., 2008). Außerdem wurde demonstriert, 
dass diese Bisubstratanaloga in der Lage sind, Protein-MTasen zu inhibieren. Der Einsatz von 
Az-markierten Duplex-ODN als DNA-MTase-Inhibitoren ist somit ebenfalls denkbar. Die 
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kinetischen und thermodynamischen Eigenschaften der Komplexe von M.TaqI und M.HhaI 
mit ihren Az-Kupplungsprodukten sollen daher in den beiden folgenden Unterkapiteln 
untersucht werden. 
 
 
4.1.2 Thermodynamische Charakterisierung der Komplexe von M.TaqI 
und M.HhaI mit ihren Az-DNA-Kupplungsprodukten 
 
Es wurden kompetitive Titrationen mit zwei fluoreszenzsondierten Duplex-ODN 
durchgeführt, um die Dissoziationskonstante des M.TaqI-14-ATAz-Komplexes zu bestimmen 
(Abbildung 4.4). Dabei wurde einerseits das 2Ap-markierte Duplex-ODN 14-2T verwendet, 
dessen Komplex mit M.TaqI eine Dissoziationskonstante von Kd = 1.9 nM aufweist 
(Kapitel 3.3). Zunächst wurde eine kompetitive Titration von 14-2T mit M.TaqI in Gegenwart 
eines Äquivalents des natürlichen Methylierungsprodukts 14-ATMe durchgeführt. Die 
Anwesenheit von 14-ATMe führt nur zu einer geringen Abflachung der Titrationskurve im 
Vergleich zur einfachen Titration von 14-2T mit M.TaqI. Das Methylierungsprodukt bindet 
demnach schlechter an M.TaqI als das 2Ap-markierte Duplex-ODN und die 
Kurvenanpassung nach dem Modell mit zwei Komplexspezies (Anhang) ergibt einen Wert 
von Kd(14-ATMe-M.TaqI) = 16 nM. In Gegenwart einer äquimolaren Menge von Duplex-
ODN 14-ATAz zeigt die Titration von 14-2T mit M.TaqI jedoch einen sigmoidalen 
Kurvenverlauf. Das Az-Kupplungsprodukt bindet also deutlich besser an M.TaqI als die 
Duplex-ODN 14-2T und 14-ATMe. Die Kurvenanpassung liefert einen Wert von Kd(14-ATAz-
M.TaqI) = 56 pM. Da die Kurve nach Zugabe des ersten Äquivalents M.TaqI sehr scharf 
abknickt und die 2Ap-Fluoreszenzintensität abrupt zu steigen beginnt, lässt sich die 
Dissoziationskonstante aus diesem Experiment allein jedoch nur ungenau ermitteln. 
Deshalb wurde zusätzlich eine kompetitive Titration mit fluoreszenzmarkiertem Duplex-ODN 
14-(APyr)-Me durchgeführt (Abbildung 4.4). Es enthält anstelle des natürlichen Zielbasen-
partners Thymin das fluoreszierende Basensurrogat Pyren (Pyr). Analog zu 2Ap-markierten 
Duplex-ODN zeigt auch 14-(APyr)-Me bei der Komplexbildung mit M.TaqI einen deutlichen 
Anstieg der Fluoreszenzintensität. Seine Bindungsaffinität zu M.TaqI ist jedoch sehr viel 
höher (Kd(14-(APyr)-Me-M.TaqI) = 2.8 pM, Kapitel 4.2) und die Titration mit M.TaqI zeigt in 
Gegenwart eines Äquivalents 14-ATAz keinen sigmoidalen Kurvenverlauf. Das Az-
Kupplungsprodukt 14-ATAz bindet demnach schlechter an M.TaqI als das Duplex-ODN 
14-(APyr)-Me, die Kurvenanpassung ergibt einen Wert von Kd(14-ATAz-M.TaqI) = 83 pM. Da 
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die Kurve nach Zugabe eines Äquivalents M.TaqI ein scharfes Abknicken in die Sättigung 
zeigt, kann auch mit dieser Titration allein die Dissoziationskonstante nur ungenau bestimmt 
werden. Durch die beiden Titrationen mit einem schlechter (14-2T) und einem besser 
bindenden Kompetitor (14-(APyr)-Me) ist jedoch sowohl eine obere als auch eine untere 
Grenze für Kd(14-ATAz-M.TaqI) gegeben. Der Wert kann deshalb sehr zuverlässig auf einen 
Bereich von ca. 50–100 pM eingegrenzt werden. Das Az-Kupplungsprodukt bindet 
demzufolge ca. 200mal besser an M.TaqI als das natürliche Methylierungsprodukt und ca. 
fünfmal besser als das natürliche Substrat (Kd(14-AT-M.TaqI) = 0.34 nM, Kapitel 3.3). 
 
 
Abbildung 4.4. Links: Verlauf der 2Ap-Fluoreszenzintensität (Ex = 320 nm; Em = 384 nm) 
bei Zugabe von M.TaqI zu Duplex-ODN 14-2T (100 nM) in Abwesenheit (Dreiecke) und 
Gegenwart von Duplex-ODN 14-ATMe (100 nM, Rauten) oder 14-ATAz (100 nM, Quadrate) in 
M.TaqI-Bindungspuffer bei 25°C. Die roten Linien zeigen das Ergebnis der 
Kurvenanpassungen. Rechts:. Verlauf der Pyr-Fluoreszenzintensität (Ex = 350 nm; 
Em = 395 nm) bei Zugabe von M.TaqI zu Duplex-ODN 14-(APyr)-Me (10 nM) in Gegenwart 
von Duplex-ODN 14-ATAz (10 nM) in M.TaqI-Bindungspuffer bei 25°C. Die rote Linie zeigt 
das Ergebnis der Kurvenanpassung. 
 
Eine analoge kompetitive Titration mit 2Ap-markiertem Duplex-ODN 25-2G zur 
Bestimmung von Kd(13-CGAz-M.HhaI) ist leider nicht praktikabel, da nach jeder 
Enzymzugabe mehrere Stunden vergehen, ehe sich das Gleichgewicht eingestellt hat. Die 
Ursache hierfür ist offenbar die deutlich geringere Dissoziationsgeschwindigkeit von M.HhaI-
DNA-Komplexen gegenüber M.TaqI-DNA-Komplexen. So beträgt z.B. die Geschwindig-
keitskonstante für die Dissoziation des Methylierungsprodukts für M.TaqI koff = 4.5 s-1 (Holz, 
1998), im Falle von M.HhaI aber nur 0.05 s-1 (Daujotyte et al., 2004). Für das sehr gut 
bindende Duplex-ODN 25-2G (Kd(25-2G-M.HhaI) = 10 pM, Daujotyte et al., 2004) sollte die 
Dissoziation sogar noch stärker verlangsamt sein. 
Damit die Dissoziationskonstante des 13-CGAz-M.HhaI-Komplexes dennoch ungefähr 
bestimmt werden kann, wurde ein Verdrängungsexperiment durchgeführt (Abbildung 4.5). 
Dabei wurden äquimolare Mengen der Duplex-ODN 25-2G und 13-CGAz mit einem 
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Äquivalent M.HhaI versetzt und der Verlauf der 2Ap-Fluoreszenzintensität beobachtet. Das 
Fluoreszenzsignal stieg nach der Enzymzugabe sprunghaft von ca. 100 a.u. auf ca. 270 a.u. 
an. Dieser Intensitätsanstieg wird nicht durch die Anwesenheit von 13-CGAz beeinflusst 
(Abbildung 4.5) und auch Experimente mit Zugaben von größeren Enzymmengen zeigten 
dieselbe Amplitude. Das Duplex-ODN 25-2G liegt demnach zum Zeitpunkt t = 0 min 
vollständig im Komplex mit M.HhaI vor. Die Bildung des M.HhaI-Komplexes mit Duplex-
ODN 25-2G muss daher sehr viel schneller erfolgen als die mit Duplex-ODN 13-CGAz, 
möglicherweise weil die Aufnahme des Az-modifizierten Cytosins in das aktive Zentrum des 
Enzyms kinetisch gehemmt ist. 
 
Abbildung 4.5. Links: Verlauf der 2Ap-Fluoreszenzintensität (Ex = 320 nm; Em = 384 nm) 
bei Zugabe von M.HhaI zu Duplex-ODN 25-2G (100 nM) in Abwesenheit (rot) und 
Gegenwart (schwarz) von Duplex-ODN 14-ATAz (100 nM) in M.HhaI-Bindungspuffer bei 
25°C. Rechts: Vergrößerung des Signalverlaufs zu Beginn des Experiments. 
 
Während die 2Ap-Fluoreszenzintensität in Abwesenheit von 13-CGAz über einen Zeitraum 
von mehreren Stunden konstant bleibt, nähert sie sich in Gegenwart von 13-CGAz im Verlauf 
der nächsten Stunden einem Wert von ca. 200 a.u. an. In dieser Zeit erfolgt offenbar eine 
Verdrängung des 25-2G durch das 13-CGAz aus dem M.HhaI-Komplex, was eine Abnahme 
des 2Ap-Signals auf etwa die Hälfte der Anfangsamplitude zur Folge hat. Die 
Dissoziationskonstante des 13-CGAz-M.HhaI-Komplexes scheint daher die gleiche 
Größenordnung zu haben wie die des 25-2G-M.HhaI-Komplexes, für den ein Wert von 
Kd(25-2G-M.HhaI) = 10 pM bestimmt wurde (Daujotyte et al., 2004). Sie ist allerdings 
wesentlich niedriger als im Falle des natürlichen Substrats (Kd(13-CG-M.HhaI) = 1.0 nM, 
Vilkaitis et al., 2001). Die Dissoziationskonstanten der Komplexe von M.TaqI und M.HhaI 
mit ihren Az-Kupplungsprodukten sind also ähnlich, mit einem etwas niedrigeren Wert für 
den M.HhaI-Komplex. Tabelle 4.1 fasst die Dissoziationskonstanten für die Messungen aus 
den Abbildungen 4.4 und 4.5 zusammen. 
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Tabelle 4.1. Dissoziationskonstanten von MTase-DNA-Komplexen für die Messungen aus 
den Abbildungen 4.4 und 4.5 sowie einige andere relevante Parameter. 
M.TaqI-Komplex Kd / pM  M.HhaI-Komplex Kd / pM 
14-ATAz-M.TaqI 56a / 83b  13-CGAz-M.HhaI ≈10 
14-AT-M.TaqI 340c  13-CG-M.HhaI 1000e 
14-ATMe-M.TaqI 16000    
14-2T-M.TaqI 1900c  25-2G-M.HhaI 10f 
14-(APyr)-Me-M.TaqI 2.8d    
a Kompetitive Titration mit 14-2T. 
b Kompetitive Titration mit 14-(APyr)-Me. 
c Kapitel 3.3. 
d Kapitel 4.2. 
e Vilkaitis et al., 2001. 
f Daujotyte et al., 2004. 
 
 
4.1.3 Kinetische Charakterisierung der Komplexe von M.TaqI und 
M.HhaI mit ihren Az-Kupplungsprodukten 
 
Die Geschwindigkeitskonstante der 14-ATAz-M.TaqI-Dissoziation, koff(14-ATAz-M.TaqI), 
wurde durch kinetische Verdrängungsexperimente mit den beiden fluoreszenzsondierten 
Duplex-ODN 14-2T und 14-(APyr)-Me ermittelt (Abbildung 4.6). Dazu wurden äquimolare 
Mengen von M.TaqI und dem Az-Kupplungsprodukt 14-ATAz für 25 min vorinkubiert, damit 
sich der 14-ATAz-M.TaqI-Komplex vollständig bilden kann. Dann wurden 50 Äquivalente 
14-2T bzw. zwei Äquivalente 14-(APyr)-Me zugefügt und die Zunahme der Signalintensität 
der jeweiligen Fluoreszenzsonde verfolgt. Dieser Anstieg wird durch die Bindung des 
fluoreszenzmarkierten Duplex-ODN an M.TaqI hervorgerufen. Für diesen Prozess ist die 
Dissoziation des Az-Kupplungsprodukts aus dem M.TaqI-Komplex geschwindigkeits-
bestimmend, so dass mit diesem Experiment direkt koff(14-ATAz-M.TaqI) gemessen werden 
kann. Dabei wurde durch den 50fachen Überschuss des schwächer bindenden Kompetitors 
14-2T darauf geachtet, dass wirklich eine vollständige Verdrängung stattfindet. Die 
Kurvenanpassungen erfolgten nach einem monoexponentiellen Modell (Anhang), ohne einen 
zusätzlichen Parameter für die Endsteigung zu verwenden. Im Experiment mit 14-2T als 
Kompetitor wurde auf diese Weise koff(14-ATAz-M.TaqI) = 2.9 h-1 und im Experiment mit 
14-(APyr)-Me als Kompetitor wurde koff(14-ATAz-M.TaqI) = 1.5 h-1 ermittelt. Beide Werte 
stimmen im Rahmen der Messgenauigkeit gut überein. Die Dissoziation des 14-ATAz-
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M.TaqI-Komplexes ist demnach ca. 5000mal bis 10000mal langsamer als die des natürlichen 
Produktkomplexes, für den ein Wert von koff = 4.5 s-1 bestimmt wurde (Holz, 1998). 
 
Abbildung 4.6. Links: Verlauf der 2Ap-Fluoreszenzintensität (Ex = 320 nm; Em = 384 nm) 
nach Zugabe von Duplex-ODN 14-2T (5 µM) zu einer Lösung von M.TaqI (100 nM) und 
Duplex-ODN 14-ATAz (100 nM) in M.TaqI-Bindungspuffer, die zuvor für 25 min bei 25°C 
vorinkubiert wurde. Die rote Linie zeigt das Ergebnis der Kurvenanpassung. Rechts: Verlauf 
der Pyr-Fluoreszenzintensität (Ex = 350 nm; Em = 395 nm) nach Zugabe von Duplex-ODN 
14-(APyr)-Me (20 nM) zu einer Lösung von M.TaqI (10 nM) und Duplex-ODN 14-ATAz (10 nM) 
in M.TaqI-Bindungspuffer, die zuvor für 25 min bei 25°C vorinkubiert wurde. Die rote Linie 
zeigt das Ergebnis der Kurvenanpassung. 
 
Die Geschwindigkeitskonstante der 13-CGAz-M.HhaI-Dissoziation, koff(13-CGAz-M.HhaI), 
wurde durch ein analoges Verdrängungsexperiment mit 2Ap-markiertem Duplex-ODN 25-2G 
bestimmt (Abbildung 4.7). Hierzu wurden äquimolare Mengen von M.HhaI und dem Az-
Kupplungsprodukt 13-CGAz für 25 min vorinkubiert und das Az-markierte Duplex-ODN 
anschließend durch die Zugabe von 50 Äquivalenten 25-2G aus dem Komplex mit M.HhaI 
verdrängt. Die monoexponentielle Kurvenanpassung an das 2Ap-Fluoreszenzsignal liefert 
einen Wert von koff(13-CGAz-M.HhaI) = 0.04 h-1. Die lange Messdauer ist aufgrund von 
Verdunstungseffekten oder Enzymdenaturierung problematisch und führt zu einer relativen 
hohen Endsteigung, die mit 0.42 a.u. / h-1 bei der Kurvenanpassung berücksichtigt wurde. 
Dennoch zeigt das Experiment deutlich, dass die Dissoziation des 13-CGAz-M.HhaI-
Komplexes um etwa zwei Größenordnungen langsamer ist als die des 14-ATAz-M.TaqI-
Komplexes und etwa 5000mal langsamer als die des natürlichen Produktkomplexes 
(koff = 0.05 s-1; Daujotyte et al., 2004). Die langsamere Dissoziation des 13-CGAz-M.HhaI-
Komplexes ist vermutlich der Grund dafür, dass in der AE-HPLC-Analyse (Abbildung 4.3) 
im Gegensatz zum M.TaqI-Experiment kaum freies Az-Kupplungsprodukt zu beobachten ist. 
Tabelle 4.2 fasst die ermittelten Dissoziationskonstanten für die Verdrängungsexperimente 
aus den Abbildungen 4.6 und 4.7 zusammen. 
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Abbildung 4.7. Verlauf der 2Ap-Fluoreszenzintensität nach Zugabe von Duplex-ODN 25-2G 
(5 µM) zu einer Lösung von M.HhaI (100 nM) und Duplex-ODN 13-CGAz (100 nM) in M.HhaI-
Bindungspuffer, die zuvor für 25 min bei 25°C vorinkubiert wurde. Die rote Linie zeigt das 
Ergebnis der Kurvenanpassung. 
 
Tabelle 4.2. Geschwindigkeitskonstanten für die Dissoziation von M.Tase-Komplexen mit 
Az-Kupplungsprodukten bzw. den natürlichen Methylierungsprodukten. 
M.TaqI-Komplex koff / h-1  M.HhaI-Komplex koff / h-1 
14-ATAz-M.TaqI 2.9a / 1.5b  13-CGAz-M.HhaI 0.04 
14-ATMe-M.TaqI 16200c  13-CGMe-M.HhaI 180 
a Verdrängung mit 14-2T. 
b Verdrängung mit 14-(APyr)-Me. 
c Holz, 1998. 
d Daujotyte et al., 2004. 
 
 
4.1.4 Isolierung von M.TaqI aus E. coli Zelllysat 
 
Die große Stabilität von MTase-Komplexen mit Az-Kupplungsprodukten kann zur 
hochspezifischen Isolierung der DNA-MTasen aus komplexen Zelllysaten genutzt werden 
(Schema 4.2). Dazu wird ein 5’-endständig Biotin-markiertes Duplex-ODN, das die 
Erkennungssequenz der zu isolierenden DNA-MTase enthält, in Gegenwart eines Aziridin-
Cofaktoranalogons mit dem Zelllysat inkubiert. Dabei kommt es zur Kupplung des Cofaktor-
analogons und zum Einfangen der DNA-MTase auf dem Duplex-ODN. Anschließend kann 
der Komplex durch Zugabe von Streptavidin-modifizierten magnetischen Partikeln, die an die 
5’-Biotin-Gruppe mit hoher Affinität binden, mittels Magnetpräzipitation aus der Lösung 
isoliert werden. 
Die Leistungsfähigkeit dieser Methode wurde von P. Poot im Experiment mit der DNA-
MTase M.TaqI, die in E. coli überexprimiert wurde, demonstriert. Dabei zeigte sich, dass an 
der 6-Position modifizierte Az-Derivate noch besser für das Einfangen von M.TaqI auf 
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Duplex-ODN geeignet sind und drastischeres Waschen nach erfolgter Magnetpräzipitation 
erlauben. Deshalb wurde in diesen Experimenten ein 6-Bodipy®FL-modifiziertes Az-Derivat 
verwendet (6BdAz), das hierfür von Dr. M. Hüben (geb. Lugowski) freundlicherweise zur 
Verfügung gestellt wurde. Das Zelllysat wurde außerdem vor der Zugabe von 6BdAz einer 
Gelfiltration unterzogen, um eine möglichst große Menge des natürlichen Cofaktors AdoMet 
abzutrennen. Dadurch sollte die konkurrierende Methylierungsreaktion, bei der M.TaqI nicht 
auf dem Duplex-ODN eingefangen wird, unterdrückt werden. 
 
Schema 4.2. Prinzip der Isolierung von M.TaqI (rot) aus E. coli Zelllysat mit Hilfe des 
Aziridin-Cofaktoranalogons 6BdAz (grün). Ein 5’-Biotin (Bio) markiertes Duplex-ODN mit 
M.TaqI-Erkennungssequenz wird mit dem Zelllysat in Gegenwart von 6BdAz inkubiert. Dies 
führt zur festen Bindung des Enzyms auf dem 6BdAz-modifizierten Duplex-ODN. Dieser 
Komplex kann nachfolgend durch Zugabe von Streptavidin-modifizierten magnetischen 
Partikeln (blau) und Magnetpräzipitation isoliert werden. 
 
In Abbildung 4.8 ist die gelelektrophoretische Analyse unter denaturierenden Bedingungen 
(SDS-PAGE-Analyse) des Reaktionsansatzes sowie von zwei Kontrollreaktionen gezeigt. Der 
E. coli-Stamm, aus dem das Zelllysat in der ersten Kontrollreaktion erzeugt wurde, enthält 
keinen M.TaqI-Expressionsvektor und in der zweiten Kontrollreaktion wurde kein 6BdAz 
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zum Reaktionsansatz hinzugegeben. Die Analyse der magnetpräzipitierten Fraktionen zeigte 
in beiden Fällen erwartungsgemäß keine M.TaqI-Bande. Stattdessen sind im wesentlichen 
drei unspezifische Banden (B, U und S) zu erkennen, von denen zwei Streptavidin und 
Rinderserumalbumin (bovine serum albumine, BSA) zuzuordnen sind. Diese beiden Proteine 
stammen von den eingesetzten magnetischen Partikeln. Die Analyse des Reaktionsansatzes 
zeigt jedoch eine sehr intensive zusätzliche Bande (M), die durch Vergleich mit einer 
aufgereinigten Probe M.TaqI zugeordnet werden kann. Darüber hinaus sind nur wenige und 
deutlich schwächere weitere Banden zu erkennen. 
 
Abbildung 4.8. Von P. Poot durchgeführte SDS-PAGE-Analyse zur Isolierung von M.TaqI 
aus E. coli Zelllysat (10 µl). Spur 1: Molekulargewichts-Standard; Spuren 2–4: Zelllysat mit 
und ohne M.TaqI-Expression in Gegenwart von Duplex-ODN 14-AT-Bio (50 pmol) sowie in 
An- und Abwesenheit von 6BdAz (10 nmol), jeweils 5% des Reaktionsansatzes; Spuren 5–7: 
Verbleibende 95% der Reaktionsansätze nach Magnetpräzipitation und Waschen; Spur 8: 
200 ng aufgereinigte M.TaqI. B: BSA; M: M.TaqI; S: Streptavidin; U: Nicht identifiziert. 
 
Die enorme Spezifität dieser Methode, bei der neben der Gelfiltration kein weiterer 
säulenchromatographischer Reinigungsschritt erfolgt, wird durch einen Vergleich mit SDS-
PAGE-Analysen aus routinemäßig durchgeführten M.TaqI-Präparationen besonders deutlich 
(Abbildung 4.9). Diese Prozedur dauert mehrere Tage und erst die Fraktionen aus dem vierten 
säulenchromatographischen Reinigungsschritt haben eine vergleichbare Reinheit. Ehe 
Bisubstratanaloga allerdings als neues Verfahren zur M.TaqI-Isolierung eingesetzt werden 
können, muss eine Methode entwickelt werden, um M.TaqI unter milden Bedingungen vom 
Az-DNA-Kupplungsprodukt abzutrennen. Dies ist für das 6BdAz-Kupplungsprodukt 
aufgrund der sehr hohen Komplexstabilität bislang nicht gelungen, ohne M.TaqI dabei zu 
denaturieren. Im analogen Fall der Protein-MTasen konnte die prinzipielle Möglichkeit der 
Enzymseparation jedoch bereits mittels Dialyse demonstriert werden (Osborne et al., 2008). 
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Die Verwendung von anderen Az-Derivaten als 6BdAz könnte außerdem zu 
Bisubstratanaloga führen, deren Komplexe mit M.TaqI oder anderen DNA-MTasen eine 
passende Komplexstabilität aufweisen. 
 
 
Abbildung 4.9. Von K. Glensk durchgeführte SDS-PAGE-Analysen zu verschiedenen 
Stadien einer routinemäßig durchgeführten Präparation von M.TaqI aus E. coli Zellkulturen. 
Spuren 1-7: Aufeinanderfolgende Fraktionen aus der ersten säulenchromatographischen 
Aufreinigung; Spuren 8-15: Aufeinanderfolgende Fraktionen aus der vierten säulenchromato-
graphischen Aufreinigung. M: M.TaqI. 
 
 
4.1.5 Kapitelzusammenfassung und Ausblick 
 
DNA-MTasen können auf Duplex-ODN mit betreffender Erkennungssequenz durch die 
Verwendung des Aziridin-Cofaktoranalogons Az eingefangen werden. Dies wurde mittels 
AE-HPLC-Analyse für M.TaqI und M.HhaI demonstriert. Die entstandenen Az-DNA-
Kupplungsprodukte fungieren dabei als Bisubstratanaloga, deren MTase-Komplexe durch 
besonders hohe thermodynamische und kinetische Stabilität gekennzeichnet sind. Die 
Dissoziationskonstanten konnten durch Fluoreszenzmessungen mit 2Ap- und Pyr-sondierten 
Duplex-ODN bestimmt werden. Im Falle von M.TaqI ist der Kd-Wert des Az-Kupplungs-
produkts ca. 200mal kleiner als der Kd-Wert des natürlichen Methylierungsprodukts. Die 
Geschwindigkeitskonstanten für die Dissoziation der DNA-MTasen aus dem Komplex mit 
den Az-DNA-Kupplungsprodukten konnten ebenfalls fluoreszenzspektroskopisch mit Hilfe 
von 2Ap- und Pyr-sondierten Duplex-ODN gemessen werden. Sie sind sowohl für M.TaqI als 
auch für M.HhaI zwischen 5000mal und 10000mal kleiner als für die natürlichen 
Methylierungsprodukte. Es sind demnach sowohl thermodynamische als auch kinetische 
Gründe dafür verantwortlich, dass die MTase-Komplexe mit Az-DNA-Kupplungsprodukten 
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stabil genug sind, um sie in der AE-HPLC-Analyse beobachten zu können. Aufgrund dieser 
Eigenschaften stellen Az-Cofaktoren aussichtsreiche Kandidaten für MTase-Inhibitoren dar. 
Das Einfangen von DNA-MTasen auf Biotin-markierten Duplex-ODN mittels Aziridin-
Cofaktoranaloga kann dazu verwendet werden, um sie aus komplexen Zelllysaten zu 
isolieren. Dies wurde von P. Poot für M.TaqI und das Az-Derivat 6BdAz gezeigt. Es bleibt 
jedoch noch nachzuweisen, dass das isolierte Enzym unter milden Bedingungen vom 
Bisubstratanalogon getrennt werden kann, bevor die derzeitige aufwendige M.TaqI-
Aufreinigung durch das neue Verfahren ersetzt werden kann. Experimente mit Protein-
MTasen haben aber bereits die prinzipielle Realisierbarkeit gezeigt (Osborne et al., 2008) und 
es ist sehr wahrscheinlich, dass auch andere DNA-MTasen auf diese Weise isoliert werden 
können. 
Eine weitere interessante Anwendungsmöglichkeit dieser neuen Technologie besteht in der 
Erforschung von bisher unbekannten DNA-MTasen. Dazu könnte der Methylierungsstatus 
von DNA aus verschiedenen Organismen mittels Bisulfit-Sequenzierung (Kapitel 4.4) auf 
methylierte Sequenzen hin untersucht werden, zu denen bislang keine DNA-MTasen bekannt 
sind. Diese könnten dann durch den Einsatz von Biotin-markierten Duplex-ODN mit 
betreffender Erkennungssequenz nach dem hier geschilderten Verfahren isoliert und mittels 
Massenspektrometrie identifiziert werden. 
Die gezielte Manipulation von Duplex-DNA für nanotechnologische Anwendungen ist 
ebenfalls möglich. So könnte die feste Bindung von DNA-MTasen auf Duplex-DNA dazu 
dienen, die modifizierte Base in einen extrahelikalen Zustand zu überführen. Thermische 
Denaturierung des Enzyms oder die Zugabe von Proteinase könnte die Base wieder in ihre 
ursprüngliche innerhelikale Position zurückbringen. Da das base flipping der Zielbase die 
elektrische Leitfähigkeit der Duplex-DNA beeinflusst (Rajski & Barton, 2001; Wagenknecht 
et al., 2001), könnte auf diese Weise ein Nanoschalter realisiert werden. 
4.2   Basensurrogate als Zielbasenpartner in MTase-DNA-Komplexen 
 81
4.2 Basensurrogate als Zielbasenpartner in MTase-DNA-
Komplexen 
 
In Kooperation mit Prof. Dr. O. Seitz, Humboldt-Universität zu Berlin 
 
DNA-MTasen müssen die Watson-Crick-Wasserstoffbrückenbindungen der Zielbase 
aufbrechen und die Konformation der DNA-Doppelhelix drastisch verändern, um ihre 
Zielbase ins aktive Zentrum herauszuklappen und dort zu modifizieren (Kapitel 1.3). Dabei 
wird an der Ausgangsposition der Zielbase eine scheinbare abasische Stelle (abasic site) 
erzeugt, so dass dort keine -Stapelwechselwirkungen mit den Nachbarbasen mehr 
ausgebildet werden können. Der hohe Energieaufwand, der für diese konformationelle 
Modifikation nötig ist, wird jedoch nicht von einer externen Energiequelle (z.B. ATP) 
getragen. Vielmehr genügen hierfür die neugebildeten Enzym-DNA-Kontakte, die in 
manchen Fällen außerdem die Anwesenheit des Cofaktors erfordern (Roberts, 1995). Im 
aktiven Zentrum des Enzyms bilden sich zahlreiche neue Wechselwirkungen zwischen der 
Zielbase und Aminosäureresten. Darüber hinaus geht aus vielen Kristallstrukturen von DNA-
MTasen im Komplex mit DNA hervor, dass auch die Stabilisierung der scheinbaren abasic 
site für das base flipping eine bedeutende Rolle spielt. Bislang wurden drei Stabilisierungs-
mechanismen entdeckt (Abbildungen 4.9 und 4.10; Blumenthal & Cheng, 2001). 
 
Abbildung 4.9. Kristallstrukturen der DNA-MTasen (grün) M.HhaI (links), M.HaeIII (Mitte) 
und M.TaqI (rechts) mit gebundener DNA (rot). AdoHcy in der Struktur mit M.HhaI und das 
Cofaktoranalogon AETA in der Struktur mit M.TaqI sind pink dargestellt. 
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Abbildung 4.10. Darstellung der DNA-Konformation (rot) im Bereich der Zielbase und ihrer 
Partnerbase (blau), wie sie in den Kristallstrukturen mit M.HhaI (links), M.HaeIII (Mitte) und 
M.TaqI (rechts) gefunden wurde. Die insertierten Aminosäuren Gln237 (links) und Ile221 
(Mitte) sind grün dargestellt. 
 
In der Kristallstruktur der DNA-Cytosin-C5-MTase M.HhaI aus Haemophilus haemolyticus 
im Komplex mit DNA (Klimašauskas et al., 1994) ist zu sehen, dass Gln237 in die 
entstehende Lücke insertiert wird. Dort bildet es stabilisierende Wasserstoff-
brückenbindungen zur Watson-Crick-Seite des zurückbleibenden G aus. Bei M.HaeIII wird 
mit Ile221 ebenfalls ein Aminosäurerest insertiert, allerdings wird zusätzlich noch eine 
Umordnung der Basenpaarung beobachtet (Reinisch et al., 1995). Das zurückbleibende G 
paart in der Kristallstruktur mit dem in 3’-Position zur Zielbase benachbarten C. In der 
Kristallstruktur mit M.TaqI (Goedecke et al., 2001) ist hingegen zu erkennen, dass die 
scheinbare abasic site nicht mit Hilfe eines Aminosäurerestes sondern durch ein Nachrücken 
des Zielbasenpartners T in die entstehende Lücke stabilisiert wird. Dadurch kann dieses T 
-Stapelwechselwirkungen mit den Basen des gegenüberliegenden Stranges eingehen. 
Die detaillierten Einblicke, die diese und andere Kristallstrukturen in den base flipping-
Mechanismus von DNA-MTasen geben, führen zu der Frage, ob durch einen Austausch des 
Zielbasenpartners gegen verschiedene Basensurrogate die Komplexstabilität gezielt 
beeinflusst werden kann. Obwohl derzeit ein großes Interesse an synthetischen Nucleotiden 
besteht (Krueger & Kool, 2007; Jung & Marx, 2005; Langenegger & Häner, 2004; Rist & 
Marino, 2002), gibt es nur wenige Beispiele, in denen mit ihrer Hilfe Enzym-DNA-
Wechselwirkungen systematisch modifiziert wurden. In den meisten Fällen dienen sie als 
Fluoreszenzsonden, um die Strukturen von DNA und ihre Wechselwirkungen mit Proteinen 
zu untersuchen. Mit einigen sterisch anspruchsvollen, polycyclischen aromatischen 
Basensurrogaten wurde jedoch demonstriert, dass sie als künstliche Zielbasenpartner die 
Bindungsaffinität von M.TaqI an DNA um mehr als zwei Größenordnungen erhöhen können 
(Beuck et al., 2003; Singh et al., 2004; Beuck, 2004). Diese Ergebnisse wurden in erster Linie 
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darauf zurückgeführt, dass die größeren Basensurrogate effizientere -Stapel-
wechselwirkungen im Vergleich zum natürlichen Zielbasenpartner T eingehen können 
(Kapitel 4.2.1.2). Ähnliche Beobachtungen wurden auch für die Uracil-DNA-Glycosylase 
(UDG) beschrieben (Jiang & Stivers, 2002; Jiang et al., 2001). UDG setzt ebenfalls einen 
base flipping-Mechanismus ein, um ihre Zielbase zu modifizieren, und stabilisiert die dabei 
entstehende scheinbare abasic site analog zu M.HhaI durch die Insertion einer 
Aminosäureseitenkette. Deshalb führt der Einbau eines sterisch anspruchsvollen Pyrenyl-
Basensurrogats als Zielbasenpartner erst in einer UDG-Variante, bei der die betreffende 
Aminosäure entfernt wurde, zu einer erhöhten Komplexstabilität. Im Wildtyp kommt es 
hingegen zum sterischen Konflikt des Basensurrogats mit der Aminosäureseitenkette und nur 
zu einer geringfügig veränderten Bindungsaffinität. 
Im Folgenden sollen Untersuchungen zur Steuerung der DNA-Bindungsaffinität von M.TaqI 
mit Hilfe von polycyclischen aromatischen Basensurrogaten diskutiert werden, die im 
Vergleich zu den bisherigen Messungen (Beuck, 2004) um eine große Anzahl von 
Nucleotiden erweitert wurden (Kapitel 4.2.1). Eine Affinitätsreihenfolge der untersuchten 
Basensurrogate wurde dabei mit Hilfe von kompetitiven Fluoreszenztitrationen mit einem 
Pyren-sondierten Duplex-ODN bestimmt. Diese Methode wurde bislang nicht angewendet, 
liefert aber sehr zuverlässige und zum Teil andere Ergebnisse als bei Beuck (2004). 
Außerdem wurde geprüft, ob sich auch die DNA-Bindung der DNA-Adenin-N6-MTase aus 
E. coli (EcoDam) mittels Einbau von Basensurrogaten beeinflussen lässt (Kapitel 4.2.2). 
 
 
4.2.1 Hydrophobe Basensurrogate als Zielbasenpartner in M.TaqI-DNA-
Komplexen 
 
In der Arbeitsgruppe von Prof. O. Seitz wurden mittels Festphasen-DNA-synthese diverse 
hydrophobe Basensurrogate in ODN 14-/XCGA, welche die M.TaqI-Erkennungssequenz 
5’-TCGA-3’ enthalten, an die Position des Zielbasenpartner-Thymins eingebaut 
(Abbildung 4.11). Im Gegensatz zu den hemimethylierten Duplex-ODN in den anderen 
Kapiteln dieser Arbeit wurden für dieses Projekt unmethylierte Duplex-ODN verwendet. 
Durch die große Molekülvielfalt sollten Strukturen gefunden werden, welche die scheinbare 
abasic site besser stabilisieren können als der natürliche Zielbasenpartner T und somit zu 
besonders stabilen M.TaqI-DNA-Komplexen führen. Die Bindungsaffinitäten von M.TaqI an 
die betreffenden Duplex-ODN 14-(AX)-Me wurden für die Vertreter der obersten Reihe (1-Na 
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bis Pyr) in Abbildung 4.11 bereits von Beuck (2004) untersucht. Dabei gelang es auch, die 
Kristallstrukturen von Duplex-ODN 10-APyr und 10-A2-Na im Komplex mit M.TaqI und 
Cofaktoranalogon AETA zu bestimmen (Abbildungen 4.12 und 4.13). 
 
 
Abbildung 4.11. Basensurrogate, die in der Arbeitsgruppe von O. Seitz mittels Festphasen-
DNA-Synthese in ODN 14-/XCGA eingebaut wurden. R kennzeichnet die -glykosidisch 
angebundene 2’-Desoxyriboseeinheit. 
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Abbildung 4.12. Kristallstrukturen der ternären Komplexe von M.TaqI (grün) mit DNA (rot) 
und Cofaktoranalogon AETA (pink). An der Position des Zielbasenpartners befinden sich T 
(links), Pyr (Mitte) oder 2-Na (rechts). 
 
 
Abbildung 4.13. Links: Überlagerung der DNA-Konformationen im Bereich der Zielbase aus 
den Kristallstrukturen von M.TaqI mit DNA, die T (grün), Pyr (blau) oder 2-Na (rot) als 
Zielbasenpartner enthält (Abbildung 4.12). Rechts: Vergrößerte Ansicht (teilweise als 
Kalottenmodell) des ausgeklappten Zieladenins und des nachgerückten Pyr-Basensurrogats 
(orange) in der Kristallstruktur des M.TaqI-DNA-Komplexes mit AETA (pink). 
 
Beide Komplexe zeigen größtenteils die gleiche Konformation, allerdings unterscheiden sie 
sich signifikant von der Komplexstruktur mit T als Zielbasenpartner (Goedecke et al., 2001). 
Dort ist das Zucker-Phosphat-Rückgrat neben dem Zieladenin in Richtung zum 3’-benachbar-
ten T deutlich eingeknickt und es werden keine -Stapelwechselwirkungen ausgebildet 
(Abbildung 4.13). Mit Pyr oder 2-Na als Zielbasenpartner tritt diese DNA-Deformation 
hingegen nicht auf und es kommt zur Ausbildung von -Stapelwechselwirkungen zwischen 
den Basensurrogaten und dem 3’-benachbarten T. 
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4.2.1.1 Kompetitive Fluoreszenztitrationen mit Pyren-sondierten Duplex-ODN 
 
Die Methode, mit der die Bindungsaffinitäten von M.TaqI an die Duplex-ODN 14-(AX)-Me 
bestimmt wurden, beruht auf den vorteilhaften Fluoreszenzeigenschaften des Pyrenyl-
Basensurrogats (Pyr, Abbildung 4.14). Analog zu den M.TaqI-Titrationen mit 2Ap-sondierter 
DNA (Kapitel 3.2) zeigen auch Duplex-ODN mit Pyr als Zielbasenpartner einen signifikanten 
Fluoreszenzanstieg bei der M.TaqI-Bindung (Abbildung 4.14).  
 
Abbildung 4.14. Links: Fluoreszenz-Excitations- und Fluoreszenz-Emissionsspektren 
(Ex = 350 nm; Em = 395 nm) des Pyr-markierten Duplex-ODN 14-/PyrCGA in Abwesenheit 
(rot) und Gegenwart (grün) von fünf Äquivalenten M.TaqI in M.TaqI-Bindungspuffer bei 25°C. 
Die angegebenen Excitations- und Emissionsmaxima gelten für die Spektren der Duplex-
ODN. Rechts: Strukturformel des Pyr-Basensurrogats. 
 
Die Änderung der Pyr-Fluoreszenz kann dazu genutzt werden, um die Komplexbildung des 
Pyr-markierten Duplex-ODN 14-(APyr)-Me mit M.TaqI fluoreszenzspektroskopisch zu 
verfolgen (Abbildung 4.15). Ähnlich zu Titrationen mit 2Ap-markierten Duplex-ODN führt 
dieses Experiment jedoch zu einem active site-Kurvenverlauf. Die Dissoziationskonstante des 
14-(APyr)-Me-M.TaqI-Komplexes liegt demnach deutlich unterhalb der Duplex-ODN-
Konzentration von 25 nM, bei der die Titration durchgeführt wurde, und kann mit dieser 
Methode nicht genauer bestimmt werden. Wird das Experiment in Gegenwart eines großen 
Überschusses des schlechter bindenden, nicht fluoreszierenden Kompetitors 14-AT 
wiederholt, so ergibt sich ein runder Kurvenverlauf (Abbildung 4.15). Daraus kann mittels 
Kurvenanpassung nach dem Modell mit zwei Komplexspezies (Anhang) unter 
Berücksichtigung des bekannten Wertes Kd(14-AT-M.TaqI) = 0.34 nM (Kapitel 3.3) die zu 
ermittelnde Dissoziationskonstante Kd(14-(APyr)-Me-M.TaqI) = 2.8 pM erhalten werden. 
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Abbildung 4.15. Links: Verlauf der Pyr-Fluoreszenzintensität (Ex = 350 nm; Em = 395 nm) 
bei Zugabe von M.TaqI zu Duplex-ODN 14-(APyr)-Me (25 nM) in M.TaqI-Bindungspuffer bei 
25°C. Rechts: Verlauf der Pyr-Fluoreszenzintensität (Ex = 350 nm; Em = 395 nm) bei 
Zugabe von M.TaqI zu Duplex-ODN 14-(APyr)-Me (25 nM) in Gegenwart von Duplex-ODN 
14-AT (10 µM) in M.TaqI-Bindungspuffer bei 25°C. Die rote Linie zeigt das Ergebnis der 
Kurvenanpassung. 
 
Die Titration von 14-(APyr)-Me mit M.TaqI kann auch in Gegenwart verschiedener Duplex-
ODN 14-(AX)-Me durchgeführt werden, die eines der Basensurrogate aus Abbildung 4.11 
enthalten (Abbildung 4.16). Auf diese Weise können die Bindungsaffinitäten von M.TaqI zu 
den Duplex-ODN 14-(AX)-Me direkt untereinander verglichen werden. 
 
Abbildung 4.16. Verlauf der Pyr-Fluoreszenzintensität (Ex = 350 nm; Em = 395 nm) bei 
Zugabe von M.TaqI zu Duplex-ODN 14-(APyr)-Me (25 nM) in Abwesenheit (Quadrate) und 
Gegenwart von Duplex-ODN 14-(AAce)-Me (50 nM, Dreiecke) oder 14-(ABi1-4)-Me (50 nM, 
Rauten) in M.TaqI-Bindungspuffer bei 25°C. Die roten Linien zeigen die Ergebnisse der 
Kurvenanpassungen. 
 
Aus Tabelle 4.3 geht hervor, dass der Wert für Kd(14-(APyr)-Me-M.TaqI) und die übrigen 
14-(AX)-Me-M.TaqI-Komplexe in einem ähnlichen Bereich liegt. Daher weisen viele der 
kompetitiven Titrationen bereits visuell klar erkennbare Unterschiede in den Kurvenverläufen 
auf. Die kompetitive Titration mit zwei Äquivalenten Duplex-ODN 14-(ABi1-4)-Me zeigt 
beispielsweise einen sigmoidalen Kurvenverlauf, d.h. 14-(ABi1-4)-Me bindet besser an M.TaqI 
als 14-(APyr)-Me. Das analoge Experiment mit 14-(AAce)-Me ähnelt dagegen einer active site-
Titration, bei der die Sättigung erst nach drei Äquivalenten M.TaqI erreicht wird. Die Duplex-
ODN 14-(AAce)-Me und 14-(APyr)-Me haben demzufolge eine ähnlich hohe Bindungsaffinität 
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zu M.TaqI. Da die Titrationen mit Pyr-sondierten Duplex-ODN im Gegensatz zu Titrationen 
mit 2Ap-sondierten Duplex-ODN nur eine sehr geringe Endsteigung aufweisen, besitzen die 
Kurvenanpassungen eine hohe Aussagekraft (Kapitel 3.3). Sie zeigen eine gute Überein-
stimmung mit den experimentellen Werten, insbesondere im Bereich des Anstiegs, der für die 
Bestimmung von Kd(14-(AX)-Me-M.TaqI) relevant ist. Es handelt es sich also um ein sehr 
robustes Verfahren, welches die zuverlässige Bestimmung der Dissoziationskonstanten von 
14-(AX)-Me-M.TaqI-Komplexen erlaubt. 
 
Tabelle 4.3. Ergebnisse aus unterschiedlichen Verfahren zur Bestimmung der 
Dissoziationskonstanten von 14-(AX)-Me-M.TaqI-Komplexen. 
Komplex Kd / pM (Beuck, 2004) Kd / pM (Pyr-Titrationen) 
14-AT-M.TaqI 2900 340a 
14-(APyr)-Me-M.TaqI 30 2.8 
14-(A1-Na)-Me-M.TaqI 400 0.35 
14-(A2-Na)-Me-M.TaqI 1000 0.28 
14-(AAce)-Me-M.TaqI 800 3.4 
14-(ABi1-4)-Me-M.TaqI 200 0.42 
a Kapitel 3.3. 
 
In Tabelle 4.3 sind zusätzlich die Werte aufgeführt, die von Beuck (2004) für die 
Dissoziationskonstanten der 14-(AX)-Me-M.TaqI-Komplexe angegeben wurden. Diese 
Ergebnisse beruhen auf kompetitiven Titrationen mit einem deutlich schlechter bindenden, 
2Ap-sondierten Duplex-ODN, das in zehnfachem Überschuss zu den Duplex-ODN 
14-(AX)-Me vorgelegt wurde. Diese Methode hat im Vergleich zu den hier vorgestellten 
Titrationen mit 14-(APyr)-Me gleich drei bedeutende Nachteile. Der Kurvenabschnitt, der für 
die Bestimmung der gesuchten Dissoziationskonstanten relevant ist, liegt in einem sehr 
kleinen M.TaqI-Konzentrationsbereich, Unterschiede in den Dissoziationskonstanten sind 
visuell kaum erkennbar und es treten signifikante Endsteigungen auf. Die ermittelten 
Parameter weichen demnach sowohl in ihrer absoluten Größe als auch in ihrer relativen 
Reihenfolge drastisch von den Werten aus den Titrationen mit 14-(APyr)-Me ab. Die höhere 
Dissoziationskonstante des 14-(APyr)-Me-M.TaqI-Komplexes bei Beuck (2004) liegt noch im 
Einklang mit den generell niedrigeren Kd-Werten bei aktuellen M.TaqI-Präparationen 
(Kapitel 3.3). Dieser Wert wurde in beiden Fällen mit der gleichen Methode bestimmt 
(Abbildung 4.15) und beide Messungen ergeben ähnliche relative Verhältnisse für Kd(14-AT-
M.TaqI) / Kd(14-(APyr)-Me-M.TaqI) von 97 bzw. 121. Die Dissoziationskonstanten für die 
übrigen vier Duplex-ODN 14-(AX)-Me werden mit der von Beuck (2004) verwendeten 
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Methode jedoch um mehrere Größenordnungen überschätzt und der 14-(APyr)-Me-M.TaqI-
Komplex erscheint fälschlicherweise als der mit Abstand stabilste Komplex. Die sigmoidalen 
Kurvenverläufe in den kompetitiven Titrationen mit 14-(APyr)-Me und 14-(ABi1-4)-Me oder 
anderen Duplex-ODN 14-(AX)-Me schließen diese Möglichkeit eindeutig aus. 
 
 
4.2.1.2 Thermodynamische Analyse der Bindung von M.TaqI an Duplex-ODN mit 
Basensurrogaten als Zielbasenpartner 
 
Analog zu den kompetitiven Titrationen mit Duplex-ODN 14-(APyr)-Me in Abbildung 4.16 
wurden auch die Dissoziationskonstanten der M.TaqI-Komplexe für die bislang noch nicht 
untersuchten Basensurrogate bestimmt (Abbildung 4.17 und Tabelle 4.4). Eine Ausnahme 
stellt das Duplex-ODN 14-(A2-Na7-Ph)-Me dar, weil dessen relativ große Dissoziations-
konstante mit dieser Methode nicht genau ermittelt werden konnte. Deshalb wurde für dieses 
Duplex-ODN eine kompetitive Titration mit Duplex-ODN 14-2T durchgeführt, analog zu 
denen in Abbildung 4.18. Dieses Verfahren führte auch zu den Dissoziationskonstanten für 
die ebenfalls relativ schwach bindenden Duplex-ODN 14-(AX)-Me, welche die vier 
natürlichen Nucleobasen als Zielbasenpartner enthalten (Abbildung 4.18). Mit 
Kd(14-2T-M.TaqI) = 1.9 nM (Kapitel 3.3) liegt die Bindungsaffinität des 2Ap-sondierten 
Duplex-ODN deutlich näher an den fraglichen Kd-Werten und ist daher als Kompetitor besser 
geeignet als das relativ stark bindende Duplex-ODN 14-(APyr)-Me. Für Duplex-ODN 
14-(APer)-Me konnte auch mit dieser Methode hingegen keine Bindung an M.TaqI 
nachgewiesen werden. 
In Abbildung 4.18 ist ebenfalls ein analoges Experiment mit einem Duplex-ODN gezeigt, 
welches das fluoreszierende Basenanalogon Pyrrolo-dC (P) in der Position des Zielbasen-
partners enthält. Diese Titration wurde von T. Lenz mit dem hemimethylierten Duplex-ODN 
14-AP im Rahmen von zeitaufgelösten Fluoreszenzstudien durchgeführt (T. Lenz, pers. 
Mitteilung). Bei der Berechnung der relativen Affinität wurde deshalb ebenfalls der von ihm 
ermittelte Wert Kd(14-AT-M.TaqI)Lenz = 2.3 nM für das hemimethylierte Duplex-ODN mit 
natürlichem Zielbasenpartner berücksichtigt. Trotz der dadurch bedingten Fehlerunsicherheit 
wurde dieses Basenanalogon mit in die Abbildung aufgenommen, da es strukturelle 
Ähnlichkeit mit dem 2-Na-Gerüst besitzt, aber heterocyclische aromatische Ringe enthält. 
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Tabelle 4.4. Dissoziationskonstanten der M.TaqI-Komplexe und Schmelztemperaturen für 
die Duplex-ODN 14-(AX)-Me. 
Duplex-ODN Kd(14-(AX)-Me-M.TaqI) / pM Tm / °Ca 
14-(APer)-Me -b 63.1 
14-(AG)-Me 760 61.0 
14-(AA)-Me 380 56.1 
14-(A2-Na7-Ph)-Me 380 62.8 
14-(AC)-Me 290 55.7 
14-(AT)-Me 250 65.9 
14-(A1-Na4-Na)-Me 6.5 56.5 
14-(AAce)-Me 3.4 59.0 
14-(APyr)-Me 2.8 61.0 
14-(A3-Phen)-Me 2.6 62.8 
14-(A1-Na5-Ph)-Me 1.9 57.7 
14-(A1-Na5-Me)-Me 1.8 58.8 
14-(ABi1-2)-Me 1.8 59.4 
14-(AFlu)-Me 1.4 61.7 
14-(A1-Phen)-Me 1.3 60.8 
14-(A2-Na7-Me)-Me 1.1 57.7 
14-(ABi1-3)-Me 1.1 60.4 
14-(A1-Na4-Me)-Me 1.0 59.2 
14-(ABi1-4)-Me 0.42 57.5 
14-(A2-Na8-Me)-Me 0.41 59.9 
14-(A1-Na)-Me 0.35 57.2 
14-(A2-Na)-Me 0.28 58.0 
a Prof. O. Seitz, persönliche Mitteilung. 
b Keine Komplexbildung mit M.TaqI nachgewiesen. 
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Abbildung 4.18. Verlauf der 2Ap-Fluoreszenzintensität (Ex = 320 nm; Em = 384 nm) bei 
Zugabe von M.TaqI zu Duplex-ODN 14-2T (100 nM) in Abwesenheit (Quadrate) und 
Gegenwart von Duplex-ODN 14-(AG)-Me (100 nM, Kreise), 14-(AT)-Me (100 nM, Rauten) oder 
14-AP (100 nM, Dreiecke) in M.TaqI-Bindungspuffer bei 25°C. Die roten Linien zeigen die 
Ergebnisse der Kurvenanpassungen. Das Experiment mit 14-AP wurde von T. Lenz 
durchgeführt. 
 
Die Dissoziationskonstanten der M.TaqI-Komplexe mit hemimethylierter (Kd(14-AT-
M.TaqI) = 0.34 nM) und unmethylierter DNA (Kd(14-(AT)-Me-M.TaqI) = 0.25 nM) 
unterscheiden sich für DNA mit natürlichem Zielbasenpartner T im Rahmen der 
Messgenauigkeit nicht. Bei Holz (1998) wurde für 36 bp Duplex-ODN eine etwa zweimal 
bessere Bindung des hemimethylierten Duplex-ODN gegenüber dem unmethylierten Duplex-
ODN beobachtet. 
Neben den Dissoziationskonstanten der M.TaqI-Komplexe sind in Tabelle 4.4 auch die 
Schmelztemperaturen der Duplex-ODN 14-(AX)-Me aufgeführt, die in der Arbeitsgruppe von 
Prof. O. Seitz ermittelt wurden. Diese Parameter sind ein Maß für die Stabilität der Duplex-
ODN (Kapitel 3.2) und gestatten es, einen möglichen direkten Zusammenhang mit den 
Dissoziationskonstanten der betreffenden M.TaqI-Komplexe zu untersuchen. So wäre es 
denkbar, dass die Zielbase in weniger stabilen Duplex-ODN leichter vom Enzym ausgeklappt 
werden kann und der M.TaqI-Komplex demnach eine höhere Stabilität aufweist. Eine solche 
Relation ist jedoch nicht ersichtlich (Abbildung 4.19) und die Interpretation der 
Bindungsaffinitäten macht eine detailliertere Betrachtung des Systems erforderlich. 
 
 
4.2   Basensurrogate als Zielbasenpartner in MTase-DNA-Komplexen 
 93
 
Abbildung 4.19. Dissoziationskonstanten Kd(14-(AX)-Me-M.TaqI) in Abhängigkeit von der 
Schmelztemperatur der Duplex-ODN. 
 
Die größten Abweichungen von den anderen Datenpunkten in Abbildung 4.19 zeigen die 
Duplex-ODN mit den vier natürlichen Nucleobasen als Zielbasenpartner. In Studien zur 
Bindung der DNA-MTasen M.HhaI (Yang et al., 1995; Klimašauskas & Roberts 1995), 
M.HpaII (Yang et al., 1995), M.EcoRV (Cal & Connolly, 1997), M.EcoRI (Allan et al., 1998) 
und M.EcoR124I (Mernagh et al., 1998) an DNA wurde beobachtet, dass diese Enzyme 
deutlich besser an Sequenzen mit fehlgepaarten Zielbasen binden als an die korrekt gepaarte 
Erkennungssequenz. Dies wurde dadurch begründet, dass beim Ausklappen der Zielbase 
durch das Enzym lediglich -Stapelwechselwirkungen aber keine Wasserstoffbrücken-
bindungen zur Partnerbase überwunden werden müssen. Die Bindungsaffinität von M.TaqI an 
DNA ist jedoch weitestgehend unabhängig davon, welche der vier natürlichen Nucleobasen 
sich in der Position des Zielbasenpartners befindet (Tabelle 4.4). Ein ähnliches Ergebnis 
wurde auch für EcoDam beschrieben (Liebert et al., 2004). 
Die ungewöhnlich geringe Komplexstabilität von M.TaqI und Duplex-ODN mit fehlgepaarten 
Zielbasen wurde bereits von Beuck (2004) beobachtet und anhand der Kristallstruktur von 
M.TaqI im Komplex mit DNA (Goedecke et al., 2001) interpretiert (Abbildung 4.20). Das 
nachgerückte Zielbasenpartner-Thymin formt mit seiner Methylgruppe hydrophobe 
Wechselwirkungen mit den Aminosäureseitenketten Thr336, Pro393 und His394. Bei 
fehlgepaarter DNA mit C, G, oder A als Zielbasenpartner ist dies nicht möglich, so dass 
offenbar der energetische Vorteil der fehlenden Wasserstoffbrückenbindungen durch die 
fehlende hydrophobe Wechselwirkung der Methylgruppe kompensiert wird. Die untersuchten 
hydrophoben Basensurrogate sind jedoch in der Lage, als Zielbasenpartner alternative 
hydrophobe Wechselwirkungen zu Thr336, Pro393 und His394 auszubilden 
(Abbildung 4.20). Der Kontakt kann also dazu beitragen, dass diese Duplex-ODN trotz eines 
teilweise höheren Schmelzpunkts stabilere M.TaqI-Komplexe bilden als die Duplex-ODN mit 
C, G oder A als Zielbasenpartner. 
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Abbildung 4.20. Ausschnitt aus den Kristallstrukturen von M.TaqI im Komplex mit Duplex-
ODN, die den natürlichen Zielbasenpartner T (links) sowie die Basensurrogate Pyr (Mitte) 
oder 2-Na (rechts) an der Zielbasenposition enthalten. 
 
Für die Interpretation der Bindungsaffinitäten von Duplex-ODN mit hydrophoben 
Basensurrogaten ist es zweckmäßig, diese in Gruppen mit 1-Naphthyl-, 2-Naphthyl- und 
Phenyl-Grundstruktur einzuteilen. Dabei fällt zunächst auf, dass sterisch weniger 
anspruchsvolle Verbindungen zwar höhere Bindungsaffinitäten ergeben, das System aber 
dennoch sehr tolerant gegenüber größeren Substituenten ist. Selbst Duplex-ODN mit großen 
Zielbasenpartnern wie z.B. Pyr oder 3-Phen binden noch immer ca. zwei Größenordnungen 
stärker an M.TaqI als das natürliche Substrat 14-(AT)-Me. Trotz einer Vielzahl von 
Substitutionspositionen und Substituenten unterscheiden sich die Dissoziationskonstanten für 
die große Mehrheit der untersuchten Strukturen nur um höchstens eine Größenordnung. 
Dieses Ergebnis lässt sich anhand der Kristallstrukturen von M.TaqI im Komplex mit Pyr- 
bzw. 2-Na-substituierter DNA sterisch deuten (Abbildung 4.21). Unter der Annahme, dass die 
anderen Basensurrogate ebenfalls in der anti-Konformation vorliegen, zeigen die 
Substituenten entweder aus der kleinen Furche vom Enzym weg (8-Position des 2-Naphthyls) 
oder sie beschränken sich ungefähr auf den Raum, der durch Pyr eingenommen wird (z.B. 
1-Phen, 1-Na4-Me). Es sollte daher in den meisten Fällen zu keinen sterischen Konflikten mit 
dem DNA-Gegenstrang oder den Aminosäuren Thr336, Pro393 und His394 auf der Seite der 
großen Furche kommen. Eine Ausnahme stellen große Gruppen an der 7-Position der 
2-Naphthyl-Grundstruktur dar. Hier zeigen die Substituenten genau auf das Zucker-Phosphat-
Rückgrat des DNA-Gegenstrangs, dessen nächste Atome weniger als 4 Å entfernt sind 
(Abbildung 4.21). Dementsprechend nehmen die Dissoziationskonstanten in der Reihenfolge 
14-(A2-Na)-Me (0.28 pM), 14-(A2-Na7-Me)-Me (1.1 pM) und 14-(A2-Na7-Ph)-Me (380 pM) 
drastisch zu, da es insbesondere beim Phenylsubstituenten zum sterischen Konflikt mit dem 
Gegenstrang kommen sollte. Eine ähnliche Reihung findet sich bei den Duplex-ODN 
14-(A1-Na)-Me (0.35 pM), 14-(A1-Na4-Me)-Me (1.0 pM) und 14-(A1-Na4-Na)-Me (6.5 pM), wo 
die Substituenten in Richtung der Aminosäuren Thr336, Pro393 und His394 zeigen sollten. 
4.2   Basensurrogate als Zielbasenpartner in MTase-DNA-Komplexen 
 95
Das Basensurrogat 1-Na4-Na ist jedoch nicht planar, da seine beiden Naphthyleinheiten 
gegeneinander verdreht sind. Dies sollte zu weniger intensiven -Stapelwechselwirkungen 
mit den Nachbarbasen führen und könnte somit ebenfalls ein Grund für die erhöhte 
Dissoziationskonstante sein. 
 
 
Abbildung 4.21. Ausschnitt aus der Kristallstruktur von M.TaqI (grün) im Komplex mit einem 
Duplex-ODN (rot), das Pyr (orange) an der Zielbasenpartnerposition enthält. Einige Atome 
des Pyrenylrests sind nicht abgebildet, um die 8- (links) bzw. 7-Position (rechts) eines 
substituierten 2-Naphthyls zu simulieren. Die Abstände von diesen Positionen zu den 
nächsten Nachbaratomen der Umgebung sind in Å angegeben. 
 
Beim Vergleich der hydrophoben Basensurrogate aus Abbildung 4.11 mit den 
heterocyclischen Zielbasenpartnern T, C, G, A und P fällt auf, dass elektronische Effekte 
einen großen Einfluss auf die Bindungsaffinität von M.TaqI zu besitzen scheinen. So bilden P 
und 2-Na7-Me sowie A und 1-Na5-Me jeweils ein Paar von nahezu isosteren Strukturen 
(Abbildung 4.22). Dennoch unterscheiden sich die Dissoziationskonstanten der M.TaqI-
Komplexe mit den betreffenden Duplex-ODN in beiden Fällen um mehr als zwei 
Größenordnungen, wobei die hydrophoben Basensurrogate jeweils die stabileren Komplexe 
bilden. 
Für diesen interessanten Effekt sind zwei Gründe denkbar. So sollten die hydrophoben 
Basensurrogate, deren unpolare aromatische Ringe im Duplex-ODN in die polare Umgebung 
der beiden DNA-Furchen ragen, energetisch stärker von einer Abschirmung durch das Enzym 
profitieren (hydrophober Effekt) als die polareren heterocyclischen Zielbasenpartner. Viele 
der Wassermoleküle werden bei der M.TaqI-Bindung aus der großen Furche verdrängt, wo 
die Aminosäuren Thr336, Pro393 und His394 hydrophobe Wechselwirkungen mit dem 
Zielbasenpartner eingehen. Effizientere aromatische -Stapelwechselwirkungen der 
hydrophoben Basensurrogate verglichen mit denen von heterocyclischen Aromaten sind als 
Erklärung ebenfalls plausibel. Bei der thermodynamischen Charakterisierung von DNA-
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Duplexen, die eine überhängende, ungepaarte Base am 5’-Ende tragen, wurde derartiges 
bereits beobachtet (Kool et al., 2000). Es zeigte sich, dass unpolare Naphthyl- oder Pyrenyl-
Surrogate als überhängende Basen sehr viel besser dazu geeignet sind, Duplex-ODN zu 
stabilisieren, als die natürlichen heteroaromatischen DNA-Basen. Dies wurde auf effektivere 
-Stapelwechselwirkungen der Basensurrogate zurückgeführt, allerdings ließe sich auch 
dieses Ergebnis als hydrophober Effekt interpretieren. 
 
 
Abbildung 4.22. Paare von untersuchten Zielbasenpartnern mit nahezu isosteren 
Strukturen. Die angegebenen relativen Affinitäten (Rel. Aff.) beziehen sich auf die Komplexe 
der betreffenden Duplex-ODN 14-(AX)-Me mit M.TaqI (Abbildung 4.17). 
 
Keine der möglichen Interpretationen kann direkt anhand der Schmelztemperaturen von 
Duplex-ODN, bei denen die hydrophoben Basensurrogate in die Mitte des DNA-Stranges 
eingebaut sind, belegt werden (Kool et al., 2000; Guckian et al., 1998). Für diese Systeme 
wurden ähnliche oder sogar niedrigere Schmelztemperaturen gemessen als bei den analogen 
fehlgepaarten Duplex-ODN mit natürlichen DNA-Basen. Auch die Duplex-ODN 
14-(A1-Na5-Me)-Me und 14-(AA)-Me haben mit 58.8°C bzw. 56.1°C relativ ähnliche 
Schmelzpunkte (Tabelle 4.4). Bei der Hybridisierung zum Duplex-ODN scheinen die stärker 
stabilisierenden -Stapelwechselwirkungen, bzw. der günstige hydrophobe Effekt bei 
hydrophoben Basensurrogaten durch die ungünstige gegenüberliegende Positionierung einer 
polaren und einer unpolaren Base wieder kompensiert zu werden (Kool et al., 2000). 
Obwohl aromatische --Wechselwirkungen in vielen chemischen und biologischen 
Systemen auftreten (Meyer et al., 2003), wurden sie bis heute nur in wenigen Studien gezielt 
analysiert. Noch immer ist ein einfaches Modell, das im Wesentlichen auf der gedanklichen 
Trennung der -Elektronen vom -Bindungssystem beruht, die beste Methode zur schnellen 
Beurteilung dieser Wechselwirkungen (Hunter & Sanders, 1990; Hunter, 1993). Aus dem 
Modell geht klar hervor, dass in erster Linie van der Waals- und elektrostatische Interaktionen 
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die Größe von --Wechselwirkungen beeinflussen. Die horizontale Verschiebung von zwei 
cofacialen aromatischen Ebenen führt demzufolge mit steigendem Versatz zu wechselnden 
attraktiven und repulsiven elektrostatischen Beiträgen. Entgegen der weit verbreiteten 
Ansicht, dass die Stärke von --Wechselwirkungen proportional mit der Fläche der 
-Überlappung zunimmt, sagt dieses Modell daher korrekt die oftmals beobachteten 
cofacialen Geometrien mit Versatz als energetisch günstigste Konformationen voraus. Eine 
Interpretation der Bindungsaffinitäten von Tabelle 4.4 gemäß der -Überlappungsfläche des 
Basensurrogats mit den Nachbarbasen, wie sie aus den Kristallstrukturen mit Pyr und 2-Na 
bestimmt werden kann, ist daher zu stark vereinfacht. Die Unterschiede zwischen 
hydrophoben und heterocyclischen Basensurrogate können damit ebenfalls nicht erklärt 
werden. 
Ein geeignetes experimentelles Verfahren für quantitative Untersuchungen sind chemische 
Doppelmutationszyklen, mit deren Hilfe der individuelle Beitrag von --Wechselwirkungen 
genau vom Hintergrund sekundärer Wechselwirkungen unterschieden werden kann (Adams et 
al., 2001; Cockroft et al., 2007). Dies ist jedoch nur für speziell konstruierte chemische 
Systeme und nicht für die komplexe M.TaqI-DNA-Wechselwirkung möglich. Ein 
tiefergehendes Verständnis der beobachteten Bindungsaffinitäten ließe sich daher wohl nur 
auf theoretischem Wege mittels Ab-initio- oder Dichtefunktionaltheorie-(DFT)-Studien 
erhalten (Müller-Dethlefs & Hobza, 2000). Gegenwärtig ist dies jedoch für große 
Biomoleküle aufgrund des hohen Rechenaufwands noch immer problematisch (Morgado et 
al., 2007). 
 
 
4.2.2 Hydrophobe Basensurrogate als Zielbasenpartner in EcoDam-DNA-
Komplexen 
 
Die selektive Hemmung Adenin-spezifischer DNA-MTasen scheint prinzipiell möglich, weil 
sie eine andere Zielbase als humane DNA-MTasen besitzen (Kapitel 1.2). Da diese Enzyme 
außerdem essentiell für die Virulenz von vielen pathogenen Bakterien sind (Heithoff et al., 
1999; Lobner-Olesen et al., 2005) stellen sie ein interessantes Zielobjekt für eine neue Klasse 
von Antibiotika dar. Das rationale Design von potenten DNA-MTase-Inhibitoren war daher 
eines der ursprünglichen Ziele bei der Entwicklung der hydrophoben Basensurrogate (Beuck, 
2004; Beuck et al., 2003). Das Konzept beruht auf dem Mechanismus, mit dem M.TaqI die 
scheinbare abasic site beim Ausklappen der Zielbase stabilisiert (Goedecke et al., 2001). 
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Nach und nach stellte sich jedoch anhand weiterer DNA-MTase-Kristallstrukturen die 
Einzigartigkeit dieses Stabilisierungsmodus heraus. In allen anderen bekannten 
Kristallstrukturen von DNA-MTasen im Komplex mit DNA ist eine Stabilisierung mittels 
Insertion von Aminosäureseitenketten zu beobachten, so auch bei der DNA-Adenin-N6-
MTase aus E. coli (EcoDam; Horton et al., 2006; Abbildungen 4.23 und 4.24). 
 
Abbildung 4.23. Kristallstruktur von EcoDam (grün) im Komplex mit DNA (rot) und AdoHcy 
(pink). 
 
 
Abbildung 4.24. Stabilisierung der DNA-Konformation mittels Aminosäureseitenketten 
gemäß der Kristallstruktur mit EcoDam. Die Ziel- und Partnernucleotide sind blau dargestellt. 
Links: Die insertierten Aminosäuren Tyr119 und Asn120 (grün) Rechts: Arg137 (grün). 
 
In dieser interessanten Struktur werden vom Enzym nicht nur das Zieladenin sondern auch 
seine Partnerbase aus der DNA-Helix herausgeklappt und der DNA-Basenstapel dadurch 
4.2   Basensurrogate als Zielbasenpartner in MTase-DNA-Komplexen 
 99
vollständig unterbrochen. Diese drastische Konformationsänderung wird unter anderem durch 
eine Kationen--Wechselwirkung zwischen Arg137 und dem herausgeklappten 
Zielbasenpartner-Thymin ermöglicht (Abbildung 4.24). Außerdem werden mit Tyr119 und 
Asn120 gleich zwei Aminosäureseitenketten in die Leerstelle insertiert, wo das Tyrosin 
-Stapelwechselwirkungen mit dem zum Zielbasenpartner 5’-benachbarten A eingeht. 
Asparagin interagiert hingegen hauptsächlich mit dem zum Zieladenin 5’-benachbarten G. 
Am Beispiel von EcoDam sollte überprüft werden, ob sich mit hydrophoben Basensurrogaten 
als Zielbasenpartner auch dann hohe DNA-Bindungsaffinitäten erzielen lassen, wenn das 
Enzym die Leerstelle mittels Aminosäureseitenketten stabilisiert. Eine Reihe von 
hydrophoben Basensurrogaten wurde daher in der Arbeitsgruppe von Prof. O. Seitz mittels 
Festphasen-DNA-Synthese an die Position des Zielbasenpartner-Thymins in ODN 
18-/GAMeXC eingebaut, welche die EcoDam-Erkennungssequenz 5’-GATC-3’ enthalten 
(Abbildung 4.25). 
 
Abbildung 4.25. Basensurrogate, die in der Arbeitsgruppe von Prof. O. Seitz mittels 
Festphasen-DNA-Synthese in ODN 18-/GAMeXC eingebaut wurden. R kennzeichnet die 
Verknüpfungsstelle des Basensurrogats mit dem glykosidischen Kohlenstoffatom der 
2’-Desoxyriboseeinheit. Die Konfiguration der 3-Indol-Anomere ist unbekannt und bei den 
4-Phenol-Anomeren ist das -Anomer mit I und das -Anomer mit II bezeichnet. Alle übrigen 
Basensurrogate liegen als -Anomere vor. 
 
Die Bindungsaffinität von EcoDam an die betreffenden hemimethylierten Duplex-ODN 
18-AX wurde mit Hilfe von kompetitiven Fluoreszenztitrationen in Gegenwart des 2Ap-
sondierten Duplex-ODN 18-2T ermittelt (Abbildung 4.26). Das Duplex-ODN 18-2T ist für 
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diese Aufgabe gut geeignet, da dessen Bindungsaffinität zu EcoDam in einem ähnlichen 
Bereich liegt, wie die der anderen Duplex-ODN (Tabelle 4.5). Im Gegensatz zu den 
Messungen mit M.TaqI und 14-(APyr)-Me konnte ein analoges Duplex-ODN 18-APyr 
diesmal nicht eingesetzt werden. Bei der Zugabe von EcoDam zeigte es keine 
Fluoreszenzänderung und auch kompetitive Titrationen mit 18-2T ergaben keinen Hinweis 
auf eine EcoDam-Bindung. 
 
 
Abbildung 4.26. Verlauf der 2Ap-Fluoreszenzintensität (Ex = 320 nm; Em = 384 nm) bei 
Zugabe von EcoDam zu Duplex-ODN 18-2T (200 nM) in Abwesenheit (Quadrate) und 
Gegenwart von Duplex-ODN 18-AT (200 nM, Dreiecke) oder 18-AN-Ind (200 nM, Rauten) in 
M.TaqI-Bindungspuffer bei 15°C. Die roten Linien zeigen die Ergebnisse der 
Kurvenanpassungen. 
 
Tabelle 4.5. Dissoziationskonstanten von EcoDam-Komplexen mit Duplex-ODN 18-AX. 
Duplex-ODN Kd(18-AX-EcoDam) / nM 
18-2T 30 
18-AT 40 
18-APyr -a 
18-A2-Na 11 
18-A4-Phenol-I 10 
18-A3-Ind-I 7.2 
18-A4-Phenol-II 6.5 
18-A3-Phenol 6.3 
18-ABi1-4 5.8 
18-A3-Ind-II 4.9 
18-APh3-Me 4.4 
18-AO-Phenol 3.8 
18-AN-Ind 2.9 
a Keine Komplexbildung mit EcoDam nachgewiesen. 
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Die Ergebnisse sind mit einem relativ großen Fehler behaftet, da alle Messungen eine 
signifikante Endsteigung aufweisen (Kapitel 3.3) und das Enzym in manchen Titrationen bei 
hohen Konzentrationen anfing zu denaturieren. Die Experimente wurden deshalb bei 15°C 
durchgeführt. Mit Kd(18-AT-EcoDam) = 40 nM für die Bindung von EcoDam an die 
unmodifizierte Erkennungssequenz liegt der Wert etwas unter dem Bereich, der in anderen 
Studien ermittelt wurde (84 nM bis 101 nM bei 22°C; Coffin & Reich, 2008). Die 
Komplexstabilität mit dem natürlichen Substrat ist somit um etwa zwei Größenordnungen 
kleiner als die des M.TaqI-DNA-Komplexes. 
Trotz der Fehlerunsicherheit lassen sich aus den Daten in Tabelle 4.5 einige 
Schlussfolgerungen ziehen. Erwartungsgemäß führt der Einbau von hydrophoben 
Basensurrogaten in die Zielbasenpartner-Position nicht in dem Maße zu einer Erhöhung der 
EcoDam-Bindungsaffinität, wie es bei M.TaqI der Fall ist. Duplex-ODN 18-APyr scheint gar 
nicht an EcoDam zu binden und die Verbindung mit der größten Bindungsaffinität im 
M.TaqI-Experiment, 2-Na, bewirkt nur eine ca. vierfache Erhöhung der Bindungsaffinität von 
EcoDam. Das ausgeklappte Zielbasenpartner-Thymin geht gemäß der Kristallstruktur eine 
Kationen--Wechselwirkung mit dem positiv geladenen Aminosäurerest Arg137 ein. Es 
wurden deshalb auch Basensurrogate mit elektronenreichen Aromaten in die DNA eingebaut, 
um diese Wechselwirkung zu verstärken (Abbildung 4.26, untere Reihe). Tatsächlich ergeben 
zwei Verbindungen aus dieser Gruppe die beiden höchsten Bindungsaffinitäten aller 
untersuchten Duplex-ODN. Verglichen mit der unmodifizierten Erkennungssequenz konnte 
die Bindungsaffinität immerhin auf das 14fache erhöht werden (Kd(18-AN-Ind-EcoDam) = 
2.9 nM). Dennoch ist diese Steigerung klein gegenüber den Effekten, die bei der M.TaqI-
DNA-Bindung erzielt werden konnten. 
 
 
4.2.3 Kapitelzusammenfassung und Ausblick 
 
Der Einbau von hydrophoben Basensurrogaten an die Position des Zielbasenpartners stellt 
einen interessanten Ansatz dar, um die Bindungsaffinität von DNA-MTasen systematisch zu 
erhöhen. Die Komplexstabilität kann auf diese Weise um bis zu drei Größenordnungen erhöht 
werden, wie die Bestimmung der Dissoziationskonstanten von DNA-M.TaqI-Komplexen für 
eine Vielzahl von modifizierten Duplex-ODN ergab. Mit Hilfe von kompetitiven 
Fluoreszenztitrationen in Gegenwart eines Pyren-sondierten Duplex-ODN konnten diese 
Parameter mit größerer Genauigkeit ermittelt werden als in bisherigen Untersuchungen 
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(Beuck 2004). Dabei stellte sich heraus, dass keine direkte Relation zwischen der 
Schmelztemperatur des Duplex-ODN und der Stabilität des betreffenden DNA-M.TaqI-
Komplexes gegeben ist. Vielmehr muss eine ganze Reihe von Faktoren bei der Interpretation 
berücksichtigt werden, wie z.B. die Duplex-Stabilität, -Stapelwechselwirkungen, der 
hydrophobe Kontakt des Zielbasenpartners mit Thr336, Pro393 und His394 oder das 
Herausragen des hydrophoben Basensurrogats in die hydrophile Umgebung der DNA-
Furchen. Generell scheinen kleinere Basensurrogate zu den höheren Bindungsaffinitäten zu 
führen. 
Die hydrophoben Basensurrogate sollten ursprünglich zur Entwicklung von potenten DNA-
MTase-Inhibitoren führen (Beuck et al., 2003). Wenn die DNA-MTase jedoch die 
Konformationsänderung beim base flipping durch die Insertion von Aminosäureseitenketten 
stabilisiert, scheint die Leistungsfähigkeit des Konzepts offenbar stark begrenzt zu sein. Dies 
haben Studien mit EcoDam und einer Reihe von unterschiedlichen Basensurrogaten gezeigt. 
Hier konnte lediglich eine Erhöhung der Bindungsaffinität auf das 14fache erreicht werden. 
Da M.TaqI als einzige bisher bekannte DNA-MTase die Leerstelle durch das Nachrücken des 
Zielbasenpartners stabilisiert, sollte die Entwicklung von DNA-MTase-Inhibitoren nicht 
weiter im Vordergrund stehen. 
Vielmehr zeigen die Daten zwei vielversprechendere Einsatzmöglichkeiten für diese 
Verbindungen auf. Zum einen könnte ausgenutzt werden, dass nur in Abwesenheit einer 
insertierten Aminosäureseitenkette eine nennenswerte Komplexstabilisierung auftritt, um die 
Bindung von DNA-modifizierenden Enzymen zu untersuchen. Dies wurde bereits in Studien 
mit UDG demonstriert, bei denen mit Hilfe eines Pyren-Nucleosids in der Zielbasenposition 
die Bedeutung des insertierten Leu191 analysiert werden konnte (Jiang & Stivers, 2002; Jiang 
et al., 2001). Des Weiteren könnten die -Stapelwechselwirkungen aromatischer Verbin-
dungen näher untersucht werden. Dazu könnten die Studien von Kool et al. (2000) mit DNA-
Duplexen, die eine überhängende, ungepaarte Base am 5’-Ende tragen, um die hier 
untersuchten Basensurrogate erweitert werden. 
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4.3 Wechselwirkung von macrocyclischen Bisintercalatoren mit 
fehlgepaarter DNA 
 
In Kooperation mit Dr. M.-P. Teulade-Fichou, Institut Curie, Orsay, Frankreich 
 
Schätzungen zufolge treten im Genom einer menschlichen Zelle pro Tag etwa 104–106 
Schädigungsereignisse an der DNA auf, was bei einem erwachsenen Menschen mit etwa 1012 
Zellen insgesamt 1016–1018 Schädigungen pro Tag bedeutet (Friedberg et al., 1995). Der 
Organismus wirkt dieser enormen Bedrohung mit diversen effizienten Reparatursystemen 
entgegen (Schärer, 2003; Schema 4.3). 
 
Schema 4.3. Überblick der wichtigsten Ursachen von DNA-Schädigungen, den resultieren-
den Läsionen und ihren Reparaturpfaden (nach Schärer, 2003). Basenfehlpaarungen sind 
Thema dieses Kapitels und der betreffende Bereich deshalb rot hervorgehoben. 
 
Im Gegensatz zu Läsionen, die durch schädliche äußere Einflüsse hervorgerufen werden, 
handelt es sich bei Fehlern während der DNA-Replikation um systematische Ereignisse, deren 
Häufigkeit von der Präzision des Replikationsapparats bestimmt wird. Sowohl Bakterien wie 
z.B. E. coli als auch hochentwickelte Organismen wie der Mensch erreichen Fehlerraten von 
weniger als 1 zu 109, da mit der DNA-Polymerase Fehlerkorrektur-Aktivitäten (proofreading) 
in 3’→5’- und 5’→3’-Richtung verknüpft sind und darüber hinaus noch Systeme zur 
Fehlpaarungsreparatur (mismatch repair, MMR) existieren (Goodman, 1997; Kunkel, 1992; 
Echols & Goodman, 1991). Der MMR-Prozess basiert auf einem komplexen Netzwerk von 
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Wechselwirkungen zwischen verschiedenen Enzymen und ist eng mit den anderen 
Reparatursystemen von Schema 4.3 verknüpft (Modrich & Lahue, 1996). Darüber hinaus ist 
er von Bakterien bis hin zum Menschen hoch konserviert, zeigt aber interessante 
Unterschiede bei der Strangdiskriminierung. In E. coli wird nach der DNA-Replikation der 
parentale Strang, dessen Sequenz per Definition die Richtige ist, am Methylierungszustand 
von A innerhalb der GATC-Sequenzen erkannt (Modrich, 1991). Dies ist möglich, da der 
MMR-Prozess schneller als die DNA-Methylierung des synthetisierten Tochterstrangs 
abläuft. Für Eukaryoten ist die Ursache der Strangdiskriminierung dagegen bislang schlecht 
verstanden und wird zumeist mit einer engen Kupplung des MMR-Systems an den 
Replikationsapparat erklärt („Replikationsgedächtnis“; Jiricny, 1998). 
Ein effizientes Kontrollsystem zur Behebung von Basenfehlpaarungen ist für Organismen 
sehr wichtig, da ansonsten bei der nächsten DNA-Replikation an diesen Stellen 
Punktmutationen (single nucleotide polymorphism, SNP) entstehen. Diese können je nach 
Position im Genom eine große Gefahr darstellen, indem sie den Phenotyp verändern. 
Mutationen in den Tumor-unterdrückenden Proteinen p53 und BRCA sind beispielsweise klar 
mit dem Auftreten von vererbbaren Krebsarten korreliert (Eshleman & Markowitz, 1995). 
Ebenso sind defekte MMR-Systeme mit einer Veranlagung für Darmkrebs verknüpft 
(Kolodner & Alani, 1994). 
Ein möglichst genaues Verständnis von MMR-Prozessen ist also wünschenswert, 
insbesondere da es neben den Replikationsfehlern noch andere Mechanismen gibt, die zu 
Basenfehlpaarungen führen. Dazu zählen z.B. die Ausbildung von Haarnadel-Strukturen von 
beinahe palindromischen DNA-Sequenzen in Trinucleotid-Wiederholungen (Nakayabu et al., 
1998) und die Desaminierung von methyliertem Cytosin, bei der eine G/T-Fehlpaarung 
entsteht (Frederico et al., 1993). Die G/T-Basenfehlpaarung ist verglichen mit den Watson-
Crick-Basenpaaren thermodynamisch nur geringfügig instabiler und führt nur zu einer 
leichten konformationellen Veränderung der Duplex-DNA (Werntges et al., 1986). Der 
genaue Mechanismus, mit dem das Enzym MutS diese Läsion dennoch spezifisch innerhalb 
von großen Abschnitten mit intakter DNA auffindet, ist daher noch immer unklar (Nag et al., 
2007; Rajski et al., 2000). Andere Enzyme wie z.B. die G/T-spezifische Glycosylase sind 
dagegen recht gut verstanden (Maiti et al., 2008). 
Die Entwicklung von Liganden, die selektiv an DNA-Basenfehlpaarungen binden und auf 
diese Weise die Funktion der MMR-Systeme beeinflussen können, stellt einen 
aussichtsreichen Ansatz zur weiteren Erforschung dieser Reparaturprozesse dar. Derartige 
Moleküle haben darüber hinaus auch therapeutisches Potential, da sie die Bindung der 
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DNA-Reparaturenzyme an die Basenfehlpaarungen kompetitiv inhibieren könnten und 
dadurch potentiell einen Einfluss auf die Vitalität der Zelle ausüben (Hart et al., 2006). Ein 
weiteres, aktuell untersuchtes Einsatzgebiet für Basenfehlpaarungs-selektive Liganden ist die 
Erkennung von SNP im Genom. Für die Realisierung von neuen Technologien wie z.B. der 
Gentherapie und der personalisierten Medizin (personalized medicine) ist es essentiell, Gene 
mit Mutationen schnell, einfach und zuverlässig detektieren zu können (SNP typing). Dazu 
wurde bislang eine Reihe von Ansätzen entwickelt, die auf neuen enzymatischen Methoden 
(Syvänen, 1999; Kwiatkowski et al., 1999) oder chemisch modifizierten ODN (Ranasinghe & 
Brown, 2005; Valis et al., 2005) beruhen, um die mutierte DNA vom Wildtyp zu 
unterscheiden. Aktuell richtet sich das Interesse auch auf Basenfehlpaarungs-selektive 
Moleküle, weil diese eine schnelle SNP-Detektion ohne aufwendige Markierung von Duplex-
ODN in Aussicht stellen (Nakatani, 2004). Diese Methode bedient sich der Heteroduplex-
Analyse (Nataraj et al., 1999), die mit der Polymerase-Kettenreaktion (polymerase chain 
reaction, PCR) nur noch einen bereits etablierten enzymatischen Schritt erfordert 
(Schema 4.4). Sofern die mutierte DNA und der Wildtyp in gleicher Menge in die PCR 
eingesetzt werden, enthält nach der Rehybridisierung etwa die Hälfte der gebildeten Duplex-
DNA eine Basenfehlpaarung. Diese kann anschließend mit geeigneten Molekülen detektiert 
werden. 
 
Schema 4.4. Prinzip der Heteroduplex-Analyse. 
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4.3.1 Macrocyclische Bisintercalatoren als Basenfehlpaarungs-selektive 
Verbindungen 
 
Bei der Entwicklung von Basenfehlpaarungs-selektiven DNA-Liganden wird in der Regel die 
verringerte thermodynamische Stabilität der Läsion verglichen mit den regulären Watson-
Crick-Basenpaaren ausgenutzt. Diese Instabilität führt zu einer erhöhten Dynamik der 
betreffenden Basen (breathing; Peyret et al., 1999; Allawi & SantaLucia, 1997) und 
erleichtert die Bindung von Intercalatoren oder ähnlichen Verbindungen an dieser Stelle 
(Yamashita et al., 2001; Zhong et al., 1992). Für eine hohe Selektivität des Liganden ist 
jedoch neben einer festen Bindung an fehlgepaarte DNA eine möglichst geringe Affinität für 
korrekt gepaarte DNA ebenfalls von entscheidender Bedeutung. 
Neben den macrocyclischen Bisintercalatoren, die Thema dieser Arbeit sind, wurde in den 
letzten Jahren von drei weiteren Verbindungsklassen berichtet, die diese Anforderungen 
erfüllen. Dazu zählen metallorganische Rhodiumkomplexe (Zeglis et al., 2007; Pierre et al., 
2007; Hart et al., 2006; Jackson & Barton, 1997) und offenkettige Bisnaphthyridine (Nakatani 
et al., 2001; Kobori et al., 2004). Beide Systeme intercalieren in Duplex-DNA mit 
verschiedenen Basenfehlpaarungen. In der Gruppe von Lee wurden hingegen Imidazol-reiche 
Polyamide entwickelt, die in der kleinen Furche der DNA binden und G/T-
Basenfehlpaarungen selektiv erkennen (Lacy et al., 2004; Lacy et al., 2002). Damit diese 
unterschiedlichen Liganden nicht nur zur Studie von MMR-Systemen sondern auch zum SNP 
typing gemäß Schema 4.4 eingesetzt werden können, wurden sie mit photoaktiven (Hart et al., 
2004) oder fluoreszierenden Gruppen (Zeglis & Barton, 2006) konjugiert. Auch die 
Immobilisierung auf einer stationären Phase zwecks SPR-Analyse wurde bereits erfolgreich 
untersucht (Hagihara et al., 2004). 
In der Gruppe von Teulade-Fichou wurde der macrocyclische Bisintercalator BisA 
(Abbildung 4.27, links) entwickelt, der selektiv an T-haltige Basenfehlpaarungen sowie 
abasische Stellen bindet (Berthet et al., 1999; Jourdan et al., 1999; David et al., 2003). 
Analog zu den DNA-modifizierenden Enzymen geschieht dies höchstwahrscheinlich 
ebenfalls über einen base flipping Mechanismus. Hinweise darauf lieferten die NMR-Struktur 
von DNA mit einer abasischen Stelle und BisA (Abbildung 4.27, rechts) sowie die signifikant 
erhöhte Suszeptibilität des potentiell ausgeklappten T gegenüber Oxidation mit Kalium-
permanganat. Ausgehend von der BisA-Struktur wurden in der Gruppe von Teulade-Fichou 
weitere macrocyclische Bisintercalatoren sowie geeignete acyclische Kontrollverbindungen 
synthetisiert (Abbildung 4.28), deren DNA-Bindungseigenschaften im Rahmen dieser Arbeit 
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charakterisiert wurden (Kapitel 4.3.2). Für den selektivsten dieser Liganden wurde darüber 
hinaus sein hemmender Einfluss auf die Bindung von M.TaqI an fehlgepaarte DNA 
untersucht (Kapitel 4.3.3). 
 
Abbildung 4.27. Struktur von BisA (links) und NMR-Struktur (rechts) von BisA (blau) im 
Komplex mit einem Duplex-ODN (rot), das eine abasische Stelle enthält. Die Ladungen der 
Aminogruppen beziehen sich auf den vermuteten Zustand bei pH = 6.0 (Teulade-Fichou, 
pers. Mitteilung). 
 
Abbildung 4.28. Strukturen weiterer macrocyclischer Bisintercalatoren sowie von 
acyclischen Kontrollverbindungen, welche im Rahmen dieser Arbeit untersucht wurden. Die 
Ladungen der Aminogruppen beziehen sich auf den vermuteten Zustand bei pH = 6.0 
(Teulade-Fichou, pers. Mitteilung). 
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4.3.2 Thermodynamische Charakterisierung der Wechselwirkung mit 
DNA 
 
Die DNA-Bindungseigenschaften der macrocyclischen Bisintercalatoren wurden mit Hilfe 
diverser bioanalytischer Methoden bestimmt (Bahr et al., 2008). Dies geschah in Kooperation 
mit Dr. A. Granzhan aus der Gruppe von Dr. M.-P. Teulade-Fichou (thermische 
Denaturierung von Duplex-ODN, Kapitel 4.3.2.1) und Dr. V. Gabelica, Liège (ESI-Massen-
spektrometrie, Kapitel 4.3.2.2). 
 
 
4.3.2.1 Thermische Denaturierung 
 
Mit thermischen Denaturierungsexperimenten von Duplex-ODN (Kapitel 3.2) in Abwesenheit 
und Gegenwart der zu untersuchenden Liganden lässt sich deren Effekt auf die Duplex-
Stabilität ermitteln. Daraus kann wiederum eine semi-quantitative Affinitätsreihenfolge der 
Liganden an das Duplex-ODN ermittelt werden. Das Ausmaß der Ligand-induzierten 
Schmelzpunktsverschiebung hängt von der Länge des Duplex-ODN sowie den Puffer-
bedingungen ab. In Abbildung 4.29 und Tabelle 4.6 sind die Ergebnisse gezeigt, die von Dr. 
A. Granzhan in Experimenten mit 12 bp Duplex-ODN 12-TX bei pH = 6.0 gemessen wurden.  
 
 
Abbildung 4.29. Liganden-induzierte Schmelzpunktsverschiebungen Tm von fehlgepaarten 
Duplex-ODN (jeweils 3 µM) 12-TT (grün), 12-TC (rot) und 12-TG (blau) sowie korrekt 
gepaartem Duplex-ODN 12-TA (3 µM, schwarz) in Gegenwart von einem (dunkel), zwei 
(hell) oder drei (sehr hell, nur bei 12-TA) Äquivalenten des Liganden bei pH = 6.0. Werte von 
Dr. A. Granzhan. 
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Tabelle 4.6. Ligand-induzierte Schmelzpunktsverschiebungen Tm von fehlgepaarten 
Duplex-ODN 12-TX und korrekt gepaartem Duplex-ODN 12-TA in Abhängigkeit vom 
Verhältnis Ligand/Duplex-ODN q (Abbildung 4.29). Werte von Dr. A. Granzhan.a 
Ligand Tm(12-TT) / °C Tm(12-TC) / °C Tm(12-TG) / °C Tm(12-TA) / °C 
 q = 1 q = 2 q = 1 q = 2 q = 1 q = 2 q = 1 q = 2 q = 3 
BisA 4.7 8.7 6.6 10.6 1.7 4.4 –0.1 0 0.2 
BisA-NH2 7.2 11.8 15.1 15.3 4.9 8.7 –0.2 –0.6 –0.5 
BisNP 15.8 16.8 14.1 14.4 7.6 8.1 1.0 1.3 0.8 
MonoA 8.6 11.1 13.2 14.9 5.5 7.8 1.1 3.5 2.9 
MonoNP 12.9 15.0 7.2 9.3 7.6 9.8 3.2 4.9 6.0 
a In Abwesenheit von Liganden betragen die absoluten Schmelztemperaturen der Duplex-
ODN (3 µM): Tm(12-TT) = 20.8°C, Tm(12-TC) = 17.9°C, Tm(12-TG) = 27.3°C und 
Tm(12-TA) = 36.0°C. 
 
Diese Daten unterstreichen, dass eine cyclische Form der Liganden Vorraussetzung für eine 
gute Basenfehlpaarungs-Selektivität ist. Nur bei den macrocyclischen Verbindungen BisA, 
BisA-NH2 und BisNP ist der stabilisierende Effekt für fehlgepaarte Duplex-ODN deutlich 
größer als für das korrekt gepaarte Duplex-ODN 12-TA. Die offenkettigen Kontroll-
verbindungen MonoA und MonoNP erhöhen hingegen auch den Schmelzpunkt des korrekt 
gepaarten Duplex-ODN signifikant, was vermutlich auf die Intercalation einer aromatischen 
Einheit zurückzuführen ist. 
Bereits in diesen Messungen zeichnet sich BisNP als die effektivste Verbindung ab, da sie 
den stärksten stabilisierenden Effekt zeigt und dieser bereits nach der Zugabe von nur einem 
Äquivalent des Liganden fast vollständig ausgeprägt ist. Dies deutet auf eine hohe absolute 
Bindungsaffinität zu den fehlgepaarten Duplex-ODN hin. Bei BisA und BisA-NH2 führt 
dagegen die Anwesenheit von zwei Äquivalenten des Liganden zu einer deutlichen 
Steigerung des Effekts im Vergleich zu einem Äquivalent. Da in den Fluoreszenzmessungen 
(Kapitel 4.3.2.3) BisNP ebenfalls die besten Resultate liefert, wurden thermische 
Denaturierungen von 17 bp Duplex-ODN 17-YX mit allen 16 möglichen Basenkombina-
tionen an der variierten Position in Gegenwart dieser Verbindung durchgeführt 
(Abbildung 4.30, Anhang T9 und T10). 
4.3   Wechselwirkung von macrocyclischen Bisintercalatoren mit fehlgepaarter DNA 
 110
 
Abbildung 4.30. Schmelzpunktsverschiebungen Tm von Duplex-ODN 17-YX (3 µM) in 
Gegenwart von zwei Äquivalenten BisNP bei pH = 7.9 in M.TaqI-Bindungspuffer ohne Triton 
X-100. In Abwesenheit von BisNP liegen die absoluten Schmelztemperaturen der Duplex-
ODN zwischen Tm(17-TC) = 53.5°C und Tm(17-CG) = 66.0°C (Anhang T9). 
 
Da diese Messungen mit 17 bp anstelle von 12 bp Duplex-ODN und bei höherem Salzgehalt 
durchgeführt wurden, liegen die absoluten Schmelztemperaturen höher und der 
Stabilisierungseffekt in °C bei Anwesenheit von BisNP fällt daher deutlich kleiner aus. 
Während die kurzen 12 bp Duplex-ODN und ein niedriger Salzgehalt dazu geeignet sind, den 
Stabilisierungseffekt der Liganden stärker hervortreten zu lassen, wurden die Daten aus 
Abbildung 4.30 unter den gleichen Bedingungen ermittelt, wie sie auch in den fluoreszenz-
spektroskopischen Untersuchungen von Kapitel 4.3.2.3 und 4.3.3 verwendet wurden. Auch 
wenn die Schmelzpunktsverschiebungen nur gering sind, so lässt sich doch eine eindeutige 
Präferenz von BisNP für Pyrimidin-Pyrimidin-Fehlpaarungen beobachten. Die thermo-
dynamisch stabileren Purin-Purin-Fehlpaarungen scheinen sogar geringfügig von BisNP 
destabilisiert zu werden, was möglicherweise durch die ebenfalls signifikante Bindung des 
Liganden an Einzelstrang-DNA verursacht wird (Kapitel 4.3.2.5). 
 
 
4.3.2.2 Massenspektrometrische Charakterisierung 
 
Die Leistungsfähigkeit der Massenspektrometrie (MS) bei bioanalytischen Aufgaben-
stellungen hat sich in den letzten Jahren rapide erhöht. Mit Hilfe von Elektrospray-Ionisation 
(ESI-MS) kann mittlerweile nicht nur die Bindung von Liganden an kurze Duplex-ODN 
beobachtet werden (Rosu et al., 2008; Banoub et al., 2005; Monn et al., 2005), sondern sogar 
ihre Affinität und Selektivität anhand der Signalintensitäten quantitativ bestimmt werden 
(Gabelica et al., 2003; Rosu et al., 2002). Dr. V. Gabelica hat daher ESI-MS-Studien zur 
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Bindung von macrocyclischen Bisintercalatoren und den acyclischen Kontrollverbindungen 
an Duplex-ODN 14-TX durchgeführt (Abbildung 4.31 und Tabelle 4.7). 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Abbildung 4.31. ESI-MS-Spektren von Duplex-ODN 14-TX (c = 5 µM) in Gegenwart der 
Liganden (c = 5 µM) BisA (links), BisA-NH2 (Mitte) und BisNP (rechts). Bei der Messung mit 
BisA-NH2 und 14-TA ist c(BisA-NH2) = 12µM. Die freien Duplex-ODN sind mit [TX]6- 
bezeichnet und die 1:1-Komplexe mit [TX+Ligand]6-. Die Rauten markieren Signale von 
dreifach negativ geladenen Einzelstrang-ODN, die Kreise Signale von dreifach negativ 
geladenen 1:1-Komplexen von Liganden mit Einzelstrang-ODN und die Pfeile 1:2-Komplexe 
[TX+2Ligand]6-. 
 
Tabelle 4.7. Dissoziationskonstanten und Selektivitätena für die Bindung von Liganden L 
(c = 5 µM) an Duplex-ODN 14-TX (c = 5 µM). Daten von Dr. V. Gabelica. 
Ligand L Kd(L-14-TA) / µM 
(Selektivität) 
Kd(L-14-TG) / µM 
(Selektivität) 
Kd(L-14-TC) / µM 
(Selektivität) 
Kd(L-14-TT) / µM 
(Selektivität) 
BisA 10 (1.0) 3.1 (3.2) 0.56 (18) 0.50 (20) 
BisA-NH2 130b (1.0) 16 (7.9) 0.50 (250) 0.63 (200) 
BisNP 5.0 (1.0) 0.50 (10) 0.31 (16) 0.070 (70) 
MonoA 16 (1.0) 16 (1.0) 1.6 (10) 3.1 (5.0) 
MonoNP 12 (1.0) 4.0 (3.0) 4.0 (3.0) 1.8 (6.8) 
a Definiert als Kd(14-TX) / Kd(14-TA). 
b c(BisA-NH2) = 12 µM. 
 
Die 14 bp Duplex ODN, die in diesen Experimenten verwendet wurden, haben die gleiche 
Sequenz in den je drei Basenpaaren vor und hinter dem variierten Basenpaar T/X wie die 
12 bp und 17 bp Duplex-ODN von Kapitel 4.3.2.1. Ein Vergleich der Ergebnisse aus den 
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Studien zur thermischen Denaturierung und den ESI-MS-Daten ist daher sinnvoll. Genau wie 
bei den Schmelztemperaturen geht auch aus den ESI-MS-Werten deutlich hervor, dass die 
acyclischen Kontrollverbindungen MonoA und MonoNP nur eine sehr geringe Selektivität für 
fehlgepaarte Duplex-ODN aufweisen. Allerdings ist in diesem Fall auch der macrocyclische 
Ligand BisA nur mäßig selektiv (Kd(BisA-14-TT) / Kd(BisA-14-TA) = 20). Die beiden 
Liganden BisA-NH2 und BisNP zeigen dagegen in den analogen Experimenten hohe 
Selektivitäten von 200 bzw. 70. Die absoluten Dissoziationskonstanten der BisA-NH2-14-TT- 
und BisNP-14-TT-Komplexe liegen mit 630 nM bzw. 70 nM in der gleichen Größenordnung 
wie die von anderen Verbindungsklassen, mit denen Basenfehlpaarungen erkannt werden 
können. So beträgt beispielsweise für Komplexe von Imidazol-reichen Polyamiden mit T/G-
fehlgepaarten Duplex-ODN die Dissoziationskonstante ca. 150 nM (Lacy et al., 2002; 
Selektivität Kd(Ligand-TG) / Kd(Ligand-CG) = 31). Die Dissoziationskonstante für die 
Bindung von GG-fehlgepaarter DNA an die Bisnaphthyridin-Liganden aus der Gruppe von 
Nakatani wurde mit ca. 100 nM angegeben (Nakatani et al., 2001). 
 
 
4.3.2.3 FID-Assay 
 
Mit dem FID-Assay kann die Bindung von Liganden an DNA detektiert werden (Kapitel 
3.2.1). Die Titrationen mit den macrocyclischen Bisintercalatoren wurden mit EtBr als 
Intercalator durchgeführt, da es eine höhere Signalstabilität als die sensitivere Sonde TO 
zeigte und somit zuverlässigere Ergebnisse lieferte. Außerdem ist die Bindung von EtBr an 
Duplex-DNA mit Kd = 10 µM relativ schwach (Hernandez et al., 1994; Boger & Tse, 2001), 
so dass Liganden mit DNA-Dissoziationskonstanten im nanomolaren Bereich mit dieser 
Methode gut analysiert werden können. Bei einer stärkeren DNA-Bindung der 
Fluoreszenzsonde würde diese mit dem zu untersuchenden Liganden signifikant kompetitiv 
wechselwirken und die ermittelte scheinbare Dissoziationskonstante des Liganden wäre zu 
hoch. 
In Abbildung 4.32 sind Titrationen mit T/T-fehlgepaartem Duplex-ODN 17-TT und korrekt 
gepaartem Duplex-ODN 17-TA für die drei macrocyclischen Verbindungen BisA, BisA-NH2 
und BisNP gezeigt. Bei allen drei Liganden nimmt die EtBr-Fluoreszenzintensität in den 
Titrationen mit 17-TT auf etwa die Hälfte des Anfangswertes ab. In den Experimenten mit 
korrekt gepaartem Duplex-ODN 17-TA ist dagegen im angegebenen Konzentrationsbereich 
der Liganden nur ein schwacher Abfall um 10–15% zu beobachten. Offenbar binden die 
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Liganden deutlich stärker an das fehlgepaarte Duplex-ODN 17-TT, was zu einer effektiveren 
Verdrängung des EtBr und damit einem stärkeren Signalabfall führt. Die Kurvenanpassungen 
für diese Titrationen wurden nach dem Modell mit einem Bindungsgleichgewicht ermittelt 
(Anhang) und die Ergebnisse sind in Tabelle 4.8 aufgeführt. Sie zeigen eine gute 
Übereinstimmung mit den ESI-MS-Daten (Kapitel 4.3.2.2). Die geringe Signaländerung bei 
den Titrationen mit 17-TA ließ dagegen keine sinnvolle Kurvenanpassung und Bestimmung 
der Dissoziationskonstanten zu. 
 
Abbildung 4.32. Verlauf der EtBr-Fluoreszenzintensität (Ex = 532 nm; Em = 610 nm) bei 
Zugabe von BisA (Dreiecke), BisA-NH2 (Rauten) oder BisNP (Quadrate) zu Duplex-ODN 
17-TT (100 nM, gefüllte Symbole) oder 17-TA (100 nM, leere Symbole) in M.TaqI-
Bindungspuffer in Gegenwart von 333 nM EtBr. Die roten Linien zeigen die Ergebnisse der 
Kurvenanpassungen. 
 
Tabelle 4.8. Mittels FID-Assay bestimmte Dissoziationskonstanten für die Bindung der 
macrocyclischen Bisintercalatoren BisA, BisA-NH2 und BisNP an das T/T-fehlgepaarte 
Duplex-ODN 17-TT. 
Komplex Kd / nM 
BisA-17-TT 340 
BisA-NH2-17-TT 290 
BisNP-17-TT 150 
 
Alle drei Methoden – thermische Denaturierung, ESI-MS und FID-Assay – demonstrieren, 
dass BisNP von den untersuchten Verbindungen die höchste Affinität zu fehlgepaarter DNA 
besitzt. Mit diesem Liganden wurden daher weitere FID-Studien durchgeführt, bei denen 
Duplex-ODN 17-YX mit allen 16 möglichen Basenkombinationen YX verwendet wurden 
(Abbildung 4.33, Anhang T11). Da die Signaländerung in einigen Fällen nicht für eine 
zuverlässige Kurvenanpassung ausreicht, wurde eine Basislinien-korrigierte relative Abnahme 
der EtBr-Fluoreszenzintensität (Kapitel 6.2.3) nach Zugabe von 1.2 Äquivalenten BisNP als 
Maß für die Bindungsaffinität verwendet. Die größten Fluoreszenzabnahmen zeigen die 
Experimente mit den Pyrimidin-Pyrimidin-fehlgepaarten Duplex-ODN 17-CC, 17-TC 17-CT 
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und 17-TT. Analog zu den thermischen Denaturierungsexperimenten (Abbildung 4.30) 
belegen somit auch diese Messungen die hohe Selektivität von BisNP für diesen 
Fehlpaarungstyp. 
 
Abbildung 4.33. Basislinien-korrigierte relative Abnahme der EtBr-Fluoreszenzintensität 
(Ex = 532 nm; Em = 610 nm) nach Zugabe von 1.2 Äquivalenten BisNP zu Duplex-ODN 
17-YX (100 nM) in Gegenwart von EtBr (1 µM) in M.TaqI-Bindungspuffer. 
 
 
4.3.2.4 Schlussfolgerungen aus den thermischen Denaturierungs-, ESI-MS- und FID-
Experimenten 
 
Die DNA-Bindungseigenschaften von BisA, BisA-NH2 und BisNP wurden mit drei 
unabhängigen biophysikalischen Methoden charakterisiert. In den thermischen 
Denaturierungs- und ESI-MS-Experimenten wurde übereinstimmend demonstriert, dass die 
cyclische Topologie der Liganden für eine hohe Fehlpaarungsselektivität notwendig ist. Eine 
Erklärung hierfür bietet die Regel, nach der sich zwei Intercalatormoleküle nicht gleichzeitig 
in benachbarte DNA-Basenzwischenräume einlagern, sondern aufgrund der starken 
Aufweitung des Zucker-Phosphat-Rückgrats mindestens ein Zwischenraum frei bleibt 
(nearest-neighbour exclusion principle; McGhee & Hippel, 1974; Malojcic et al., 2005). Der 
maximale Abstand der beiden aromatischen Ebenen von BisA wird aber selbst bei gestreckter 
Konformation der aliphatischen Linker durch die cyclische Topologie auf 7 Å beschränkt 
(Paris et al., 1999; Jourdan et al., 1999). Sollte die Bindung an DNA eine gekrümmte 
Konformation der Linker erfordern, so wie es die NMR-Struktur von BisA gebunden an DNA 
mit einer abasischen Stelle nahe legt (Abbildung 4.27), kann der erforderliche Abstand von 
2 x 3.4 Å = 6.8 Å für übernächste Basenzwischenräume in B-DNA (Berg et al., 2003) 
möglicherweise nicht erreicht werden. 
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Es ist bekannt, dass BisA eine starke Affinität zu Nucleotiden aufweist (Teulade-Fichou et al., 
1995). Befindet sich eine Basenfehlpaarung im DNA-Duplex, kann der Ligand die 
thermodynamische Instabilität an dieser Stelle ausnutzen, um ein Watson-Crick-Basenpaar zu 
umschließen (sandwich) und dabei eine der fehlgepaarten Basen aus der DNA-Helix 
herauszuklappen (Kapitel 4.3.1). Dieser Bindungsmodus trifft vermutlich auch auf die 
Liganden BisA-NH2 und BisNP zu und ist in Schema 4.5 (Kapitel 4.3.3) schematisch 
dargestellt. 
In den Abbildungen 4.34 und 4.35 sind die Daten aus den thermischen Denaturierungs-, 
ESI-MS- und FID-Experimenten gegenübergestellt. Aus Gründen der Übersicht sind in diesen 
Diagrammen Bindungsaffinitäten Ka anstelle von Dissoziationskonstanten Kd aufgetragen 
(Ka = Kd-1). Beim Vergleich der Liganden untereinander (Abbildung 4.34) weisen alle 
Analysemethoden BisNP als die Verbindung mit der höchsten Affinität an T/T-
Basenfehlpaarungen aus. Die gute qualitative und quantitative Übereinstimmung der ESI-MS- 
und FID-Daten ist bemerkenswert, da es sich um grundlegend verschiedene Verfahren 
handelt. Die vorhandenen Abweichungen könnten z.B. durch die unterschiedlichen pH-Werte 
und Salzkonzentrationen erklärt werden. Da die benzylischen Stickstoffatome mit pKa = 7–9 
(Dhaenens et al., 1993) in den Bereich der Puffer-bedingten pH-Veränderung fallen (pH = 6.0 
für ESI-MS und pH = 7.9 für FID), haben die Liganden in den betreffenden Experimenten 
höchstwahrscheinlich eine unterschiedliche Anzahl an Ladungen. Die Erkennung der 
Basenfehlpaarungen ist somit vermutlich in erster Linie durch nicht-ionische 
Wechselwirkungen, insbesondere -Stapelwechselwirkungen, bestimmt, denn andernfalls 
wäre ein größerer Unterschied zwischen den ESI-MS- und FID-Daten zu erwarten. 
 
 
Abbildung 4.34. Vergleich der Ligand-induzierten Schmelzpunktsverschiebung von Duplex-
ODN (Tm, q = 2) mit den Bindungsaffinitäten, die mittels ESI-MS- oder FID- Messungen 
bestimmt wurden. Die dargestellten Ergebnisse beschreiben die Wechselwirkung von BisA, 
BisA-NH2 und BisNP mit den T/T-fehlgepaarten Duplex-ODN 12-TT (Tm), 14-TT (ESI-MS) 
oder 17-TT (FID). 
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Beim Vergleich der Bindungsaffinität von BisNP an Duplex-ODN mit den vier 
Basenkombinationen TX (Abbildung 4.35) geht klar die Selektivität von BisNP für 
Pyrimidin-Pyrimidin-Fehlpaarungen hervor, die mit allen drei Analysemethoden zu 
beobachten ist. Wie schon in Abbildung 4.33 ist auch in diesem Diagramm (Abbildung 4.35) 
die Basislinien-korrigierte relative Abnahme der EtBr-Fluoreszenzintensität nach Zugabe von 
1.2 Äquivalenten BisNP als Maß für die Bindungsaffinität aufgetragen. 
Die hohe Bindungsaffinität von BisNP zu DNA mit Pyrimidin-Pyrimidin-Fehlpaarungen 
beruht vermutlich auf der besonders geringen thermodynamischen Stabilität dieser 
Basenkombinationen. So lässt sich für den Sequenzkontext GYA/CXT der Duplex-ODN aus 
dieser Studie anhand von thermischen Denaturierungsexperimenten folgende Stabilitäts-
reihenfolge aufstellen (Anhang T9): GA>TG>GT>AG>GG>AA=CA=TT>CT>CC=AC>TC. 
Da aber auch fehlgepaarte DNA mit den Kombinationen A/A, C/A und A/C eine geringe 
thermodynamische Stabilität besitzt, scheinen darüber hinaus weitere Effekte bei der 
Selektivität eine Rolle zu spielen. Dazu könnten beispielsweise sterische Faktoren zählen oder 
mögliche Wasserstoffbrückenbindungen der fehlgepaarten Base, die nicht ausgeklappt wird, 
mit dem Linker des Liganden. 
 
 
Abbildung 4.35. Vergleich der BisNP-induzierten Schmelzpunktsverschiebung von Duplex-
ODN 12-TT (Tm, q = 2), Bindungsaffinitäten von BisNP an Duplex-ODN 14-TT gemäß 
ESI-MS-Analyse und Basislinien-korrigierte relative Abnahme der EtBr-Fluoreszenzintensität 
nach Zugabe von 1.2 Äquivalenten BisNP zu Duplex-ODN 17-TT gemäß den FID-
Messungen. 
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4.3.2.5 Isotherme Titrationskalorimetrie 
 
Die isotherme Titrationskalorimetrie (isothermal titration calorimetry, ITC) ist eine etablierte 
Methode, um die Wechselwirkung von Liganden mit Biomolekülen zu untersuchen (Freire et 
al., 1990). So konnten z.B. Nakatani et al. (2001) mittels ITC die Bindung von 
Bisnaphthyridinen an fehlgepaarte DNA charakterisieren. Bei diesem Verfahren werden eine 
Probenzelle, die mit einer Lösung des Biomoleküls gefüllt ist, und eine Referenzzelle in einer 
sehr genau temperierten Umgebung mit Hilfe eines Heizstroms konstant etwas oberhalb der 
Umgebungstemperatur gehalten. Bei der schrittweisen Zugabe der Ligandlösung zur 
Probenzelle führt die Ligand-Biomolekül-Wechselwirkung in der Regel zur Wärmeaufnahme 
oder -abgabe H. Dieser Effekt wird durch eine Erniedrigung bzw. Erhöhung des Heizstroms 
der Probenzelle kompensiert, um weiterhin Temperaturkonstanz zu wahren. Die Differenz 
zwischen dem Heizstrom zur Probenzelle und zur Referenzzelle P wird als Signal registriert 
(Abbildung 4.36) und nach der Integration über die Zeit als Energie E gegen das 
Molaritätsverhältnis aufgetragen (Abbildung 4.37). 
 
 
Abbildung 4.36. Thermogramme aus ITC-Messungen mit BisNP. Gezeigt ist die Zugabe 
einer Lösung von BisNP (300 µM) in M.TaqI-Bindungspuffer ohne Triton X-100 zu M.TaqI-
Bindungspuffer ohne Triton X-100 (links) bzw. zu einer Lösung von Duplex-ODN 17-TA 
(10 µM) in M.TaqI-Bindungspuffer ohne Triton X-100 (rechts) bei 25°C. 
 
Die ITC-Methode besitzt gegenüber den zuvor diskutierten Analyseverfahren spezielle 
Merkmale, die eine Anwendung auf die BisNP-DNA-Wechselwirkung attraktiv erscheinen 
lassen. Im Gegensatz zu thermischen Denaturierungsexperimenten ermöglicht sie prinzipiell 
die quantitative Bestimmung der thermodynamischen Größen H, S und Kd bei 25°C in nur 
einem Experiment (Liang, 2006; Wadsö, 1997). Anders als beim FID-Assay kann dabei das 
unmodifizierte System untersucht werden, weil die Bindungsenthalpie direkt als Signal 
detektiert wird. Gegenüber ESI-MS-Messungen besteht der Vorteil, dass die Wechselwirkung 
in Lösung und nicht in der Gasphase gemessen wird. 
4.3   Wechselwirkung von macrocyclischen Bisintercalatoren mit fehlgepaarter DNA 
 118
Im Gegensatz zu den Fluoreszenztitrationen, bei denen die Konzentration der vorgelegten 
Spezies konstant gehalten wurde, tritt bei den ITC-Messungen durch die Zugabe der 
Ligandlösung ein Verdünnungseffekt ein. Die Verdünnungsenthalpie ist jedoch für Duplex-
ODN-Lösungen bei den verwendeten Konzentrationen mit dem verwendeten Gerät unterhalb 
der Nachweisgrenze und somit vernachlässigbar klein. Die Konzentrationsänderung wird vom 
Programm bei der Auswertung berücksichtigt. 
In Abbildung 4.36 sind die Thermogramme für die Zugabe von BisNP zu einer Pufferlösung 
sowie einer Lösung mit korrekt gepaartem Duplex-ODN 17-TA gezeigt. Mit dem ersten 
Experiment wird die geringe Verdünnungsenthalpie des Liganden für das betreffende 
Puffersystem bestimmt. Nach der Integration über die Zeit werden die berechneten 
Energiebeträge für jeden Titrationsschritt von den nachfolgenden Titrationskurven in 
Gegenwart von Duplex-ODN als unerwünschtes Hintergrundsignal abgezogen. Die drei 
Titrationskurven, die auf der linken Seite von Abbildung 4.37 dargestellt sind, wurden auf 
diese Weise erzeugt und geben den Titrationsverlauf für die Bindung von BisNP an die 
Duplex-ODN 17-TT, 17-TC und 17-TA wieder. Im Gegensatz zu den anderen 
Analysemethoden zeigen die ITC-Messungen keinen signifikanten Unterschied zwischen 
korrekt und fehlgepaarten Duplex-ODN. Darüber hinaus führen die Kurvenanpassungen mit 
dem gängigen Standardmodell von n unabhängigen Bindungsstellen pro Duplex-ODN 
(Anhang) zu großen systematischen Abweichungen vom experimentellen Kurvenverlauf 
(Abbildung 4.37, rechts). 
 
Abbildung 4.37. Links: Isotherme kalorimetrische Titrationskurven für die Zugabe einer 
BisNP-Lösung (1.11 mM) zu einer Lösung von Duplex-ODN 17-TT (schwarz), 17-TC (grün) 
oder 17-TA (rot, jeweils 10 µM) in M.TaqI-Bindungspuffer ohne Triton X-100 bei 25°C. 
Rechts: Kurvenanpassung (rote Linie) für die Titration mit Duplex-ODN 17-TA. 
 
Eine denkbare Erklärung für den ähnlichen Kurvenverlauf in den Titrationen mit 17-TT, 
17-TC und 17-TA ist die Existenz weiterer Bindungsmodi, die mit den anderen 
Analysemethoden nicht beobachtet wurden. Der möglicherweise nur geringe Betrag der 
Bindungsenthalpie für die selektive Bindung von BisNP an Basenfehlpaarungen könnte dann 
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von den größeren Enthalpien anderer Bindungsereignisse überlagert werden. In der Tat liegen 
die beobachteten Bindungsaffinitäten im µM-Bereich und damit wesentlich höher als in den 
ESI-MS- und FID-Messungen für Duplex-ODN mit Pyrimidin-Pyrimidin-Fehlpaarungen. 
Es ist z.B. eine ausgeprägte elektrostatische Wechselwirkung der polykationischen Liganden 
mit dem negativ geladenen Zucker-Phosphat-Rückgrat der Duplex-ODN denkbar. Eine solche 
Bindung muss aber nicht zwangsläufig zu einer Stabilisierung des Duplex-ODN bei der 
thermischen Denaturierung oder einer Verdrängung von intercaliertem EtBr im FID-Assay 
führen. Wenn die Bindungsenthalpie für diesen Bindungsmodus einen hohen Betrag hat, dann 
könnte dadurch die Beobachtung der selektiven Bindung des Liganden an Basenfehl-
paarungen im ITC-Experiment erschwert werden. 
 
Abbildung 4.38. Isotherme kalorimetrische Titrationskurve für die Zugabe einer BisNP-
Lösung (1.11 mM) zu einer Lösung von Einzelstrang-ODN 17-/C (10 µM) in M.TaqI-
Bindungspuffer ohne Triton X-100 bei 25°C. Die rote Linie zeigt das Ergebnis der 
Kurvenanpassung (n = 2.5). 
 
Des Weiteren bindet BisNP mit relativ hoher Affinität an Einzelstrang-DNA, wie das 
betreffende ITC-Experiment belegt (Abbildung 4.38). Für diese Titrationskurve lässt sich mit 
dem Modell von n unabhängigen Bindungsstellen auf dem Einzelstrang eine gute 
Kurvenanpassung berechnen, welche die Parameter in Tabelle 4.9 liefert. Die 
Dissoziationskonstante für die Bindung von BisNP an Einzelstrang-DNA liegt mit 2.2 µM nur 
um eine Größenordnung über dem Wert für die Bindung an T/T-fehlgepaarte DNA (150 nM, 
Kapitel 4.3.2.3). Diese starke Bindungsenthalpie an Einzelstrang-DNA könnte auch ein Grund 
für die nicht interpretierbaren ITC-Ergebnisse mit 17-TT, 17-TC und 17-TA sein. Selbst mit 
großer Sorgfalt sind bei Hybridisierungen von Duplex-ODN Fehler von 10% in den Einzel-
strangkonzentrationen kaum zu vermeiden. 
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Tabelle 4.9. Mittels ITC bestimmte thermodynamische Parameter für die Bindung von BisNP 
an Einzelstrang-ODN 17-/C. 
n Kd / µM H / kJ mol-1 S / J K-1 mol-1 
2.5 2.2 -35.3 -9.9 
 
Die Bindung von BisNP an die Enden der Duplex-ODN ist ebenfalls ein plausibler 
Bindungsmodus. Dort könnte der Ligand das letzte Basenpaar umschließen, ohne dass dafür 
eine benachbarte Base ausgeklappt werden muss. Für diesen Bindungsmodus wäre ein 
Stabilisierungseffekt im thermischen Denaturierungsexperiment auch mit 17-TA zu erwarten, 
da der Ligand das Duplex-ODN an den Enden klammerartig zusammenhalten sollte. Die 
geringen Konzentrationen der Duplex-ODN und Liganden bei der thermischen Denaturierung 
(3 µM bzw. 6 µM; Kapitel 4.3.2.1) könnten aber eine Beobachtung verhindert haben. Es 
wurden deshalb große Mengen an zirkularer Plasmid-DNA (pUC19) aus E. coli isoliert und in 
einem ITC-Experiment eingesetzt (Abbildung 4.39), um diesen möglichen Endbindungs-
modus genauer zu untersuchen. Die Konzentration an Basenpaaren entsprach dabei der 
Basenpaarkonzentration in den anderen Experimenten (c(bp) = 170 µM). Aufgrund der 
ringförmigen DNA-Topologie kann bei diesem Experiment aber keine Bindung von BisNP an 
DNA-Enden stattfinden. Die Konzentration an Einzelstrang-DNA sollte wegen der DNA-
Synthese durch den natürlichen Replikationsapparat ebenfalls sehr gering sein. 
Bei dieser Titration wurde keine signifikante Bindungsenthalpie detektiert. Die mögliche 
Bindung von BisNP an das Zucker-Phosphat-Rückgrat der DNA scheidet demnach als 
Erklärung für den ähnlichen Verlauf der Titrationskurven mit 17-TT, 17-TC und 17-TA aus. 
Eine solche Wechselwirkung sollte auch im Experiment mit pUC19 zu beobachten sein. 
Durch einen Vergleich der Energieamplituden bei den Titrationen von Einzelstrang-DNA (ca. 
140 µJ, Abbildung 4.38) und Duplex-ODN (ca. 90 µJ, Abbildung 4.37) mit BisNP kommt 
auch die Bindung von BisNP an Einzelstrang-DNA als ausschließliche Erklärung nicht in 
Betracht. Die Duplex-ODN müssten mit über 60% Einzelstrang DNA verunreinigt sein, um 
diese Werte zu liefern. Eine Bindung von BisNP an die Enden von Duplex-ODN ist daher 
sehr wahrscheinlich. In den thermischen Denaturierungsexperimenten konnte diese Bindung 
möglicherweise aufgrund des zu hohen Kd-Wertes nicht detektiert werden. Vermutlich ist also 
mittels ITC kein signifikanter Unterschied zwischen der Bindung von BisNP an korrekt und 
fehlgepaarter Duplex-ODN zu beobachten, weil der Betrag der Bindungsenthalpie des 
selektiven Bindungsmodus klein ist gegenüber dem Betrag für die unselektive Bindung an 
den Enden des Duplex-ODN. Die signifikante Bindung von BisNP an Einzelstrang-ODN 
kommt als potentielle Messungenauigkeit zusätzlich noch hinzu. Diese wahrscheinliche 
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Überlagerung von verschiedenen Bindungsmodi und unterschiedliche Anzahl von 
Bindungsstellen macht daher eine Interpretation der Titrationen mit 17-TC, 17-TT und 
17-TA unmöglich. 
 
Abbildung 4.39. Isotherme kalorimetrische Titration für die Zugabe einer BisNP-Lösung 
(1.11 mM) zu einer Lösung von Plasmid-DNA pUC19 (c(bp) = 170 µM) in M.TaqI-
Bindungspuffer ohne Triton X-100 bei 25°C. 
 
 
4.3.3 Hemmung der M.TaqI-Bindung an fehlgepaarte DNA 
 
Die Fähigkeit von BisNP, die Bindung von Enzymen an fehlgepaarte DNA zu hemmen, lässt 
sich mit Hilfe eines fluoreszenzspektroskopischen Bindungsassays demonstrieren 
(Schema 4.5). Dabei wurde M.TaqI als Modellenzym verwendet. Die Bindungsaffinität von 
M.TaqI an das T/T-fehlgepaarte Duplex-ODN 17-TT wurde zunächst mittels kompetitiver 
Fluoreszenztitration in Gegenwart des 2Ap-markierten Duplex-ODN 16-2T bestimmt 
(Schema 4.5, II). Diese Titration zeigt einen leicht sigmoidalen Kurvenverlauf und die 
Kurvenanpassung nach dem Modell mit zwei Bindungsgleichgewichten (Anhang) liefert 
Kd(17-TT-M.TaqI) = 3.6 nM. Im Gegensatz zu den anderen Kapiteln dieser Arbeit wurden 
die Messungen zu diesem Projekt mit einer älteren M.TaqI-Präparation durchgeführt, so dass 
bei der Auswertung auch ein abweichender Wert für Kd(16-2T-M.TaqI) = 10 nM 
berücksichtigt wurde (Schema 4.5, I; Kapitel 3.3). 
Die Zugabe von BisNP führt zu einer signifikanten Verschiebung der Titrationskurve 
(Schema 4.5, III), was eine scheinbare Verringerung der Bindungsaffinität von M.TaqI an 
17-TT bedeutet. Da mit der Bindung von BisNP an 17-TT bei diesem Experiment ein drittes 
Bindungsgleichgewicht hinzukommt, führt die Kurvenanpassung nach dem Modell mit zwei 
Bindungsgleichgewichten lediglich zu einer apparenten Dissoziationskonstante mit dem Wert 
Kd,app(17-TT-M.TaqI) = 18 nM. Die Anwesenheit von BisNP bewirkt somit eine scheinbare 
fünffache Erniedrigung der Bindungsaffinität von M.TaqI zu 17-TT. 
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Schema 4.5. A: Prinzip des kompetitiven Bindungsassays. Dargestellt ist die Bindung von 
M.TaqI (blau) an das 2Ap-sondierte Duplex-ODN 16-2T, was zu einer Erhöhung der 2Ap-
Fluoreszenzintensität führt (I). In Gegenwart von T/T fehlgepaartem Duplex-ODN 17-TT 
erfolgt zunächst die bevorzugte Bindung an das nicht fluoreszierende 17-TT, wodurch ein 
sigmoidaler Kurvenverlauf resultiert (II). Durch Zugabe von BisNP kann die M.TaqI-Bindung 
an 17-TT gehemmt werden und der Kurvenverlauf (III) nähert sich wieder der Form von 
Experiment (I). B: Verlauf der Fluoreszenzintensität (Ex = 320 nm; Em = 384 nm) bei 
Zugabe von M.TaqI zu 16-2T (100 nM, Quadrate, I), 16-2T und 17-TT (je 100 nM, Dreiecke, 
II) oder 16-2T und 17-TT (je 100 nM) in Gegenwart von BisNP (2 µM, Rauten, III) in M.TaqI-
Bindungspuffer. Anstelle der 2Ap-Fluoreszenzintensität ist die relative Fluoreszenzänderung 
aufgetragen, da BisNP ebenfalls etwas bei dem beobachteten Wellenlängenpaar fluoresziert 
und die Titrationen mit und ohne BisNP ansonsten schlechter zu vergleichen sind. Die roten 
Linien zeigen die Ergebnisse der Kurvenanpassungen nach Modellen mit ein (I) oder zwei 
(II, III) Bindungsgleichgewichten. 
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B 
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Aufgrund der hohen Komplexität von Modellen mit drei Bindungsmodellen ist in diesen 
Fällen die Durchführung von numerischen Näherungen anstelle von analytischen Lösungen 
ratsam. Auf diese Weise kann mit dem Programm Maple der Kurvenverlauf für die 16-2T-
M.TaqI-Komplexkonzentration für verschiedene Werte von Kd(BisNP-17-TT) simuliert 
werden (Abbildung 4.40, Anhang). Der tatsächliche Kurvenverlauf für das Experiment in 
Gegenwart von BisNP (Schema 4.5, III) wird dabei am besten mit einem Kd-Wert zwischen 
150 nM und 450 nM wiedergegeben. Die Dissoziationskonstante aus dem FID-Experiment 
Kd(BisNP-17-TT) = 150 nM (Kapitel 4.3.2.3) wird dadurch nochmals bestätigt. 
 
 
Abbildung 4.40. Einfluss von BisNP auf die Wechselwirkung von M.TaqI mit T/T-
fehlgepaartem Duplex-ODN 17-TT. Schwarz: Analytische Kurvenanpassung für die Titration 
von 16-2T (100 nM) mit M.TaqI (aus Schema 4.5, I). Violett: Analytische Kurvenanpassung 
für die Titration von 16-2T und 17-TT (je 100 nM) mit M.TaqI (aus Schema 4.5, II). Des 
Weiteren ist der mit dem Programm Maple numerisch simulierte Verlauf der 16-2T-M.TaqI-
Komplexkonzentration für Kd(BisNP-17-TT) = 50 nM (rot), Kd(BisNP-17-TT) = 150 nM 
(orange), Kd(BisNP-17-TT) = 450 nM (grün) und Kd(BisNP-17-TT) = 900 nM (blau) darge-
stellt. Die Werte Kd(17-TT-M.TaqI) = 3.6 nM und Kd(16-2T-M.TaqI) = 10 nM wurden in allen 
Simulationen verwendet. 
 
In Abbildung 4.41 sind außerdem zwei wichtige Kontrollexperimente gezeigt. So ist kein 
signifikanter Unterschied zwischen den Titrationskurven von 16-2T in Abwesenheit und 
Gegenwart von BisNP zu erkennen (Kd(16-2T-M.TaqI) = 10 nM bzw. Kd,app(16-2T-
M.TaqI) = 13 nM). Des Weiteren ist im Experiment mit korrekt gepaartem Duplex-ODN 
17-TA, das analog zu Experiment (III) in Schema 4.5 ist, nur eine sehr geringe Veränderung 
bei Zugabe von BisNP zu beobachten ((Kd(17-TA-M.TaqI) = 2.2 nM bzw. Kd,app(17-TA-
M.TaqI) = 1.3 nM). Der hemmende Effekt von BisNP auf die Bindung von M.TaqI an das 
T/T-fehlgepaarte Duplex-ODN 17-TT (Schema 4.5, III) beruht demnach tatsächlich auf der 
kompetitiven Verdrängung des Enzyms durch den BisNP-Ligand. 
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Abbildung 4.41. Links: Verlauf der Fluoreszenzintensität (Ex = 320 nm; Em = 384 nm) bei 
Zugabe von M.TaqI zu Duplex-ODN 16-2T (100 nM, Dreiecke) oder 16-2T (100 nM) in 
Gegenwart von BisNP (2 µM, Quadrate) in M.TaqI-Bindungspuffer. Die roten Linien zeigen 
die Ergebnisse der Kurvenanpassungen. Rechts: Verlauf der Fluoreszenzintensität 
(Ex = 320 nm; Em = 384 nm) bei Zugabe von M.TaqI zu Duplex-ODN 16-2T (100 nM, 
Quadrate), 16-2T und 17-TA (je 100 nM, Dreiecke) oder 16-2T und 17-TA (je 100 nM) in 
Gegenwart von BisNP (2 µM, Rauten) in M.TaqI-Bindungspuffer. Die roten Linien zeigen die 
Ergebnisse der Kurvenanpassungen. 
 
 
4.3.4 Kapitelzusammenfassung und Ausblick 
 
Ausgehend von BisA, das bereits in diversen Studien Basenfehlpaarungs-selektive DNA-
Bindungseigenschaften zeigte (David et al., 2003; Berthet et al., 1999; Jourdan et al., 1999), 
wurden in diesem Kapitel weitere macrocyclische Bisintercalatoren sowie acyclische 
Kontrollverbindungen charakterisiert. Dazu wurden zunächst thermische Denaturierungs-, 
ESI-MS-, FID-Messungen durchgeführt, in denen mit guter qualitativer und quantitativer 
Übereinstimmung BisNP die vielversprechendsten Ergebnisse lieferte. Für die Bindung an 
das T/T-fehlgepaarte Duplex-ODN wurden im ESI-MS- und im FID-Experiment 
Kd(BisNP-17-TT) = 70 nM bzw. Kd(BisNP-17-TT) = 150 nM bestimmt, was in der 
Größenordnung von anderen Basenfehlpaarungs-selektiven Verbindungsklassen liegt (Lacy et 
al., 2002; Nakatani et al., 2001). In Messungen mit Duplex-ODN 17-YX, die alle 16 
möglichen Basenkombinationen YX an der variierten Position enthalten, wurde darüber 
hinaus eine signifikante Selektivität für Pyrimidin-Pyrimidin-Fehlpaarungen festgestellt. 
Diese wurde überwiegend auf die besonders geringe thermodynamische Stabilität dieser 
Kombinationen zurückgeführt.  
Die Erkenntnisse, die aus zusätzlichen ITC-Experimenten gewonnen wurden, verfeinern das 
Bild von der BisNP-17-TT-Wechselwirkung. So weist BisNP eine ausgeprägte Affinität zu 
Einzelstrang-DNA auf. Die Dissoziationskonstante liegt dabei mit Kd = 2.2 µM nur eine 
Größenordnung über dem Wert für die selektive Bindung an Duplex-ODN 17-TT. Außerdem 
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zeigen die fehl- bzw. korrekt gepaarten Duplex-ODN 17-TT und 17-TA keine signifikanten 
Unterschiede in den Titrationskurven, was nach weiteren Messungen mit Plasmid-DNA auf 
die Bindung von BisNP an die Enden der Duplex-ODN zurückgeführt wurde. 
In einem kompetitiven Bindungsassay mit 2Ap-sondierter DNA konnte demonstriert werden, 
dass BisNP die Bindung von M.TaqI an fehlgepaarte DNA effektiv hemmen kann. Diese 
Eigenschaft könnte neue Wege zur Erforschung von MMR-Systemen ermöglichen und besitzt 
zudem therapeutisches Potential. Für eine Anwendung dieser Verbindungen im SNP typing 
muss hingegen noch eine Reportergruppe eingeführt werden, da die Liganden selbst nur 
schwach fluoreszieren. Zu diesem Zweck wurden bereits diverse Fluorophoraktivester mit 
einer primären Aminogruppe von BisA-NH2 umgesetzt, um BisA-NH2-Fluorophor-Konjugate 
zu erhalten. In den bisherigen Experimenten scheiterte eine direkte fluoreszenz-
spektroskopische Detektion der DNA-Bindung aber entweder an einem instabilen 
Fluoreszenzsignal, vermutlich aufgrund von Präzipitation, oder einer zu geringen 
Fluoreszenzänderung während des Bindungsereignisses. Experimente bei verschiedenen pH-
Werten oder Salzkonzentrationen sowie der Einsatz von Detergenzien könnten diese 
Probleme lösen bzw. mindern. Auch eine Immobilisierung von BisA-NH2, um die DNA-
Ligand-Wechselwirkung mittels SPR zu detektieren, ist möglich und wurde mit ähnlichen 
Systemen bereits erfolgreich angewendet (Hagihara et al., 2004). 
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4.4 Superspezifische DNA-Methylierung 
 
In Eukaryoten wurde bislang nur C5-Cytosin-Methylierung der DNA gefunden und bei 
Säugetieren ausschließlich in CpG-Sequenzen (Kapitel 1.2). Diese Sequenz ist im Genom 
statistisch deutlich unterrepräsentiert, tritt aber in manchen DNA-Abschnitten verstärkt auf 
(CpG-Inseln; Cross et al., 1994). Dabei handelt es sich häufig um Promotorregionen, deren 
Methylierungsstatus die Expression des dazugehörigen Gens beeinflusst. Sie liegen in der 
Regel unmethyliert vor, um die Transkription zu ermöglichen (Gardiner-Garden & Frommer, 
1987). Außerhalb von CpG-Inseln sind CpG-Sequenzen hingegen eher methyliert (Meissner 
et al., 2008). 
Mit Hilfe von Erhaltungs-DNA-MTasen aus der Dnmt1-Familie gelingt es der Zelle nach der 
Zellteilung, dieses Methylierungsmuster auf nachfolgende Zellgenerationen zu übertragen 
(epigenetische Prägung). Dies ist von großer Bedeutung, weil die C5-DNA-Methylierung des 
Genoms bei Säugetieren u.a. Einfluss auf die Transkription, die Chromatinstruktur, die 
Inaktivierung des X-Chromosoms und die Regulierung von repetitiven DNA-Sequenzen 
besitzt (Wolffe & Matzke, 1999; Jeltsch, 2002; Attwood et al., 2002). Es überrascht daher 
nicht, dass ein defekter DNA-Methylierungs-Apparat eng mit der Entstehung und dem 
Fortschreiten von Krankheiten assoziiert ist. Beispielsweise beruht das ICF-Syndrom 
(immunodeficiency, centromer instability and facial anomalies), eine seltene menschliche 
Erbkrankheit, auf einem fehlerhaften Gen für die de novo DNA-MTase Dnmt3b (Robertson & 
Wolffe, 2000; Hendrich, 2000). 
Die Entstehung von Krebs wird ebenfalls mit der DNA-Methylierung in Verbindung 
gebracht. Auch wenn die genauen Zusammenhänge noch immer unklar sind, zeigen 
Tumorzellen im Allgemeinen eine Hypomethylierung, gepaart mit regiospezifischer 
Hypermethylierung (Herman & Baylin, 2003; Ponder, 2001; Baylin & Herman, 2000). Beim 
Wachstum und der Metastasen-Bildung von Karzinomen, d.h. Krebsarten die aus 
Epithelgewebe hervorgehen, spielt die Expression von Zelladhäsions-Proteinen (cell adhesion 
molecule, CAM) eine besondere Rolle. So ist z.B. das transmembrane Glycoprotein EpCAM 
(epithelial cell adhesion molecule; Litvinov et al., 1994; Trzpis et al., 2007) in vielen 
Karzinomen stark überexprimiert. Es wurde daher für die Tumorerkennung (tumor marker) 
und als neuer Angriffspunkt in der Krebsbehandlung vorgeschlagen (Osta et al., 2004; 
Armstrong & Eck, 2003). 
Für therapeuthische Zwecke müsste der EpCAM-Promotor zwecks Runterregulierung der 
EpCAM-Expression selektiv hypermethyliert werden (gene silencing; Shiah et al., 2008) und 
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erste Studien belegen bereits die prinzipielle Realisierbarkeit dieses Ansatzes (van der Gun et 
al., 2008). Selbst die de novo Methylierung von einzelnen CpG-Sequenzen in der 
Promotorregion kann für eine Inaktivierung von Genen ausreichen, da solche Ereignisse eine 
weitergehende DNA-Methylierung induzieren können (methylation spreading; Li et al., 2007; 
Kim et al., 2002; Turker, 2002). Für die selektive Adressierung von CpG-Sequenzen in einer 
bestimmten Promotorregion verfügen die bekannten DNA-MTasen jedoch mit 
Erkennungssequenzen von zwei bis acht bp über eine viel zu geringe Spezifität. Es wurden 
deshalb verschiedene Ansätze verfolgt, um die Spezifität der DNA-MTasen durch 
Konjugation mit einer dirigierenden Einheit zu erhöhen (superspezifische DNA-
Methylierung; Maluszynska-Hoffman, 2008). 
Als derartige dirigierende Gruppe eignen sich prinzipiell z.B. kleine synthetische Polyamide, 
die sequenzspezifisch an die kleine Furche von DNA binden (Burnett et al., 2006). Allerdings 
sind die erkannten DNA-Sequenzen bisher nicht lang genug, um statistisch gesehen innerhalb 
des Genoms einmalig zu sein. Ein vielversprechenderer Ansatz verwendet deshalb 
Zinkfinger-Proteine (ZFP; Berg et al., 2003) als DNA-bindende Einheiten in 
Fusionsproteinen. Mit ihnen können Genom-Sequenzen von 18 bp und mehr adressiert 
werden, so dass die erforderliche Spezifität erreicht wird. Mit ZFP wurden neben 
Aktivierungs- und Repressionsdomänen (Beerli et al., 2000) bereits erfolgreich Protein- und 
DNA-MTasen bzw. deren katalytisch aktive Domänen verknüpft (Snowden et al., 2002; Li et 
al., 2007; McNamara et al., 2002; Xu & Bestor, 1997). In diesen Studien ist jedoch häufig die 
signifikante Methylierung von nicht-adressierten CpG-Sequenzen ein Problem (Carvin et al., 
2003; Li et al., 2007). Aktuell wird daher die DNA-Bindungsaffinität der MTase z.B. durch 
Mutationen absichtlich reduziert, um die dirigierende Wirkung des ZFP zu verstärken (Smith 
& Ford, 2007). Ein anderer interessanter Ansatz verwendet Enzymfragmente, die auf direkt 
benachbarte Positionen adressiert werden und erst dort nach erneuter Zusammensetzung 
gemeinsam eine Methylierungsaktivität entfalten (Nomura & Barbas III, 2007; Kiss & 
Weinhold, 2008). 
Im Rahmen dieser Arbeit sollen einige Aspekte der DNA-Bindung einer DNA-MTase 
charakterisiert werden, die kovalent mit einem Triplehelix-bildenden Oligodesoxynucleotid 
(triple helix-forming oligodeoxynucleotide, TFO) verknüpft ist. TFO sind als dirigierende 
Gruppen ebenfalls dazu geeignet, superspezifische DNA-Methylierung zu ermöglichen 
(Maluszynska-Hoffman, 2008). Die Sequenzspezifität von DNA-reaktiven Molekülen 
(Francois et al., 1989; Arimondo et al., 2006) oder Restriktionsendonucleasen (Eisenschmidt 
et al., 2005), wurde auf diese Weise ebenfalls erfolgreich erhöht. Diese Fähigkeit beruht auf 
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der sequenzspezifischen DNA-Bindung von TFO in der großen Furche via Hoogsteen- oder 
reverse Hoogsteen-Wasserstoffbrückenbindungen (Abbildung 4.42; Felsenfeld et al., 1957; 
Moser & Dervan, 1987). 
 
Abbildung 4.42. TFO-Bindung an Watson-Crick-Basenpaarungen nach dem parallelen 
Pyrimidin-Motiv (A) oder nach dem antiparallelen Purin-Motiv (B). 
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TFO sind in der Regel 10–30 Nucleotide lang und können je nach Zusammensetzung im 
parallelen Pyrimidin-Motiv oder im antiparallelen Purin-Motiv an die Duplex-DNA binden. 
Für die Hoogsteen-Bindung im parallelen Pyrimidin-Motiv ist es dabei erforderlich, dass das 
Cytosin an der N3-Position protoniert vorliegt (Abbildung 4.42, A; Asensio et al., 1998). Der 
betreffende pKa-Wert wurde je nach TFO Sequenz mit 4.6 (Völker & Klump, 1994) bis 6.5 
(Plum & Breslauer, 1995) angegeben. Damit ist die Bindungsaffinität nach dem Pyrimidin-
Motiv an Duplex-DNA für C-reiche TFO stark pH-abhängig und bei einem physiologischen 
pH-Wert von ca. 7.4 in vielen Fällen unbefriedigend. Dieser Nachteil kann jedoch durch den 
Einbau von geeigneten Basenanaloga, z.B. 2’-O-Methyl-pseudoisocytidin, behoben werden 
(Shahid et al., 2006). 
 
 
4.4.1 M.SssI-TFO-Konjugat 
 
Die DNA-Cytosin-C5-MTase M.SssI aus Spiroplasma Sp. ist das bislang einzige bekannte 
Enzym aus einem prokaryotischen Organismus, das die gleiche Erkennungssequenz 5’-CG-3’ 
wie die DNA-MTasen von Säugetieren besitzt (Nur et al., 1985). Sie wurde erfolgreich 
kloniert, in E. coli exprimiert und charakterisiert (Renbaum et al., 1990) und ist deshalb für 
biotechnologische Anwendungen besonders interessant. Allerdings ist noch keine 
Kristallstruktur bekannt, so dass bisher nur ein Strukturmodell im Komplex mit DNA von 
Koudan et al. (2004), basierend auf der Homologie zu M.HhaI und M.HaeIII, zur Verfügung 
steht (Abbildung 4.43). 
 
Abbildung 4.43. Homologiemodell des binären Komplexes von M.SssI (grün) mit einem 
Duplex-ODN (rot). 
4.4   Superspezifische DNA-Methylierung 
 130
Monami (2007) und Maluszynska-Hoffman (2008) haben ein M.SssI-TFO-Konjugat für die 
superspezifische DNA-Methylierung in der EpCAM-Promotorregion entwickelt (van der Gun 
et al., 2008) und für die nachfolgenden biophysikalischen Untersuchungen zur Verfügung 
gestellt. Es besteht aus einem 24 bp TFO, das an seinem 5’-Ende kovalent mit einer C141S-
Variante von M.SssI verknüpft ist (Abbildung 4.44). Das TFO wurde dabei so gewählt, dass 
es im parallelen Pyrimidin-Motiv an eine Sequenz des EpCAM-Promotors binden kann, die in 
5’-Richtung 4 bzw. 21 bp entfernt zwei CpG-Sequenzen aufweist. Für die Experimente in 
dieser Arbeit wurde jedoch eine leicht abgewandelte Duplex-DNA-Sequenz verwendet, bei 
der die CpG-Sequenzen in 5’-Richtung 4 bzw. 14 bp weit von der TFO-Bindungsstelle 
entfernt sind (Abbildung 4.44). Dies soll eine möglichst gute Vergleichbarkeit mit anderen 
Analysemethoden (Maluszynska-Hoffman, 2008) gewährleisten. 
 
Abbildung 4.44. Konzept der TFO-dirigierten superspezifischen DNA-Methylierung durch 
die M.SssI-Variante C141S sowie Definition der im weiteren Verlauf des Textes verwendeten 
Bezeichnungen. Im 2Ap-markierten Duplex-ODN 45-2G wurde CpG #110 durch 2G ersetzt 
(Kapitel 6.1.5). 
 
Eines der Experimente, dass die angestrebte superspezifische DNA-Methylierung und damit 
die Wirksamkeit des Konzepts belegt, wurde von Dr. R. Wasserkort, Epigenomics GmbH, 
Berlin, durchgeführt und ist in Abbildung 4.45 gezeigt. Es bedient sich der Bisulfit-
Sequenzierung, die auf der Desaminierung von C zu Uracil im alkalischen Milieu in 
Gegenwart von Natriumbisulfit beruht (Wang et al., 1980; Zhang et al., 2009). Bei C5-
Methylcytosin findet hingegen im Wesentlichen keine Desaminierung statt, so dass nach 
erfolgter Umwandlung und PCR-Amplifizierung die Basensequenz Auskunft über den 
Methylierungszustand der ursprünglichen DNA-Probe liefert. Die Daten in Abbildung 4.45 
demonstrieren deutlich, dass die superspezifische Methylierung der CpG-Sequenzen #110 und 
#120 nur in Gegenwart von ausreichenden Mengen des M.SssI-TFO-Konjugats stattfindet. 
Eine unerwünschte Hintergrundmethylierung von anderen CpG-Sequenzen tritt erst bei einem 
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großen Überschuss von 10 Äq. des Konjugats auf. Unmodifizierte Wildtyp-(WT)-M.SssI 
methyliert hingegen alle vorhanden CpG-Sequenzen nahezu vollständig. In Gegenwart des 
Cofaktors AdoMet, aber ohne Enzym oder Konjugat, tritt keine signifikante CpG-
Methylierung auf. 
 
 
Abbildung 4.45. Bisulfit-Sequenzierung für einen Teil von Litcon54. Der rote Pfeil markiert 
die adressierten CpG-Sequenzen #110 und #120 (Abbildung 4.44). 
 
 
4.4.2 Kinetische und thermodynamische Charakterisierung 
 
Eine Analyse der thermodynamischen und kinetischen Eigenschaften der Triplehelix-Bildung 
ist notwendig, um die Superspezifität des M.SssI-TFO-Konjugats zu verstehen. Nur so lässt 
sich die Leistungsfähigkeit dieses Konzepts rational weiter verbessern. Gemäß dem derzeit 
gängigen Modell erfolgt die TFO-Bindung im Pyrimidin-Motiv nach einem zweistufigen 
Mechanismus (nucleation and zipping-Modell; Escudé, 2005; Alberti et al., 2002). Demnach 
findet zunächst die langsame Anlagerung weniger TFO-Nucleotide an das 5’-Ende des Purin-
reichen Stranges der Duplex-DNA statt. Im zweiten Schritt bilden dann die restlichen TFO-
Nucleotide in 3’-Richtung ebenfalls ihre Hoogsteen-Wasserstoffbrücken aus. 
In anderen Studien wurden bereits verschiedene Methoden entwickelt, um die Triplehelix-
Bildung zu detektieren. Dazu zählen u.a. ein Restriktionsendonuclease-Assay (Maher et al., 
1990), ein radioaktiver Filterbindungs-Assay (Shindo et al., 1993), ein UV-Assay (Mergny & 
Lacroix, 2003) sowie diverse FRET-Methoden mit kovalent markierten ODN (Rusling et al., 
2008; James et al., 2003; Reither & Jeltsch, 2002). Für die Untersuchung des M.SssI-TFO-
Konjugats wären jedoch für die nicht radioaktiven Assays große Substanzmengen nötig, da 
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die geringe Sensitivität dieser Verfahren üblicherweise nur Messungen bei Konzentrationen 
von 200 nM oder mehr gestattet. Außerdem wäre es sehr aufwendig, für FRET-Experimente 
eigens ein M.SssI-TFO-Konjugat mit 3’-fluoreszenzmarkiertem TFO darstellen zu müssen. 
Im Folgenden wurden deshalb die hervorragenden Fluoreszenzeigenschaften des Intercalators 
TO (Kapitel 3.2) ausgenutzt, um die Detektion der Triplehelix-Bildung mit hoher Sensitivität 
zu ermöglichen. Ein analoges, aber deutlich weniger sensitives Verfahren mit EtBr als 
Fluoreszenzintercalator wurde bereits von Yeung et al. (2003) vorgestellt. Die Methode ist 
mit dem FID-Assay (Kapitel 3.2) vergleichbar, nur dass in diesem Fall die Bindung des TFO 
an das TO-markierte Duplex-ODN zu einer etwa 6–8-fachen Fluoreszenzerhöhung führt 
(Abbildung 4.46). Das TO wird vermutlich durch die TFO-Bindung nicht verdrängt, sondern 
zeigt lediglich eine erhöhte Fluoreszenzintensität aufgrund der Umgebungsveränderung. 
 
 
Abbildung 4.46. Verlauf der TO-Fluoreszenzintensität (Ex = 510 nm; Em = 536 nm) bei 
Zugabe von verschiedenen Mengen MgCl2 zu einer Lösung von Duplex-ODN 30-TFS 
(20 nM) und 24-TFO (100 nM; schwarz 1 mM, grün 5 mM und blau 10 mM MgCl2) in M.SssI-
Bindungspuffer in Gegenwart von TO (200 nM). Die gelbe Kurve zeigt den Verlauf für das 
analoge Experiment mit 30-TFS (20 nM) und M.SssI-Konjugat (100 nM) bei Zugabe von 
MgCl2 (10 mM). Die roten Linien geben den Verlauf der Kurvenanpassungen wieder. 
 
Neben einem niedrigen pH-Wert stabilisieren auch zweiwertige Kationen wie z.B. Mg2+ oder 
Ca2+ die Triplehelix-Bildung (Plum & Breslauer, 1995; Singleton & Dervan, 1993). Diese 
sind besonders gut dazu geeignet, die negative Ladung des Duplex-ODN abzuschirmen und 
somit die Bindung eines ebenfalls negativ geladenen TFO zu begünstigen. Die Kinetiken in 
Abbildung 4.46 wurden deshalb bei verschiedenen Mg2+-Konzentrationen durchgeführt, um 
den Effekt auf die Assoziationsgeschwindigkeit von Duplex-ODN 30-TFS und TFO 24-TFO 
(Tabelle 4.10) zu untersuchen. 
Mit bimolekularen Geschwindigkeitskonstanten für die Triplehelix-Bildung zwischen 
kon = 770 M-1 s-1 und kon = 19300 M-1 s-1 für MgCl2-Konzentrationen zwischen 1 und 10 mM 
liegen die gemessenen Werte im selben Bereich wie solche aus anderen Studien (James et al., 
2003; Paes & Fox, 1997). Der erwartete positive Einfluss von Mg2+-Ionen auf die Triplehelix-
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Bildung ist deutlich zu erkennen. Die betreffenden Kurvenanpassungen nach dem Modell für 
bimolekulare Assoziationsreaktionen (Anhang) zeigen über weite Bereiche eine gute 
Übereinstimmung mit den experimentellen Kurvenverläufen. Zu Beginn der Reaktion ist 
jedoch insbesondere für c(MgCl2) = 1 mM eine systematische Abweichung zu beobachten, 
bei der die Kurvenanpassung eine geringere Fluoreszenzänderung zeigt als der tatsächliche 
Kurvenverlauf. Ähnliches konnte auch in anderen Experimenten festgestellt werden (z.B. 
blaue Kurve in Abbildung 4.47) und könnte auf den ungewöhnlich langen Abschnitt von 15 
aufeinanderfolgenden T in 24-TFO zurückzuführen sein. Das TFO bindet möglicherweise zu 
Beginn der Reaktion um wenige Basenpaare versetzt an das Duplex-ODN, so dass relativ 
rasch viele thermodynamisch weniger stabile, kürzere oder fehlgepaarte Triplehelices 
entstehen. Erst im weiteren Verlauf des Experiments bildet sich dann die thermodynamisch 
stabilste, vollständig richtig gepaarte Triplehelix aus. Dieser komplexe Sachverhalt wird aber 
durch das verwendete einfache Modell nicht berücksichtigt. 
 
Tabelle 4.10. Geschwindkeitskonstanten kon der bimolekularen Assoziationsreaktionen von 
Abbildung 4.46. 
Gebildeter Komplex c(Mg2+) / mM kon / M-1 s-1 
30-TFS-24-TFO 10 19300 
30-TFS-24-TFO 5 8000 
30-TFS-24-TFO 1 770 
30-TFS-M.SssI-TFO-Konjugat 10 8900 
 
In Abbildung 4.46 ist außerdem ein Experiment gezeigt, mit dem die Geschwindigkeits-
konstante für die Bindung des M.SssI-TFO-Konjugats an das Duplex-ODN 30-TFS bei 
c(MgCl2) = 10 mM bestimmt wurde. Da 30-TFS keine CpG-Sequenz enthält 
(Abbildung 4.44) sollte die Bindung des Konjugats ohne Beteiligung des Enzyms allein über 
das TFO erfolgen. Die gemessene Geschwindigkeitskonstante ist mit kon = 8900 M-1 s-1 für 
das Konjugat etwa halb so groß wie für das freie TFO (kon = 19300 M-1 s-1). Dieser relativ 
geringe Unterschied zeigt, dass die TFO-Bindungskinetik nur unwesentlich vom Enzym 
beeinflusst wird. 
Die geschilderte neue TO-Fluoreszenzmethode wurde durch Kontrollmessungen mit zwei 
unabhängigen anderen spektroskopischen Methoden validiert (Abbildung 4.47). Im ersten 
Experiment wurde der hypochrome Effekt bei der Triplehelix-Bildung ausgenutzt (Mergny & 
Lacroix, 2003), um die Reaktion mittels UV-Spektroskopie zu verfolgen. Dazu wurde eine 
Lösung von Duplex-ODN 30-TFS mit 1.5 Äq. TFO 24-TFO in Gegenwart von 10 mM 
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MgCl2 sowie verschiedenen Konzentrationen an TO versetzt und die Absorptionsabnahme bei 
260 nm detektiert. Die Kurvenanpassungen nach dem Modell für bimolekulare Assoziations-
reaktionen stimmen gut mit dem experimentellen Kurvenverlauf überein. Es ergeben sich 
Geschwindigkeitskonstanten kon von 19100 M-1 s-1 (1 µM TO), 21600 M-1 s-1 (0.5 µM TO) 
und 18500 M-1 s-1 (kein TO). Im Rahmen der Messgenauigkeit stimmen diese Werte gut mit 
dem betreffenden Fluoreszenzexperiment von Abbildung 4.46 für 10 mM MgCl2 überein. 
Dies demonstriert, dass die Zugabe von TO bis mindestens c(TO) = 1 µM keinen 
signifikanten Einfluss auf die Geschwindigkeit der Triplehelix-Bildung hat und mit der neuen 
Fluoreszenzmethode verlässliche Werte bestimmt werden können. Die UV-Spektroskopie 
selbst empfiehlt sich dagegen aufgrund der geringen Sensitivität nicht für weitere Messungen. 
 
 
Abbildung 4.47. Links: Verlauf der UV-Absorption bei 260 nm nach Zugabe von 24-TFO 
(375 nM) zu einer Lösung von 30-TFS (250 nM) in M.SssI-Bindungspuffer und 10 mM MgCl2 
in Abwesenheit (schwarz) und Gegenwart von 0.5 µM (blau) oder 1.0 µM (grün) TO. Die 
roten Linien zeigen die Ergebnisse der Kurvenanpassungen. Rechts: Verlauf der 
Fluoreszenzanisotropie (Ex = 493 nm; Em = 520 nm) bei Zugabe von M.SssI-TFO-Konjugat 
(100 nM) zu A488-markiertem Duplex-ODN 30-TFS-C6-A488 (20 nM) in M.SssI-
Bindungspuffer und 10 mM MgCl2. Die rote Linie zeigt den Verlauf der Kurvenanpassung. 
 
In einem zweiten Kontrollexperiment wurde das 5’-A488-markierte Duplex-ODN 
30-TFS-C6-A488 mit dem M.SssI-TFO-Konjugat versetzt und die Änderung der 488-
Fluoreszenzanisotropie verfolgt (Abbildung 4.47). Die beobachtete Signaländerung sollte 
durch die Bindung des Konjugats an das markierte Duplex-ODN und die damit einhergehende 
Verlangsamung der Rotationsdiffusion verursacht werden. Die Kurvenanpassung nach dem 
Modell für bimolekulare Assoziationsreaktionen ist eine gute Beschreibung des 
experimentellen Kurvenverlaufs und liefert eine Geschwindigkeitskonstante von 
kon = 10400 M-1 s-1. Im Rahmen der Messgenauigkeit stimmt dies mit dem betreffenden 
Fluoreszenzexperiment aus Abbildung 4.46 (kon = 8900 M-1 s-1) gut überein und bestätigt 
somit ebenfalls die neue Fluoreszenzmethode. 
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Die außerordentlich hohe Empfindlichkeit des neuen TO-basierten Assays konnte dazu 
verwendet werden, sogar die Bindung von TFO 24-TFO an Plasmid-DNA in Echtzeit zu 
detektieren (Abbildung 4.48). Dies war mit den bislang zur Verfügung stehenden Verfahren 
nicht möglich. In dem Experiment wurde einerseits das kommerziell erhältliche Plasmid 
Litmus28i (2823 bp) und andererseits das von Dr. M. Maluszynska-Hoffman zur Verfügung 
gestellte Plasmid Litcon54 (2877 bp; Abbildung 4.44) verwendet. Während Litmus28i keine 
Bindungsstelle für das TFO enthält, wurde in Litcon54, ausgehend von Litmus28i, ein 54 bp 
Duplex-ODN mit der TFO-Bindungsstelle und zwei adressierten CpG-Sequenzen insertiert. 
Dementsprechend zeigt sich nur bei der Zugabe von 24-TFO zu Litcon54 ein deutlicher 
Fluoreszenzanstieg, wohingegen im Experiment mit Litmus28i eine schwache Signalabnahme 
zu beobachten ist. Diese kann auf Basis der lediglich fünf- bis zehnmal geringeren 
Bindungsaffinität von TO an Einzelstrang DNA im Vergleich zu Duplex-DNA (Nygren et al., 
1998) interpretiert werden. Demnach würde eine teilweise Überführung des TO aus dem stark 
fluoreszierenden Komplex mit Duplex-DNA in einen schwächer fluoreszierenden Komplex 
mit Einzelstrang-DNA (24-TFO) die detektierte geringe Fluoreszenzabnahme bewirken. 
Sofern das Plasmid jedoch die TFO-Bindungsstelle enthält, wird diese geringe Abnahme von 
einem ausgeprägten Fluoreszenzanstieg überlagert. Die Ausbildung einer Triplehelix mit 24 
Basen Länge kann also mit dem neuen Assay vor einem Hintergrund von über 2800 bp 
ebenfalls TO-markierter Duplex-DNA noch mit zufriedenstellendem Signal/Rausch-
Verhältnis detektiert werden. Für den Signalanstieg kann nach dem Modell für bimolekulare 
Assoziationsreaktionen mit kon = 22000 M-1 s-1 eine gute Kurvenanpassung bestimmt werden. 
Es scheint sich demnach nicht auf die Geschwindigkeit der Triplehelix-Bildung auszuwirken, 
ob sich die TFO-Bindungsstelle auf einem kurzen Duplex-ODN (kon = 19300 M-1 s-1) oder 
innerhalb von Plasmid-DNA befindet. 
 
 
Abbildung 4.48. Verlauf der TO-Fluoreszenzintensität (Ex = 510 nm; Em = 536 nm) bei 
Zugabe von 24-TFO (50 nM) zu einer Lösung von Litcon54 (1 nM; schwarz) oder Litmus28i 
(1 nM; blau) in M.SssI-Bindungspuffer und 10 mM MgCl2 in Gegenwart von TO (1 µM). Die 
rote Linie zeigt das Ergebnis der Kurvenanpassung. 
4.4   Superspezifische DNA-Methylierung 
 136
Damit das M.SssI-TFO-Konjugat mit großer Spezifität nur die Methylierung der adressierten 
CpG-Sequenzen katalysiert, muss das TFO erfolgreich mit den DNA-bindenden Enzymen in 
der Zelle konkurrieren. Dazu ist eine möglichst hohe Bindungsaffinität des TFO an die 
Bindungsstelle im EpCAM-Promotor erforderlich. Für andere dirigierende Einheiten, wie z.B. 
Polyamide und ZFP, wird typischerweise von Kd-Werten zwischen 1 nM und 10 nM berichtet 
(Roy et al., 2007; Zhang et al., 2000; Beerli et al., 2000). 
 
Abbildung 4.49. Abschätzung des Kd-Wertes für die Bindung von 24-TFO an 30-TFS. Eine 
Lösung von 30-TFS (1 nM) wurde mit diversen Konzentrationen von 24-TFO in Gegenwart 
von TO (50 nM) und MgCl2 (10 mM) in M.SssI-Bindungspuffer versetzt. Der Endwert aus den 
betreffenden Fluoreszenzverläufen (Ex = 510 nm; Em = 536 nm) wurde gegen die TFO-
Konzentration aufgetragen. Die gezeigten Kurvensimulationen wurden mit dem gleichen Satz 
Amplituden nach dem Bindungsmodell mit einem Bindungsgleichgewicht durchgeführt. Dabei 
wurde die Dissoziationskonstante auf 50 pM (blau), 500 pM (grün) oder 5 nM (gelb) 
festgesetzt. 
 
Auch wenn die extrem langsame Assoziationskinetik der Triplehelix bei den erforderlichen 
nano- bis picomolaren Konzentrationen eine Titration mit vielen Datenpunkten behindert, 
kann die hohe Sensitivität des neuen TO-Fluoreszenzassays dennoch zu einer Abschätzung 
der Dissoziationskonstanten genutzt werden (Abbildung 4.49). Dazu wurden verschiedene 
Konzentrationen von 24-TFO zu einer 1 nM Lösung von 30-TFS gegeben und die 
Fluoreszenzintensitäten am Ende des Reaktionsverlaufs bestimmt. Da selbst bei 
c(24-TFO) = 4 nM noch beinahe der Sättigungswert erreicht wird, muss die 
Dissoziationskonstante unterhalb von Kd(30-TFS-24-TFO) = 1 nM liegen. Damit bindet es 
mindestens zwei Größenordnungen besser an die Duplex-DNA als M.SssI (C141S) an die 
CpG-Erkennungssequenz (Kd > 100 nM; Maluszynska-Hoffman, 2008). Die beobachtete 
Superspezifität des Konjugats geht also auf die starke dirigierende Wirkung der TFO-Einheit 
zurück, genau wie es das Projektdesign vorsieht. Die langsame Assoziationskinetik der 
Triplehelix erfordert jedoch möglicherweise TFO-Konjugate mit M.SssI-Varianten, die noch 
schlechter an die CpG-Sequenz binden. Andernfalls könnte in vivo noch immer eine 
signifikante Hintergrundmethylierung von nicht-adressierten CpG-Sequenzen auftreten, ehe 
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die Triplehelix-Bildung abgeschlossen ist. Dies legt zumindest die Bisulfit-Sequenzierung bei 
10 Äq. des Konjugats nahe (Abbildung 4.45). 
 
 
4.4.3 Kapitelzusammenfassung und Ausblick 
 
Das TFO-Konjugat der M.SssI-Variante C141S ist in der Lage, hochspezifisch zwei 
adressierte CpG-Sequenzen im EpCAM-Promotor zu methylieren. Dies wurde von Dr. R. 
Wasserkort, Epigenomics GmbH, Berlin, mittels Bisulfit-Sequenzierung demonstriert. Durch 
fluoreszenzspektroskopische Messungen mit einem neuen TO-basierten Assay konnten ein 
genaueres Bild von den kinetischen und thermodynamischen Eigenschaften dieses Konjugats 
entwickelt werden. So beträgt die bimolekulare Assoziationsgeschwindigkeitskonstante des 
TFO an die TFO-Bindungsstelle sowohl im Duplex-ODN als auch im Plasmid ca. 
kon = 20000 M-1 s-1. Die Dissoziationskonstante für diesen Komplex konnte mit Hilfe des 
gleichen Assays auf unter 1 nM begrenzt werden. Trotz dieser festen Bindung könnte 
allerdings die langsame Komplexbildungskinetik je nach Konzentration des Konjugats zu 
einer signifikanten Hintergrundmethylierung von nicht-adressierten CpG-Sequenzen führen. 
M.SssI-Varianten mit absichtlich verschlechterter DNA-Bindung könnten dieses Problem 
jedoch mindern, sofern noch genügend Restaffinität vorhanden bleibt, um die Methylierung 
der adressierten Sequenzen zu katalysieren. 
In weiteren Studien mit dem M.SssI-TFO-Konjugat könnten Experimente durchgeführt 
werden, bei denen die TFO- und die Enzym-Bindung gleichzeitig mit den Fluoreszenzsonden 
TO und 2Ap beobachtet wird. Jedoch wäre eine veränderte Enzymbindung durch die DNA-
Markierung mit TO dabei hinderlich. In einem Kontrollexperiment mit dem 2Ap-markierten 
Duplex-ODN 45-(2G)-Me wurde deshalb überprüft, ob die Anwesenheit von TO die Bindung 
von M.SssI (C141S) an die Erkennungssequenz beeinflusst (Abbildung 4.50). Im Gegensatz 
zu den Titrationen mit 2Ap-markierter DNA, die in Kapitel 3.3 gezeigt sind, erlauben diese 
Messungen aufgrund des runderen Kurvenverlaufs eine relativ verlässliche Bestimmung der 
Dissoziationskonstanten. Die Gegenwart von 500 nM TO führt demnach nur zu einer 
geringen Zunahme der Dissoziationskonstante von Kd = 16 nM auf Kd = 21 nM. Dieser Effekt 
ist an der Grenze zur Messgenauigkeit und sollte daher keinen großen Einfluss auf die 
skizzierten Experimente mit zwei Fluoreszenzsonden haben. 
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Abbildung 4.50. Verlauf der 2Ap-Fluoreszenzintensität (Ex = 320 nm; Em = 384 nm) nach 
Zugabe von M.SssI (C141S) zu Duplex-ODN 45-(2G)-Me (100 nM) in M.SssI-Bindungspuffer 
und 10 mM MgCl2 bei Abwesenheit (Dreiecke) oder Gegenwart (Quadrate) von 500 nM TO. 
Die roten Linien zeigen die Ergebnisse der Kurvenanpassungen. 
 
Der nächste Schritt auf dem Weg zur therapeutischen Anwendung des M.SssI-Konjugats 
erfordert das Einschleusen des Konjugats in den Zellkern. Dies ist bereits für M.SssI mit Hilfe 
der Transfektionsreagenzien SAINT-2 (N-Methyl-4-(dioleyl)-methylpyridiniumchlorid) und 
DOPE (Dioleylphosphatidylethanolamin) gelungen (van der Gun et al., 2008) und sollte 
daher prinzipiell auch für das M.SssI-TFO-Konjugat möglich sein. Danach wird sich zeigen, 
ob das Konjugat auch unter in vivo-Bedingungen noch die vielversprechenden Eigenschaften 
aus den in vitro-Experimenten zeigt. Zu den denkbaren Hindernissen zählen dabei z.B. eine 
andere Mg2+-Ionenkonzentration im Zellkern und damit eine veränderte Bindung des TFO an 
die DNA sowie die dicht gepackte Chromatinstruktur, wodurch die adressierten CpG-
Sequenzen möglicherweise schwer zugänglich sind. 
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5 Zusammenfassung 
 
Im Rahmen dieser Arbeit wurde mit Hilfe von biophysikalischen Methoden die 
Wechselwirkung von DNA-Methyltransferasen (MTasen), insbesondere von M.TaqI, mit 
DNA charakterisiert (Kapitel 3) und mittels biochemischer Ansätze systematisch gesteuert 
(Kapitel 4). So konnte am Beispiel von M.TaqI die Leistungsfähigkeit von stopped flow-
Messungen mit Beobachtung der UV-Absorption zur kinetischen Analyse von DNA-Protein-
Wechselwirkungen demonstriert werden (Kapitel 3.1). Die bei UV-Detektion oftmals 
problematische Zuordnung von bestimmten konformationellen Änderungen zu den 
gemessenen Phasen war in diesem Fall, aufgrund der guten Übereinstimmung mit 
fluoreszenzspektroskopischen Experimenten aus vorherigen Studien, möglich. Die hier 
gezeigten Experimente haben jedoch den Vorteil, dass sie keine aufwendige 
Fluoreszenzmarkierung der Substrate erfordern, Messungen am natürlichen System erlauben 
und bislang unentdeckte enzymatische Schritte detektieren können. 
In einem weiteren Projekt wurden fluoreszenzmarkierte Duplex-ODN mit unterschiedlichem 
Design biophysikalisch charakterisiert und auf ihre Eignung zur Detektion der M.TaqI-DNA-
Wechselwirkung mittels Fluoreszenzanisotropie geprüft (Kapitel 3.2). Dabei stellte sich 
heraus, dass ein Duplex-ODN mit erzwungener Intercalation der Fluoreszenzsonde 
Ethidiumbromid (EtBr) die besten Ergebnisse liefert. Es zeigt die größte Fluoreszenzaniso-
tropieänderung von den untersuchten Systemen und nur eine minimale Fluoreszenzintensitäts-
änderung bei der Enzymbindung. Topologien mit einer relativ frei beweglichen 
Fluoreszenzsonde am 5’-Ende des Duplex-ODN führen hingegen zu unerwünschten 
Wechselwirkungen mit dem Enzym oder einer zu geringen Fluoreszenzanisotropieänderung. 
Mit Hilfe eines EtBr-markierten Duplex-ODN konnte erstmals eine zuverlässige Methode zur 
Bestimmung der DNA-M.TaqI-Dissoziationskonstante entwickelt werden (Kapitel 3.3). Unter 
anderem aufgrund der hohen Stabilität dieses Komplexes führten bisherige Studien mit 2Ap-
markierten Duplex-ODN zu stark unterschiedlichen Ergebnissen. Für die Bindung von 
M.TaqI an die natürliche Erkennungssequenz beträgt die Dissoziationskonstante den 
Messungen in dieser Arbeit zufolge Kd = 0.34 nM. 
 
Im zweiten Teil dieser Arbeit wurde mit Hilfe von biochemischen Methoden die MTase-
DNA-Wechselwirkung systematisch gesteuert (Kapitel 4; Abbildung 5.1). Dazu wurde 
beispielsweise anstelle des natürlichen Cofaktors AdoMet das Aziridin-Cofaktoranalogon Az 
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verwendet (Kapitel 4.1). Im Gegensatz zu AdoMet wird bei Az der gesamte Cofaktor 
kovalent mit der Substrat-DNA gekuppelt. Auf diese Weise entstehen Bisubstratanaloga, 
deren Komplexe mit M.TaqI und M.HhaI eine 5000mal bis 10000mal langsamere 
Dissoziationsgeschwindigkeit aufweisen als der betreffende Komplex mit dem natürlichen 
Methylierungsprodukt. Auch die thermodynamischen Dissoziationskonstanten liegen mehrere 
Größenordnungen unter denen der natürlichen Produktkomplexe, so dass diese Verbindungen 
aussichtsreiche Kandidaten für DNA-MTase-Inhibitoren darstellen. Darüber hinaus konnte 
mit Hilfe eines Az-Derivats demonstriert werden, dass sich diese Verbindungen auch für die 
Isolation von DNA-MTasen aus komplexen Zelllysaten eignen. 
 
 
Abbildung 5.1. Schematische Darstellung von chemischen Ansätzen zur Steuerung der 
Methyltransferase-DNA-Wechselwirkung (Kapitel 4.1 bis 4.4). 
 
Durch den Einbau von hydrophoben Basensurrogaten an die Position des Zielbasenpartners 
lässt sich die Bindungsaffinität von M.TaqI an DNA systematisch um bis zu drei 
Größenordnungen erhöhen (Kapitel 4.2). Für eine Vielzahl von Basensurrogaten konnten die 
betreffenden Dissoziationskonstanten mittels kompetitiver Fluoreszenztitrationen mit einem 
Pyren-markierten Duplex-ODN bestimmt werden. Die Verbindungen könnten für DNA-
bindende Enzyme zur Analyse des Bindungsmechanismus verwendet werden oder in Studien 
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über -Stapelwechselwirkungen diesen noch immer schlecht verstandenen Effekt näher 
beleuchten. 
Macrocyclische Bisintercalatoren bieten eine Möglichkeit, die Bindung von M.TaqI und 
vermutlich auch von Reparaturenzymen an fehlgepaarte DNA zu hemmen (Kapitel 4.3). Dies 
konnte in einem kompetitiven fluoreszenzspektroskopischen Bindungsassay mit einem 2Ap-
markierten Duplex-ODN gezeigt werden. Darüber hinaus wurden die Eigenschaften von 
mehreren Vertretern dieser Verbindungsklasse charakterisiert. Dabei stimmten die Ergebnisse 
aus unabhängigen biophysikalischen Methoden gut überein und lassen vermuten, dass diese 
Moleküle prinzipiell auch die wichtige Detektion von Punktmutationen im Genom 
ermöglichen können. Dazu müsste allerdings noch die Markierung dieser Moleküle mit einer 
robusten Reportergruppe erfolgen. 
Ein weiterer Weg, um die Wechselwirkung von MTasen mit DNA zu steuern, ist die 
kovalente Verknüpfung mit einem Triplehelix-bildenden Oligodesoxynucleotid (TFO; 
Kapitel 4.4). Diese Modifikation wurde von Dr. A. Monami und Dr. M. Maluszynska-
Hoffman in vorherigen Arbeiten erfolgreich durchgeführt und das MTase-TFO-Konjugat 
zeigt gegenüber dem freien Enzym eine drastisch erhöhte Sequenzspezifität (Monami, 2007; 
Maluszynska, 2008). Im Rahmen dieser Arbeit wurde ein sensitives fluoreszenz-
spektroskopisches Verfahren entwickelt, mit dem die Bindung des TFO an das Duplex-ODN 
charakterisiert werden kann. Mit Hilfe der Methode lässt sich z.B. die Bindung des TFO an 
Plasmid-DNA in Echtzeit verfolgen oder die Dissoziationskonstante der Triplehelix 
abschätzen. Dafür wurden in beiden Fällen Messungen bei extrem geringen Konzentrationen 
im unteren nanomolaren Bereich durchgeführt. 
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6 Experimenteller Teil 
 
6.1 Verwendete Materialien und Geräte 
 
6.1.1 Allgemeine Chemikalien 
 
Alle verwendeten Chemikalien sind vom Reinheitsgrad puriss. p.a. bzw. p.a. und wurden von 
folgenden Firmen bezogen: 
 
A488-NHS-ester (5- und 6-Isomer-Gemisch) Molecular Probes (Eugene, USA) 
Acetonitril (HPLC grade Ultra) J. T. Baker (Griesheim) 
AdoMet Knoll (Ludwigshafen) 
Ammoniak-Lösung (33%) J. T. Baker (Griesheim) 
Ampicillin Natriumsalz Gerbu (Gaiberg) 
Argon Air Products (Hattingen) 
-Mercaptoethanol Serva (Heidelberg) 
Cy3-NHS-Ester PerBio (Bonn) 
1,4-Dithio-D,L-threitol Fluka (Taufkirchen) 
Dimethylsulfoxid Merck (Darmstadt) 
Ethylendiamintetraessigsäure (Dinatriumsalz) Fluka (Taufkirchen) 
Essigsäure Merck (Darmstadt) 
Ethidiumbromid Sigma (Taufkirchen) 
Glycerin Gerbu (Gaiberg) 
Hefe-Extrakt BD (Heidelberg) 
Kaliumacetat J. T. Baker (Griesheim) 
Kaliumchlorid Merck (Darmstadt) 
Magnesiumacetat Tetrahydrat J. T. Baker (Griesheim) 
Magnesiumchlorid Hexahydrat J. T. Baker (Griesheim) 
Natriumazid J. T. Baker (Griesheim) 
Natriumchlorid Gerbu (Gaiberg) 
Natriumhydrogencarbonat Merck (Darmstadt) 
Natriumhydroxid J. T. Baker (Griesheim) 
p-Toluolsulfonsäure Monohydrat Fluka (Taufkirchen) 
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Salzsäure (37%) Merck (Darmstadt) 
TAMRA-NHS-Ester Molecular Probes (Eugene, USA) 
Thiazol Orange Fluka (Taufkirchen) 
Triethylamin Fluka (Taufkirchen) 
TFA Riedel-de Haën (Taufkirchen) 
Tris Acetat Fluka (Taufkirchen) 
Tris Hydrochlorid Gerbu (Gaiberg) 
Triton X-100 Fluka (Taufkirchen) 
Trypton BD (Heidelberg) 
 
 
6.1.2 ODN-Synthese-Chemikalien und Phosphoramidite 
 
Für die Festphasen-DNA-Synthese wurden folgende Reagenzienlösungen der Firma Proligo 
(Hamburg) verwendet: 
 
DCI Activator solution 4,5-Dicyanoimidazol in Acetonitril 
TCA Deblock solution Trichloressigsäure in Dichlormethan 
Fast Deprotection CAP A solution 4-tert-Butylphenoxyacetanhydrid in THF 
CAP B solution 1-Methylimidazol in THF 
Oxidizer solution Iod in Wasser/Pyridin/THF 
 
Die Synthesesäulen mit den CPG-gebundenen Nucleosiden Ac-dC-CPG und i-Pr-PAC-dG-
CPG wurden von Link Technologies Ltd. (Bellshill, Schottland) bezogen. Für die Synthese 
der ODN wurden folgende Phosphoramidite verwendet: 
 
TAC-dA-Phosphoramidit Proligo (Hamburg) 
TAC-dC-Phosphoramidit Proligo (Hamburg) 
TAC-dG-Phosphoramidit Proligo (Hamburg) 
dT-Phosphoramidit Proligo (Hamburg) 
2Ap-Phosphoramidit Glen Research (Sterling, USA) 
dAMe-Phosphoramidit Glen Research (Sterling, USA) 
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6.1.3 Enzyme 
 
Die DNA-Adenin-N6-MTase M.TaqI wurde nach literaturbekannter Methode (Holz et al., 
1998) im Arbeitskreis von K. Glensk in E. coli überexprimiert und gereinigt. Das Enzym 
wurde anschließend von gebundenem Cofaktor befreit (Goedecke et al., 2001) und in 
M.TaqI-Lagerpuffer bei -20°C aufbewahrt. Die DNA-Adenin-N6-MTase EcoDam wurde 
ebenfalls von K. Glensk in Anlehnung an zwei bereits beschriebene Methoden (Poot, 2004; 
Wielitzek, 2002) in E. coli überexprimiert, gereinigt und vom Cofaktor befreit. Anschließend 
wurde es in EcoDam-Lagerpuffer bei -20°C aufbewahrt. Die DNA-Cytosin-C5-MTase 
M.SssI (C141S) sowie das M.SssI-TFO-Konjugat wurde freundlicherweise von Dr. M. 
Maluszynska-Hoffman zur Verfügung gestellt. Proteinase K wurde von der Firma Qiagen 
(Hilden) bezogen. 
 
6.1.4 Puffer 
 
M.TaqI-Lagerpuffer 20 mM Tris/OAc, pH 7.9 (25°C), 10 mM Mg(OAc)2, 
50 mM KOAc, 300 mM KCl, 1 mM DTT, 55% Glycerin 
M.TaqI-Bindungspuffer 20 mM Tris/OAc, pH 7.9 (25°C), 10 mM Mg(OAc)2, 
50 mM KOAc, 1 mM DTT, 0.01% Triton X-100 
M.TaqI-Markierungspuffer 20 mM Tris/OAc, pH 6.0 (25°C), 10 mM Mg(OAc)2, 
50 mM KOAc, 1 mM DTT 
M.HhaI-Bindungspuffer 10 mM Tris/HCl, pH 7.4 (25°C), 50 mM NaCl, 50 µM 
EDTA, 2 mM -Mercaptoethanol 
EcoDam-Lagerpuffer 50 mM Tris/HCl, pH 7.5 (25°C), 300 mM KCl, 10 mM 
EDTA, 1 mM DTT, 50% Glycerin 
M.SssI-Bindungspuffer 10 mM Tris/HCl, pH 7.5 (25°C), 50 mM NaCl 
LBA-Medium 10 g/l Trypton, 10 g/l NaCl, 5 g/l Hefe-Extrakt, 100 mg/l 
Ampicillin 
 
 
6.1.5 Verwendete ODN 
 
Die Bezeichnungen und Sequenzen der eingesetzten Einzelstrang-ODN sind in Tabelle 6.1 
aufgeführt. Sofern die ODN nicht selbst synthetisiert wurden (Kapitel 6.3 und 6.4) ist ihre 
Herkunft in den Fußnoten der Tabelle angegeben. Die Bezeichnung der Duplex-ODN ist in 
Tabelle 6.2 definiert. 
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Tabelle 6.1. Sequenzen und Bezeichnungen der Einzelstrang-ODN. 
ODN Sequenz 
10+/TCGA 5’-GTT CGA TGT C-3’ a 
10+/TCG 5’-GTT CG TGT C-3’ a 
10+/TCG2 5’-GTT CG2 TGT C-3’ a 
10-/TCGAMe 5’-GAC ATC GAMeA C-3’ a 
10-/PyrCGAMe 5’-GAC APyrC GAMeA C-3’ a 
10-/2-NaCGAMe 5’-GAC A2-NaC GAMeA C-3’ a 
12+/TCGT 5’-GTT CGT AGT AAC-3’ b 
12-/TCGA 5’-GTT ACT TCG AAC-3’ b 
12-/CCGA 5’-GTT ACT CCG AAC-3’ b 
12-/GCGA 5’-GTT ACT GCG AAC-3’ b 
12-/ACGA 5’-GTT ACT ACG AAC-3’ b 
13+/GCGC 5'-TGT CAG CGC ATG A-3' 
13-/GCMeGC 5'-TCA TGCMe GCT GAC A-3' 
14+/TCGA 5’-GCC GCT CGA TGC CG-3’ 
14+/TCG2 5’-GCC GCT CG2 TGC CG-3’ 
14+/TCG 5’-GCC GCT CG TGC CG-3’ c 
14+/TCGAMe 5’-GCC GCT CGAMe TGC CG-3’ 
14+/TCGA-C6-TAMRA 5’-TAMRA-C6-GCC GCT CGA TGC CG-3’ 
14+/TCGA-Bio 5’-Bio-GCC GCT CGA TGC CG-3’ d 
14+/T 5’-GGG GTC GTA GTG GC-3’ e 
14-/A 5’-GCC ACT ACG ACC CC-5’ e 
14-/C 5’-GCC ACT CCG ACC CC-5’ e 
14-/G 5’-GCC ACT GCG ACC CC-5’ e 
14-/T 5’-GCC ACT TCG ACC CC-5’ e 
14-/TCGAMe 5’-CGG CAT CGAMe GCG GC-3’ 
14-/GCGA 5’-CGG CAG CGA GCG GC-3’ f 
14-/PyrCGA 5’-CGG CAPyr CGA GCG GC-3’ g 
14-/XCGA 5’-CGG CAX CGA GCG GC-3’ g 
14+/TCGA-C3-NH2 5’-NH2-C3-GCC GCT CGA TGC CG-3’ h 
14+/TCGA-C6-NH2 5’-NH2-C6-GCC GCT CGA TGC CG-3’ h 
16+/TCGA 5’-GCT CTG CTC GAT GCC G-3’ 
16+/TCGA-C3-NH2 5’-NH2-C3-GCT CTG CTC GAT GCC G-3’ h 
16+/TCGA-C6-NH2 5’-NH2-C6-GCT CTG CTC GAT GCC G-3’ h 
16+/TCG2 5’-GCT CTG CTC G2T GCC G-3’ 
16+/TCGA-EtBr 5’-GCT EtBrTG CTC GAT GCC G-3’ i 
16+/TGCA-EtBr 5’-GCT EtBrTG CTG CAT GCC G-3’ i 
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Fortsetzung Tabelle 6.1.  
ODN Sequenz 
16+/TCGA-C6-Cy3 5’-Cy3-C6-GCT CTG CTC GAT GCC G-3’ 
16+/TCGA-C6-TAMRA 5’-TAMRA-C6-GCT CTG CTC GAT GCC G-3’ 
16+/TCGA-C6-A488 5’-A488-C6-GCT CTG CTC GAT GCC G-3’ 
16+/TCGA-C3-TO 5’-TO-C3-GCT CTG CTC GAT GCC G-3’ 
16-/TCGAMe 5’-CGG CAT CGAMe GCA GAG C-3’ 
16-/TGCAMe 5’-CGG CAT GCAMe GCA GAG C-3’ 
17+/Y 5’-CCA GTT CGY AGT AAC CC-3’ j 
17-/X 5’-GGG TTA CTX CGA ACT GG-3’ j 
18+/GATC 5’-GCT CAC GGA TCT AAG ACG-3’ k 
18+/G2TC 5’-GCT CAC GG2 TCT AAG ACG-3’ k 
18-/GAMeTC 5’-CGT CTT AGAMe TCC GTG AGC-3’ k 
18-/GAMePyrC 5’-CGT CTT AGAMe PyrCC GTG AGC-3’ k 
18-/GAMeXC 5’-CGT CTT AGAMe XCC GTG AGC-3’ k 
25+/G2GC 5'-TAC AGT ATC AGG 2GC TGA CCC ACA A-3' l 
25-/GCMeGC 5'-GTT GTG GGT CAG CMeGC CTG ATA CTG T-3' l 
30+/TFS 5’-TTC TTT TCT CTC TTT TTT TTT TTT TTT GAG-3’ h 
30-/TFS 5’-CTC AAA AAA AAA AAA AAA GAG AGA AAA GAA-3’ h 
30-/TFS-C6-NH2 5’-NH2-C6-CTC AAA AAA AAA AAA AAA GAG AGA AAA 
GAA-3’ h 
30-/TFS-C6-A488 5’-A488-C6-CTC AAA AAA AAA AAA AAA GAG AGA AAA 
GAA-3’ 
36+/TCGA 5’-GCT GTT GAG ATC CAG TTC GAA GTA ACC CAC TCG 
TGC-3’ 
36+/TCG2 5’-GCT GTT GAG ATC CAG TTC G2A GTA ACC CAC TCG 
TGC-3’ 
36-/TCGAMe 5’-GCA CGA GTG GGT TAC TTC GAMeA CTG GAT CTC AAC 
AGC-3’ 
45+/2G 5’-CCT TTT CTT TTC TCT CTT TTT TTT TTT TTT TGA GA2 
GGA GTC TAA-3’ m 
45-/CG 5’-TTA GAC TCC GTC TCA AAA AAA AAA AAA AAG AGA 
GAA AAG AAA AGG-3’ m 
a Abbildung 3.11 (Lenz et al., 2007b; Goedecke et al., 2001; Pljevaljčić et al., 2007a). 
b Abbildung 4.29 (Dr. A. Granzhan, pers. Mitteilung). 
c T. Lenz (Institut für Organische Chemie, RWTH Aachen). 
d MWG-Biotech (Ebersberg). 
e Abbildung 4.31 (Dr. V. Gabelica, pers. Mitteilung). 
f Abbildung 3.23 (Dr. C. Beuck, pers. Mitteilung). 
g Prof. O. Seitz (HU Berlin). Die Strukturen und Bezeichnungen der verschiedenen Basen-
surrogate X können der Abbildung 4.11 entnommen werden. 
h Eurogentec (Köln). 
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Fortsetzung Tabelle 6.1.  
i Prof. H.-A. Wagenknecht (Unviversität Regensburg). 
j MWG-Biotech (Ebersberg). Die Platzhalter X und Y stehen jeweils für T, C, G oder A. 
k Prof. O. Seitz (HU Berlin). Die Strukturen und Bezeichnungen der verschiedenen Basen-
surrogate X können der Abbildung 4.25 entnommen werden. 
l Prof. S. Klimašauskas (Vilnius, Litauen). 
m IBA (Göttingen). 
 
Tabelle 6.2. Nomenklatur der Duplex-ODN. 
Bezeichnung Konstituierende Einzelstrang-ODN 
10-2T 10+/TCG2 * 10-/TCGAMe 
10-T 10+/TCG * 10-/TCGAMe 
10-AT 10+/TCGA * 10-/TCGAMe 
10-APyr 10+/TCGA * 10-/PyrCGAMe 
10-A2-Na 10+/TCGA * 10-/2-NaCGAMe 
12-TT 12+/TCGT * 12-/TCGA 
12-TC 12+/TCGT * 12-/CCGA 
12-TG 12+/TCGT * 12-/GCGA 
12-TA 12+/TCGT * 12-/ACGA 
13-CG 13+/GCGC * 13-/GCMeGC 
14-AT 14+/TCGA * 14-/TCGAMe 
14-2T 14+/TCG2 * 14-/TCGAMe 
14-T 14+/TCG * 14-/TCGAMe 
14-ATMe 14+/TCGAMe * 14-/TCGAMe 
14-(AG)-Me 14+/TCGA * 14-/GCGA 
14-AT-C6-TAMRA 14+/TCGA-C6-TAMRA * 14-/TCGAMe 
14-AT-Bio 14+/TCGA-Bio * 14-/TCGAMe 
14-(APyr)-Me 14+/TCGA * 14-/PyrCGA 
14-TA 14+/T * 14-/A  
14-TC 14+/T * 14-/C  
14-TG 14+/T * 14-/G  
14-TT 14+/T * 14-/T  
14-(AX)-Me 14+/TCGA * 14-/XCGA 
16-AT 16+/TCGA * 16-/TCGAMe 
16-2T 16+/TCG2 * 16-/TCGAMe 
16-AT-EtBr 16+/TCGA-EtBr * 16-/TCGAMe 
16-AT*-EtBr 16+/TGCA-EtBr * 16-/TGCAMe 
16-AT-C6-Cy3 16+/TCGA-C6-Cy3 * 16-/TCGAMe 
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Fortsetzung Tabelle 6.2.  
Bezeichnung Konstituierende Einzelstrang-ODN 
16-AT-C6-TAMRA 16+/TCGA-C6-TAMRA * 16-/TCGAMe 
16-AT-C6-A488 16+/TCGA-C6-A488 * 16-/TCGAMe 
16-AT-C3-TO 16+/TCGA-C3-TO * 16-/TCGAMe 
17-YX 17+/Y * 17-/X 
18-AT 18+/GATC * 18-/GAMeTC 
18-APyr 18+/GATC * 18-/GAMePyrC 
18-2T 18+/G2TC * 18-/GAMeTC 
18-AX 18+/GATC * 18-/GAMeXC 
25-2G 25+/G2GC * 25-/GCMeGC 
30-TFS 30+/TFS * 30-/TFS 
30-TFS-A488 30+/TFS * 30-/TFS-A488 
36-AT 36+/TCGA * 36-/TCGAMe 
36-2T 36+/TCG2 * 36-/TCGAMe 
45-(2G)-Me 45+/2G * 45-/CG 
 
 
6.1.6 Verwendete Geräte 
 
6.1.6.1 Herstellung von Reinstwasser 
 
Das verwendete Reinstwasser wurde mit einem Wasseraufbereitungssystem Milli-Q 
Academic mit vorgeschaltetem Elix 3 System der Firma Millipore (Eschborn) hergestellt. 
 
 
6.1.6.2 Lyophilisation 
 
Für die Lyophilisation kleiner Lösungsmittelmengen (< 2 ml) wurde das Gerät Speed Vac 
Plus SC 110A mit der Kühleinheit Refrigerated Vapor Trap RVT 100 der Firma Savant 
(Farmingdale, USA) verwendet. Vor der Lyophilisation wurde die Lösung im Eppendorfgefäß 
in flüssigem Stickstoff eingefroren. 
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6.1.6.3 Zentrifugation 
 
Die Zentrifugation von Eppendorfgefäßen wurde in einer Centrifuge 5410 der Firma 
Eppendorf (Hamburg) durchgeführt. 
 
 
6.1.6.4 Temperierung von Reaktionsansätzen 
 
Reaktionsansätze in Eppendorfgefäßen wurden mit einem Heizblock HBT 130 der Firma 
HLC (Bovenden) in einem Bereich von 37–95°C temperiert. 
 
 
6.1.6.5 pH-Wert-Bestimmung 
 
Ein pH-Meter 766 Calimatic der Firma Knick (Berlin) wurde zum Einstellen und Messen von 
pH-Werten verwendet. 
 
 
6.1.6.6 Mikrofiltration 
 
Kleine Lösungsvolumina (< 2 ml) wurden zur Mikrofiltration über Millex-LG 0.2 µm 
Spritzenfilteraufsätze der Firma Millipore (Eschborn) filtriert. Bei der Mikrofiltration von 
HPLC-Puffern wurden für Acetonitril-haltige Puffer Membranfilter 0.2 µm der Firma 
Millipore (Eschborn) und für wässrige Puffer Celluloseacetat-Filter 0.2 µm der Firma 
Sartorius (Göttingen) benutzt. 
 
 
6.1.6.7 Gelfiltration 
 
Lösungen von aufgereinigten ODN wurden mittels Gelfiltration über NAP-5-Säulen der 
Firma Amersham Biosciences (Freiburg) gemäß den Herstellerangaben von Salzen befreit. 
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6.1.6.8 Elektroporation 
 
Die Elektroporation von Zellen wurde mit einem MicroPulser in GenePulser-Küvetten 
(0.1 cm) der Firma BioRad (München) gemäß den Herstellerangaben durchgeführt. Dabei 
wurde das Programm EC1 verwendet. 
 
 
6.1.6.9 Schüttelinkubation 
 
Zellkulturen wurden in einem kühlbaren Innova 4330 Schüttelinkubator der Firma New 
Brunswick Scientific (Nürtingen) inkubiert. 
 
 
6.2 Instrumentelle Methoden 
 
6.2.1 HPLC 
 
Die HPLC-Analysen und -Aufreinigungen wurden bei RT mit einem System durchgeführt, 
das aus dem binären Pumpensystem Waters 1525 mit vorgeschaltetem Waters In-Line 
Degasser und dem Waters 2487 Dual  Absorbance Detector besteht. Die Steuerung der 
Anlage erfolgte über das Programm Breeze der Firma Waters (Eschborn). 
Alle Puffer wurden vor Gebrauch mikrofiltriert und anschließend zur Konservierung mit 
Natriumazid (1 mM Endkonzentration) versetzt. Die analytischen Proben wurden mit Wasser 
auf 25 µl verdünnt, die präparativen Proben hingegen unverdünnt injiziert. Vor der Injektion 
wurden ggf. vorhandene unlösliche Partikel abzentrifugiert oder abfiltriert. Die Detektion 
erfolgte durch UV-Messung bei zwei Wellenlängen, im Falle von unmarkierten ODN bei 
260 nm und 280 nm. Bei Anwesenheit eines Fluorophors wurde gemäß Tabelle 6.5 eine 
andere zweite Wellenlänge anstelle von 280 nm gewählt. 
Für die Reinigung von ODN sowie die Beobachtung und präparative Auftrennung von ODN-
Markierungsreaktionen wurde eine NC Prontosil Reverse Phase 120-5-C18-Säule 
(250 x 4.6 mm; 5.0 µm; 120 Å) mit Vorsäule (20 x 4.0 mm; 5.0 µm; 120 Å) mit einem Fluss 
von 1 ml min-1 oder eine SNC Prontosil Reverse Phase 120-5-C18-Säule (250 x 8.0 mm; 
5.0 µm; 120 Å) mit Vorsäule (33 x 8.0 mm; 5.0 µm; 120 Å) mit einem Fluss von 3 ml min-1 
6   Experimenteller Teil 
 151
der Firma Bischoff (Leonberg) verwendet. Diese Säulen wurden ebenfalls bei der Reinigung 
bzw. Reinheitskontrolle von macrocyclischen Bisintercalatoren eingesetzt. Für die Analyse 
der M.TaqI-vermittelten Übertragung von Az auf Duplex-ODN wurde eine Poros 10 HQ 
Anionenaustauschersäule (100 x 4.6 mm; 10 µm) von PerSeptive Biosystems (Weiterstadt) 
mit einem Fluss von 4 ml min-1 benutzt. 
 
Gradient 1: ODN-Aufreinigung (Trityl-On) 
Puffer A: H2O, 100 mM TEAAc, pH = 7.0 (25°C) 
Puffer B: H2O, 100 mM TEAAc, 70% CH3CN, pH = 7.0 (25°C) 
Gradient: 0–5 min 30% B; 5–20 min 30–65% B; 20–22 min 65–100% B; 22–30 min 100% B; 
30–32 min 100–30% B. 
 
Gradient 2: Reinheitskontrolle / Aufreinigung von ODN, Markierung von ODN mit Fluoro-
phoren 
Puffer A: H2O, 100 mM TEAAc, pH = 7.0 (25°C) 
Puffer B: H2O, 100 mM TEAAc, 70% CH3CN, pH = 7.0 (25°C) 
Gradient: 0–30 min 5–35% B; 30–32 min 35–100% B; 32–42 min 100% B; 42–44 min 
1005% B. 
 
Gradient 3: ODN-Aufreinigung (Trityl-Off) 
Puffer A: H2O, 100 mM TEAAc, pH = 7.0 (25°C) 
Puffer B: H2O, 100 mM TEAAc, 70% CH3CN, pH = 7.0 (25°C) 
Gradient: 0–30 min 5–35% B; 30–32 min 35–5% B 
 
Gradient 4: Reinheitskontrolle / Aufreinigung von macrocyclischen Bisintercalatoren 
Puffer A: H2O, 0.01% TFA, pH = 2.8 (25°C) 
Puffer B: H2O, 0.01% TFA, 70% CH3CN, pH = 2.8 (25°C) 
Gradient: 0–30 min 5–100% B; 30–40 min 100% B; 40–42 min 100–5% B 
 
Gradient 5: M.TaqI-vermittelte Markierung von Duplex-ODN mit Az 
Puffer A: H2O, 10 mM Tris/HCl, pH = 7.6 (25°C) 
Puffer B: H2O, 10 mM Tris/HCl, 1 M KCl, pH = 7.6 (25°C) 
Gradient: 0–5 min 20% B; 5–10 min 20–50% B; 10–40 min 50–100% B; 40–42 min 
10020% B 
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6.2.2 UV-Vis-Spektroskopie 
 
UV-Vis-spektroskopische Messungen wurden mit einem CARY 3E der Firma Varian 
(Darmstadt) mit einem temperierbaren Multicell-Küvettenhalter durchgeführt. Es wurden 
dabei UV-Küvetten aus Quarzglas SUPRASIL QS der Firma Hellma (Müllheim) mit einer 
Schichtdicke von 1 cm verwendet. 
 
6.2.2.1 Konzentrationsbestimmung von ODN 
 
Die Konzentrationen aller ODN-Einzelstränge wurden UV-spektroskopisch bestimmt, mit 
Ausnahme der 5’-Fluorophor-markierten ODN (Kapitel 6.4.2). Dazu wurden 2 µl der ODN-
Lösung mit 700 µl Wasser versetzt, die Absorption bei 260 nm ermittelt und der Mittelwert 
aus drei Messungen gebildet. Der molare Extinktionskoeffizient der ODN wurde mit Hilfe der 
nearest-neighbour-Methode (Cantor et al., 1970) unter Verwendung der Dinucleotid-
Koeffizienten nach Fasman (1976) berechnet. Die methylierten Nucleoside AMe und CMe 
wurden dabei wie die betreffenden nicht-methylierten Nucleoside behandelt. Da die 
Extinktionskoeffizienten für Basen in gestapelter Anordnung nur für die natürlichen Basen 
vorliegen, wurden im Fall von 2Ap-, Pyr- oder EtBr-modifizierten ODN zunächst molare 
Extinktionskoeffizienten für die kontinuierliche Abfolge der natürlichen Basen bis und nach 
der Modifikation berechnet. Diese wurden mit dem molaren Extinktionskoeffizienten des 
modifizierten Bausteins (Tabelle 6.3) zusammenaddiert. Die molaren Extinktions-
koeffizienten der ODN mit hydrophoben Basensurrogaten (Kapitel 4.2) wurden von Prof. O. 
Seitz (HU Berlin) ermittelt und sind in Tabelle 6.4 aufgeführt. 
 
Tabelle 6.3. Molare Extinktionskoeffizienten von freien 2’-Desoxynucleosiden bzw. von EtBr 
bei  = 260 nm. 
Nucleosid  / 103 l mol-1 cm-1 Quelle 
2Ap 1.7 Ward et al., 1969 
EtBr 45.2 Pauluhn et al., 1980 
Pyr 9.6 Jiang et al., 2001 
dA 15.4 Fasman, 1976 
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Tabelle 6.4. Molare Extinktionskoeffizienten von ODN mit hydrophoben Basensurrogaten 
(Kapitel 4.2) bei  = 260 nm. Parameter von Prof. O. Seitz (HU Berlin). 
ODN  / 103 l mol-1 cm-1 
14-/1-Na4-MeCGA 123.8 
14-/1-Na4-NaCGA 130.9 
14-/1-Na5-MeCGA 124.5 
14-/1-Na5-PhCGA 124.5 
14-/1-PhenCGA 170.8 
14-/2-Na7-MeCGA 126.7 
14-/2-Na7-PhCGA 162.0 
14-/2-Na8-MeCGA 125.5 
14-/3-PhenCGA 170.8 
14-/Bi1-2CGA 123.1 
14-/Bi1-3CGA 135.4 
14-/FluCGA 123.6 
14-/PerCGA 152.2 
18-/GAMe2-NaC 163.3 
18-/GAMe3-Ind-IC 166.3 
18-/GAMe3-Ind-IIC 166.3 
18-/GAMe3-PhenolC 162.0 
18-/GAMe4-Phenol-IC 162.0 
18-/GAMe4-Phenol-IIC 162.0 
18-/GAMeBi1-4C 180.3 
18-/GAMeN-IndC 165.0 
18-/GAMeO-PhenolC 162.1 
18-/GAMePh3-MeC 161.5 
 
Der Extinktionskoeffizient von Duplex-DNA ist aufgrund des hypochromen Effektes bei der 
Hybridisierung geringer als die Summe der beiden Extinktionskoeffizienten der 
Einzelstränge. Die Extinktionskoeffizienten der Az-markierten Duplex-ODN 14-ATAz 
(260 = 238.2 103 l mol-1 cm-1) und 13-CGAz (260 = 233.9 103 l mol-1 cm-1) bei 260 nm wurden 
deshalb über die Messung der Extinktion einer 14-AT- bzw. 13-CG-Lösung definierter 
Konzentration (2.5 µM) erhalten, zu der jeweils noch die Extinktion des zusätzlichen Adenin-
Chromophors (Tabelle 6.3) addiert wurde. 
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6.2.2.2 Thermische Denaturierung von Duplex-ODN 
 
Thermische Denaturierungsexperimente von Duplex-ODN (3 µM) wurden im Temperatur-
bereich von 30–90°C in M.TaqI-Bindungspuffer durchgeführt und bei  = 260 nm verfolgt. 
Vor Beginn des Experiments wurden die Einzelstränge hybridisiert (Kapitel 6.4.1). Die 
Messwerte wurden bei jedem Schritt über einen Zeitraum von 6 s gemittelt und anschließend 
jeweils drei steigende und drei fallende lineare Temperaturgradienten (0.5°C min-1) gemessen. 
Aus der Lage der Wendepunkte wurde durch Mittelwertbildung über die sechs Gradienten die 
Schmelztemperatur Tm bestimmt. 
 
 
6.2.2.3 Triplehelix-Bildungskinetik 
 
Die Triplehelix-Bildung wurde UV-Vis-spektroskopisch bei  = 260 nm verfolgt. Dazu wurde 
eine Lösung des Duplex-ODN 30-TFS (250 nM) in M.SssI-Bindungspuffer mit 10 mM 
MgCl2 und verschiedenen TO-Konzentrationen vorgelegt und zum Zeitpunkt t = 0 s eine 
Lösung von TFO 24-TFO zugegeben (Endkonzentration c(24-TFO) = 375 nM). Der dabei 
auftretende Verdünnungseffekt wurde aufgrund seiner geringen Größe vernachlässigt 
(< 0.5%). 
 
 
6.2.3 Fluoreszenzspektroskopie 
 
Die fluoreszenzspektroskopischen Messungen wurden mit einem CARY Eclipse Fluoreszenz-
Spektralphotometer der Firma Varian (Darmstadt) in Fluoreszenzküvetten aus Quarzglas 
SUPRASIL QS der Firma Hellma (Müllheim) durchgeführt. Das Gerät verfügt über 
Excitations- und Emissions-Polarisationsfilter der Firma Varian (Darmstadt), deren 
Polarisationsebenen programmgesteuert justiert werden können. Die Steuerung erfolgte bei 
allen Messungen über das zugehörige Programmpaket CARY Eclipse Version 1.0(75). Die 
Spektren wurden mit dem Unterprogramm Scan aufgenommen. In Experimenten, bei denen 
die Fluoreszenzintensität oder die Fluoreszenzanisotropie bestimmt werden sollte, wurde das 
Unterprogramm Kinetics verwendet. Die Bandbreite der Excitationsstrahlung betrug stets 
5 nm, die Bandbreite für die Emissionsstrahlung 10 nm. Die Photomultiplierverstärkung 
wurde den Erfordernissen des jeweiligen Experiments angepasst und lag zwischen 450 und 
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900 V. Die verwendeten Excitations- und Emissionswellenlängen für die unterschiedlichen 
Fluorophore sind in Tabelle 6.5 aufgeführt. 
 
Tabelle 6.5. Verwendete Wellenlängenpaare für die verschiedenen Fluorophore. 
Fluorophor Ex / nm Em / nm 
2Ap 320 384 
A488 497 521 
Cy3 556 569 
EtBr 532 610 
Pyr 350 395 
TAMRA 559 582 
TO 510 536 
 
Die Basislinien-korrigierte Abnahme der EtBr-Fluoreszenzintensität F(EtBr) in den FID-
Messungen (Kapitel 4.3) wurde berechnet nach: 
100%  
F-F
F-F
-1  F(EtBr)
dHintergrun0
dHintergrun1.2 


 , 
mit F0 und F1.2 als Fluoreszenzintensitäten zu Beginn der Titration bzw. nach Zugabe von 
1.2 Äquivalenten des Liganden und FHintergrund als Fluoreszenzintensität des Puffers in 
Abwesenheit von EtBr, Ligand und DNA. Die relative Fluoreszenzänderung in den 
Titrationen mit 16-2T (Kapitel 4.3.3) wurde berechnet nach: 




0Ende
0
F-F
F-F
  zänderungFluoreszen  Relative , 
mit F als jeweils gemessene Fluoreszenzintensität nach erfolgter Enzymzugabe und FEnde als 
Fluoreszenzintensität am Endpunkt der Titration. 
Alle Fluoreszenztitrationen wurden so durchgeführt, dass die Konzentration der vorgelegten 
Spezies A während der gesamten Zugabe von Spezies B konstant blieb. In einer typischen 
Titration wurden dazu 600 µl der Vorlagelösung (100 nM A in Puffer X) schrittweise mit der 
Zugabelösung (100 µl, 100 nM A, 3500 nM B in Puffer X) versetzt und die Fluoreszenz-
intensität jeweils nach der Einstellung des Gleichgewichts abgelesen. 
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6.2.4 ITC 
 
ITC-Experimente wurden an einem Nano ITC Series III der Firma Calorimetry Sciences 
Corp. (New Castle, USA) durchgeführt. Die Auswertung der Thermogramme geschah mit 
dem dazugehörigen Programm Bindworks. Die Temperatur betrug bei allen Titrationen 25°C 
und die Rührgeschwindigkeit 150 rpm. 
 
 
6.2.5 Stopped flow 
 
Die stopped flow-Messungen wurden an einem SX.1.8MV-R der Firma Applied Photophysics 
(Leatherhead, Großbritannien) mit einer 1 cm Flusszelle bei 25°C in M.TaqI-Bindungspuffer 
durchgeführt. Vor jeder Datenaufnahme wurde das System mit mehreren Blindschüssen 
konditioniert. Die Detektion der UV-Absorption erfolgte bei  = 260–290 nm und für jede 
Messung wurden fünf Datenaufnahmen gemittelt. 
 
 
6.2.6 FCS 
 
Die Abklingkurven von Fluorophoren wurden in Kooperation mit S. Lehmann (Institut für 
Physikalische Chemie, RWTH Aachen) an einem 2fFCS der Firma PicoQuant (Berlin) 
aufgenommen. Die Fluorophore wurden dazu bei 532 nm angeregt und für die Detektion ein 
560 nm Cutoff-Filter verwendet. Die Datenauswertung erfolgte mit den systemeigenen 
Programmen. 
 
 
6.3 Herstellung von ODN 
 
Versuche mit ODN wurden in sterilen Eppendorfgefäßen und unter Verwendung von 
Reinstwasser durchgeführt. Flüssigkeiten wurden dabei mit autoklavierten Pipettenspitzen 
und variablen Pipetten der Firma Gilson (Villiers-le-Bel, Frankreich) überführt. Mittels HPLC 
(Gradient 2) wurde die Reinheit von ODN, die nicht selbst synthetisiert wurden, überprüft 
und ggf. eine Aufreinigung vorgenommen. 
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6.3.1 Festphasen-ODN-Synthese 
 
Die Festphasen-DNA-Synthese wurde an einem DNA/RNA-Syntheseautomaten 392 der 
Firma Applied Biosystems (Weiterstadt) durchgeführt. Die Synthesen fanden im Maßstab von 
1 µmol nach den Standardzyklen statt, die vom Hersteller empfohlen werden. Die Produkte 
wurden mit beibehaltener 5’-endständiger DMT-Gruppe auf der festen Phase bei -20°C bis 
zur Weiterverarbeitung gelagert. Die Kupplungszeit wurde für die dAMe- und 2Ap-
Phosphoramidite von 30 s auf 90 s erhöht. Die DMT-Gruppen, die bei jedem Synthesezyklus 
abgespalten wurden, dienten der Bestimmung der Kupplungsausbeuten. Dazu wurde die 
jeweilige Fraktion mit p-Toluolsulfonsäure (0.1 M) in Acetonitril auf 10 ml aufgefüllt, 100 µl 
der Lösung entnommen, mit Acetonitril auf 1 ml verdünnt und die UV-Vis-Absorption bei 
 = 498 nm bestimmt. 
 
 
6.3.2 Abspaltung der ODN von der Festphase und Entschützung der Basen 
und Phosphatgruppen 
 
Die Abspaltung der ODN von der festen Phase erfolgte mittels Durchfluss von 2 x 1 ml 
Ammoniak (33%) während 1 h. Die ammoniakalische ODN-Lösung wurde für eine weitere 
Stunde bei RT inkubiert und anschließend durch Lyophilisation bis zur Trockene eingeengt. 
Der Rückstand wurde in H2O (700 µl) aufgenommen, 10 min bei 14000 rpm zentrifugiert und 
das Zentrifugat abgetrennt. Der verbleibende Rückstand wurde mit H2O (300 µl) versetzt, für 
10 min bei 14000 rpm zentrifugiert und der Rückstand verworfen. Die vereinigten 
Zentrifugate wurden mittels Reverse Phase-HPLC (Gradient 1) gereinigt, die gesammelten 
Fraktionen vereinigt und mittels Lyophilisation bis zur Trockene eingeengt. 
 
 
6.3.3 Abspaltung der DMT-Gruppe 
 
Der in Kapitel 6.3.2 erhaltene Rückstand wurde mit einer Lösung von Eisessig (5.72 µl) in 
H2O (894.3 µl) aufgenommen und 15 min bei RT inkubiert. Anschließend wurde eine Lösung 
von TEA (13.92 µl) in H2O (86.08 µl) zugegeben und das ODN mittels Reverse Phase-HPLC 
(Gradient 3) erneut gereinigt. Die vereinigten gesammelten Fraktionen wurden mittels 
Lyophilisation bis zur Trockene eingeengt, in H2O (500 µl) aufgenommen und gelfiltriert. 
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6.4 Reaktionen mit ODN 
 
6.4.1 Hybridisierung von ODN 
 
Für die Hybridisierung von Duplex-ODN wurden die komplementären Einzelstränge in dem 
Puffer, der für das betreffende Experiment benötigt wurde, bei 95°C für 3 min inkubiert und 
anschließend langsam während ca. 1 h auf RT abgekühlt. Im Falle von Experimenten in 
M.TaqI-Bindungspuffer wurde das Triton X-100 erst nachträglich zugesetzt. Für 
Fluoreszenzmessungen an Duplex-ODN wurde der nicht-sondierte Einzelstrang in 1.1-fachem 
Überschuss verwendet, für alle anderen Experimente wurden äquimolare Mengen der ODN 
hybridisiert. 
 
 
6.4.2 Markierung von ODN mit Fluorophoren 
 
Die ODN 14+/TCGA-C3-NH2, 14+/TCGA-C6-NH2, 16+/TCGA-C3-NH2 und 
16+/TCGA-C6-NH2 wurden 5’-endständig mit den Fluorophoren A488, Cy3 und TAMRA 
markiert. Das ODN 16+/TCGA-C3-NH2 wurde außerdem mit TO markiert, wofür ein TO-
NHS-ester aus vorherigen Arbeiten eingesetzt wurde (Bahr, 2005; Bahr et al., 2007). Für die 
Markierungsreaktionen wurde das ODN (10 nmol) in NaHCO3-Puffer (100 mM, pH = 8.3, 
10 µl) aufgenommen und mit dem betreffenden Fluorophor-NHS-ester (50 nmol) gelöst in 
10 µl DMSO, versetzt. Der Reaktionsansatz wurde für 1 h bei RT inkubiert und das 
Kupplungsprodukt mittels HPLC (Gradient 2) aufgereinigt. Die Identifikation des Produkts 
geschah dabei über die jeweils charakteristische UV-Absorption des ODN bzw. des 
Fluorophors (Kapitel 3.2, Abbildung 3.14) im HPLC-Chromatogramm. Anschließend wurden 
die vereinigten gesammelten Fraktionen mittels Lyophilisation bis zur Trockene eingeengt, in 
H2O (500 µl) aufgenommen und gelfiltriert. Die Ausbeuten wurden mittels 
Fluoreszenztitration bestimmt (Kapitel 3.2; Abbildung 3.14) und betrugen 30–80%. 
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6.4.3 M.TaqI-vermittelte Modifikation von Duplex-ODN mit Az 
 
Eine Lösung des Aziridin-Cofaktors Az (50 nmol, 100 µM), M.TaqI (5.5 nmol, 11 µM) und 
Duplex-ODN 14-AT (5 nmol, 10 µM) in M.TaqI-Markierungspuffer wurden bei RT inkubiert 
und der Reaktionsfortschritt mittels AE-HPLC (Gradient 5) verfolgt. Das Az-modifizierte 
Reaktionsprodukt 14-ATAz wurde durch Zugabe von Proteinase K (3 mU) und Inkubation bei 
37°C für 1 h aus dem Protein-Komplex befreit und mittels AE-HPLC (Gradient 5) 
aufgereinigt. Anschließend wurden die vereinigten gesammelten Fraktionen durch 
Lyophilisation bis zur Trockene eingeengt, in M.TaqI-Bindungspuffer aufgenommen und 
gelfiltriert. 
 
 
6.4.4 Einfangen von M.TaqI auf einem Az-markiertem Duplex-ODN 
 
Eine Lösung von M.TaqI (1.5 µM) in M.TaqI-Markierungspuffer wurde mit dem 
aufgereinigten Az-markierten Duplex-ODN 14-ATAz (1 µM; Kapitel 6.4.3) versetzt und bei 
37°C inkubiert. Der Reaktionsfortschritt wurde mittels AE-HPLC (Gradient 5) verfolgt. 
 
 
6.5 Isolierung von pUC19 aus E. coli 
 
Für die Isolierung von pUC19 Plasmid-DNA aus E. coli wurden ausschließlich sterile 
Lösungen und Geräte verwendet. Eine pUC19-Lösung (1 µl, ca. 1 ng/µl; Fermentas, St. 
Leon-Rot) wurde in einem Eppendorfgefäß auf Eis mit einer frisch aufgetauten Suspension 
elektrokompetenter Zellen (E. coli DH540 µl) vermischt und für ca. 1 min auf Eis 
inkubiert. Anschließend wurden die E. coli-Zellen in einer vorgekühlten Küvette der 
Elektroporation unterworfen, mit LBA-Medium (37°C, 1 ml) vermischt und in einem 
Reagenzglas für 1 h bei 37°C und 200–225 rpm inkubiert. Daraufhin wurden Aliquots 
(100 µl) auf LB-Platten mit Ampicillin (LBA-Platten) ausplattiert und über Nacht bei 37°C 
inkubiert. LBA-Medium (5 ml) wurde mit einer Kolonie angeimpft und über Nacht bei 37°C 
und 200–225 rpm inkubiert. Die Kultur wurde daraufhin in LBA-Medium überführt (750 ml; 
2 l-Erlenmeyerkolben) und für 16 h bei 37°C und 200–225 rpm inkubiert. Die Isolierung von 
pUC19 wurde anschließend mit einem Plasmid-DNA Maxi Kit der Firma QIAGEN (Hilden) 
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entsprechend den Herstellerangaben durchgeführt. Die erhaltene pUC19-Lösung wurde 
mittels Lyophilisation auf ca. 1 ml eingeengt und bei 4°C gelagert. Die Ausbeute (0.447 mg) 
wurde mittels OD260 bestimmt (1 OD260  50µg DNA; Fermentas, pers. Mitteilung) und die 
Reinheit mittels Gelelektrophorese kontrolliert. 
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Anhang 
 
Anhang zu Kapitel 3.1 
 
Mathematisches Modell zur Kurvenanpassung der stopped flow-Kinetiken 
 
Es wurden je nach Erfordernis Gleichungen mit bis zu fünf Exponentialtermen verwendet. 
Auf einen zusätzlichen Parameter für eine lineare Signaländerung wurde in allen Fällen 
verzichtet, da dies im Allgemeinen die Aussagekraft der erhaltenen kinetischen Parameter 
verringert. Die verwendeten Gleichungen hatten also die allgemeine Form 



n
i
niobsni tkACtS
1
)()( )exp()( , 
mit S als zeitabhängiges Signal, C als Ordinatenverschiebung sowie Ai(n) als Amplitude und 
kobs i(n) als observierte Geschwindigkeitskonstante i einer Kurvenanpassung mit n Phasen. Mit 
diesem Modell wurde nach der Methode der kleinsten Fehlerquadrate (R2; Zachmann, 2007) 
mit dem Programm Excel Solver® die bestmögliche Kurvenanpassung bestimmt. 
 
Parameter zu den abgebildeten Kurvenanpassungen 
 
Die Parameter zu den Kurvenanpassungen aus Tabelle T1, Tabelle T2 (Lauf A) und 
Tabelle T3 (Lauf A) weichen insbesondere bei den Amplitudenwerten voneinander ab, 
obwohl sie zu Experimenten unter identischen Bedingungen gehören. Sie beziehen sich 
jedoch auf Messungen an unterschiedlichen Tagen (alle Messungen in einer Tabelle wurden 
stets am gleichen Tag durchgeführt) und geben somit einen Eindruck von der Fehlerbreite der 
Parameter. 
 
Tabelle T1. Kinetische Parameter zur Kurvenanpassung aus Abbildung 3.5. 
kobs1(4) 
/ s-1 
kobs2(4) 
/ s-1 
kobs3(4) 
/ s-1 
kobs4(4) 
/ s-1 
A1(4) 
/ mOD 
A2(4) 
/ mOD 
A3(4) 
/ mOD 
A4(4) 
/ mOD 
80 13 0.26 0.051 -8.3 -13 -5.7 16 
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Tabelle T2. Kinetische Parameter zu den Kurvenanpassungen aus Abbildung 3.6 (links). 
Lauf A: 20 µM AdoMet. Lauf B: 40 µM AdoMet. 
Lauf 
 
kobs1(4) 
/ s-1 
kobs2(4) 
/ s-1 
kobs3(4) 
/ s-1 
kobs4(4) 
/ s-1 
A1(4) 
/ mOD 
A2(4) 
/ mOD 
A3(4) 
/ mOD 
A4(4) 
/ mOD 
A 80 15 0.33 0.052 -7.5 -18.2 -5.4 17.4 
B 70 14 0.25 0.063 -8.4 -15.0 -5.7 17.0 
 
Tabelle T3. Kinetische Parameter zu den Kurvenanpassungen aus Abbildung 3.6 (rechts). 
Lauf A: DNA gemischt mit M.TaqI und AdoMet. Lauf B: DNA und AdoMet gemischt mit 
M.TaqI. 
Lauf 
 
kobs1(4) 
/ s-1 
kobs2(4) 
/ s-1 
kobs3(4) 
/ s-1 
kobs4(4) 
/ s-1 
A1(4) 
/ mOD 
A2(4) 
/ mOD 
A3(4) 
/ mOD 
A4(4) 
/ mOD 
A 90 10 0.20 0.046 -6.0 -10.0 -5.6 15.6 
B 90 12 0.16 0.046 -4.4 -10.5 -5.8 16.6 
 
Tabelle T4. Kinetische Parameter zu der globalen Kurvenanpassung mit vier kinetischen 
Phasen für die Messungen in Abwesenheit von AdoMet (Abbildung 3.7). 
 / nm 
 
kobs1(4) 
/ s-1 
kobs2(4) 
/ s-1 
kobs3(4) 
/ s-1 
kobs4(4) 
/ s-1 
A1(4) 
/ mOD 
A2(4) 
/ mOD 
A3(4) 
/ mOD 
A4(4) 
/ mOD 
260 86 14 1.4 -a -7.1 -20 -2.0 0a 
265 86 14 1.4 -a -6.4 -14 -2.1 0a 
270 86 14 1.4 -a -4.7 -9.9 -1.2 0a 
275 86 14 1.4 -a -1.7 -4.2 -0.41 0a 
280 86 14 1.4 -a -2.9 -1.7 -0.26 0a 
285 86 14 1.4 -a -0.80 -2.7 -0.11 0a 
290 86 14 1.4 -a -1.9 -3.3 -0.27 0a 
a Die Amplitude der vierten Phase wurde auf den Wert 0 mOD gesetzt (s. Text). 
 
Tabelle T5. Kinetische Parameter zu der globalen Kurvenanpassung mit vier kinetischen 
Phasen für die Messungen in Gegenwart von AdoMet (Abbildung 3.8). R2 = 239 µOD2. 
 / nm 
 
kobs1(4) 
/ s-1 
kobs2(4) 
/ s-1 
kobs3(4) 
/ s-1 
kobs4(4) 
/ s-1 
A1(4) 
/ mOD 
A2(4) 
/ mOD 
A3(4) 
/ mOD 
A4(4) 
/ mOD 
260 80 13 0.21 0.053 -8.2 -13 -6.7 17 
265 80 13 0.21 0.053 -7.0 -11 -5.2 13 
270 80 13 0.21 0.053 -6.8 -7.5 -3.1 8.4 
275 80 13 0.21 0.053 -5.5 -4.2 -1.2 2.5 
280 80 13 0.21 0.053 -5.2 -3.5 -0.40 -1.1 
285 80 13 0.21 0.053 -4.4 -2.5 0.00 -3.4 
290 80 13 0.21 0.053 -4.3 -4.0 -0.80 -2.7 
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Tabelle T6. Kinetische Parameter zu der globalen Kurvenanpassung mit fünf kinetischen 
Phasen für die Messungen in Gegenwart von AdoMet (Abbildung 3.8). R2 = 198 µOD2. 
 / nm 
 
kobs1(5) 
/ s-1 
kobs2(5) 
/ s-1 
kobs3(5) 
/ s-1 
kobs4(5) 
/ s-1 
kobs5(5) 
/ s-1 
A1(5) 
/ mOD 
A2(5) 
/ mOD 
A3(5) 
/ mOD 
A4(5) 
/ mOD 
A5(5) 
/ mOD 
260 80 12 2.0 0.22 0.052 -8.7 -12 -0.50 -5.8 16 
265 80 12 2.0 0.22 0.052 -7.3 -11 -0.15 -4.7 13 
270 80 12 2.0 0.22 0.052 -6.8 -7.8 0.41 -3.2 8.4 
275 80 12 2.0 0.22 0.052 -5.2 -4.8 0.69 -1.6 2.7 
280 80 12 2.0 0.22 0.052 -4.7 -4.4 1.0 -1.2 -0.70 
285 80 12 2.0 0.22 0.052 -3.9 -3.3 0.94 -0.76 -3.1 
290 80 12 2.0 0.22 0.052 -3.7 -5.1 1.2 -1.8 -2.1 
 
Tabelle T7. Kinetische Parameter zu den lokalen Kurvenanpassungen mit vier kinetischen 
Phasen für die Messungen in Gegenwart von AdoMet (Abbildung 3.8). 
 / nm 
 
kobs1(4) 
/ s-1 
kobs2(4) 
/ s-1 
kobs3(4) 
/ s-1 
kobs4(4) 
/ s-1 
A1(4) 
/ mOD 
A2(4) 
/ mOD 
A3(4) 
/ mOD 
A4(4) 
/ mOD 
R2 
/ µOD2 
260 80 13 0.26 0.051 -8.3 -13 -5.7 16 62 
265 75 12 0.19 0.054 -7.6 -11 -5.6 14 39 
270 80 13 0.15 0.059 -6.8 -7.6 -4.9 10 20 
275 80 13 0.10 0.071 -5.4 -4.3 -5.0 6.3 30 
280 81 9.8 3.3 0.13 -5.0 -5.1 1.8 -1.7 19 
285 80 7.2 5.5 0.063 -4.3 -9.5 7.1 -3.5 22 
290 80 13 2.2 0.099 -3.7 -4.9 -0.71 -3.4 12 
 
Tabelle T8. Kinetische Parameter zu den Kurvenanpassungen aus Abbildung 3.12. 
Duplex-ODN kobs1(2) / s-1 kobs2(2) / s-1 A1(2) / mOD A2(2) / mOD 
    14-2T 125 16 -12.0 -4.1 
    14-AMeT 136 19 -6.4 -9.0 
    14-T 141 -a -14.1 -a 
a Diese Daten wurden monoexponentiell ausgewertet (n=1). 
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Anhang zu Kapitel 3.2 
 
Berechnung der Fluoreszenzanisotropie von 16-AT-EtBr 
 
Zunächst muss die fundamentale Fluoreszenzanisotropie r0 von Duplex-ODN 16-AT-EtBr 
bestimmt werden. Dies geschieht durch Messung der Fluoreszenzanisotropie r bei 
verschiedenen Temperaturen und Viskositäten  und anschließender Auftragung von r-1 
gegen T-1(Perrin-Auftragung; Lakowicz, 1999). Der extrapolierte Ordinatenabschnitt 
entspricht dann dem Kehrwert von r0. Für 16-AT-EtBr wurde auf diese Weise ein Wert von 
r0 = 0.385 ermittelt (Abbildung A1). 
 
Abbildung A1. Perrin-Auftragung zur Ermittlung der fundamentalen Anisotropie r0 von 
Duplex-ODN 16-AT-EtBr. 
 
Die Rotationsdiffusionskoeffizienten für die Rotation senkrecht (Ds) und parallel (Dp) zur 
Helixachse können nach Tirado & Garcia de la Torre (1980) berechnet werden nach: 
)δ(ln(p)πηL
T3k
D s3
b
s   




 p
2
3
0
b
p δ1
4p
πηLA
Tk
D , 
mit T = 298 K, p = L/d, A0 = 3.841,  24p 0.2019/p0.6884/p101.119δ   , 
 2s 0.05/p0.917/p0.662δ   und  = 0.001002 Ns/m2. L ist die Länge des Zylinders, 
L = Nbp × 3.4 Å, mit Nbp als Anzahl der Basenpaare der DNA. Der hydrodynamische 
Durchmesser der DNA, d, wurde als 20 Å (Duhamel et al., 1996) in die Gleichung eingesetzt. 
Für das 16 bp Duplex-ODN ergibt sich damit: 
1
p ns0510.0D
  
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.ns0163.0D 1s
  
Die Rotationskorrelationszeiten 1θ  und 2θ  ergeben sich daraus zu: 
  ns4.224D2Dθ 1ps1    
  ns.10.236Dθ 1s2    
Die Amplituden 1β  und 2β  der Rotationskorrelationszeiten können berechnet werden nach: 
cos2ξαsinα0.3sinβ E2A21   
  1α3cos1α3sin0.1β Ε2Α22  , 
mit Aα  und Eα  als Winkel zwischen den Absorptions- und Emissionsdipolen des Fluorophors 
und der Helixachse. ξ  ist der Winkel zwischen den Absorptions- und Emissionsdipolen des 
Fluorophors nach Projektion auf die Ebene senkrecht zur Helixachse. Duhamel et al. (1996) 
haben für nicht-kovalent gebundenes EtBr  90αα EA  erhalten. Diese Werte werden 
daher auch für das System mit erzwungener Intercalation des EtBr angenommen, so dass 
daraus 1.0β 2   resultiert. Mit der experimentell bestimmten fundamentalen 
Fluoreszenzanisotropie r0 = 0.385 ergibt sich wegen 021 rββ   für die erste Amplitude ein 
Wert von 285.0β1  . Einsetzen von 1β , 2β , 1θ  und 2θ  in die erweiterte Perrin-Gleichung 
(Kapitel 3.2.2.2) liefert die berechnete Fluoreszenzanisotropie von 16-AT-EtBr, r = 0.098. 
 
 
Kurvenanpassung von kompetitiven Titrationen mit zwei Bindungsgleich-
gewichten 
 
Die Kurvenanpassungen der kompetitiven Titrationen wurden mit der Methode der kleinsten 
Fehlerquadrate unter Verwendung des Solver-Moduls in Excel durchgeführt (Pingoud et al., 
2002). Das mathematische Modell, mit dem der Kurvenverlauf der Fluoreszenzintensität 
berechnet wird, basiert auf den beiden Massenwirkungsgesetzen der Bindungsgleichgewichte 
sowie den drei Gleichungen zur Massenerhaltung der Duplex-ODN A und B sowie des 
Enzyms E: 
E)c(A
c(E) c(A)K d1   
E)c(B
c(E) c(B)K d2   
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E)c(Ac(A)c(A)0   
E)c(Bc(B)c(B)0   
E).c(BE)c(Ac(E)c(E)0   
Aus diesen fünf Gleichungen erhält man eine kubische Gleichung der Form: 
0.dcxbxax 23   
Diese Gleichung kann beispielsweise für c(B) als Variable x erhalten werden, so dass a, b, c 
und d nur noch von bekannten (c(A)0, c(B)0 und c(E)0) oder anzupassenden Parametern (Kd1 
und Kd2) bestimmt sind: 
d1d2 KKa   
   d20d10d2d1d2000 Kc(B)Kc(A)KKKc(E)c(B)c(A)b   
 d2d1000d20 2KKc(E)c(B)c(A)Kc(B)c   
  .Kc(B)d 2d20  
Die Lösung derartiger kubischer Gleichungen ist bekannt und in mathematischen 
Lehrbüchern beschrieben. Die Diskriminante D ist dabei definiert als: 
,
3
p
2
qD
32




  
mit 
2
2
3a
b-3acp   und 
.
a
d
3a
bc
27a
2bq 23
3
  
Bei den Kurvenanpassungen in dieser Arbeit trat lediglich der Fall D < 0 (casus irreducibilis) 
auf. Hierfür erhält man drei verschiedene reale Lösungen: 
,
3a
bkπ
3
2
3
cos
3
p2x1,2,3 



    
mit 











 


 5.03
3
p-0.5q-arccos  und k = 0, 1, 2. 
Physikalisch sinnvolle Werte lieferte in dieser Arbeit nur Lösung x1 (k = 0) für Kd1 > Kd2 und 
Lösung x2 (k = 2) für Kd1 < Kd2. Die anderen Lösungen ergeben entweder negative oder zu 
hohe Konzentrationen (x = c(B) >c(B)0). Mit Kenntnis von x = c(B) lassen sich durch 
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Einsetzen in die betreffenden Gleichungen auch die Werte für c(A), c(E), c(A·E) und c(B·E) 
berechnen. 
Die berechnete Fluoreszenzintensität (Fber) ergibt sich aus dem Produkt von 
Fluoreszenzintensitätsfaktoren fi für jede fluoreszierende Spezies und der jeweiligen 
Konzentration dieser Spezies plus einer Konstante für die Hintergrundfluoreszenz, C: 
Fber = f1c(B) + f2c(B·E) + f3c(A·E) +fec(E) +C. 
Die fluoreszierenden Spezies sind in diesem Fall alle Spezies, an denen das 2Ap-markierte 
Duplex-ODN (B) oder das Enzym beteiligt ist, da bei den beobachteten Wellenlängen auch 
dessen Tryptophanfluoreszenz noch teilweise detektiert wird. 
Die Summe der Fehlerquadrate zwischen der beobachteten Fluoreszenz (Fexp) und Fber für alle 
Messpunkte, 
(Fexp – Fber)2, 
wurde vom Solver-Modul durch die iterative Veränderung der Parameter fi, C und den zu 
bestimmenden Dissoziationskonstanten Kd1 und Kd2 minimiert. 
 
 
Anhang zu Kapitel 3.3 
 
Kurvenanpassung von Titrationen mit einem Bindungsgleichgewicht 
 
Das mathematische Modell, mit dem der Kurvenverlauf der Fluoreszenzintensität bei 
Titrationen mit einem Bindungsgleichgewicht berechnet wird, basiert auf dem 
Massenwirkungsgesetz sowie den beiden Gleichungen zur Massenerhaltung des Duplex-ODN 
A und des Enzyms E: 
E)c(A
c(E) c(A)K d   
E)c(Ac(A)c(A)0   
E).c(Ac(E)c(E)0   
Aus diesen drei Gleichungen erhält man eine quadratische Gleichung der Form 
0.cbxax 2   
Analog zum komplizierteren Fall mit zwei Bindungsgleichgewichten können wieder die 
unbekannten Konzentrationen c(A), c(E) und E)c(A   als Funktion bekannter oder 
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anzupassender Parameter ausgedrückt werden. Mit ihrer Kenntnis kann dann eine berechnete 
Fluoreszenz Fber ermittelt werden und die Summe der Fehlerquadrate zwischen der 
beobachteten Fluoreszenz (Fexp) und Fber für alle Messpunkte, 
(Fexp – Fber)2, 
vom Solver-Modul durch die iterative Veränderung der Parameter minimiert werden. 
 
 
Anhang zu Kapitel 4.3 
 
Thermische Denaturierung von Duplex-ODN 17-YX 
 
Tabelle T9. Absolute Schmelztemperaturen Tm von Duplex-ODN 17-YX (3 µM) in M.TaqI-
Bindungspuffer. 
X Tm(17-TX) / °C Tm(17-CX) / °C Tm(17-GX) / °C Tm(17-AX) / °C 
A 63.0 56.0 59.5 56.0 
G 59.0 66.0 57.5 58.0 
C 53.5 54.0 63.5 54.0 
T 56.0 54.5 58.5 62.0 
 
Tabelle T10. Absolute Schmelztemperaturen Tm von Duplex-ODN 17-YX (3 µM) in 
Gegenwart von zwei Äquivalenten BisNP in M.TaqI-Bindungspuffer. 
X Tm(17-TX) / °C Tm(17-CX) / °C Tm(17-GX) / °C Tm(17-AX) / °C 
A 62.0 56.0 58.5 55.0 
G 59.0 66.0 56.5 57.0 
C 57.0 56.0 63.5 55.0 
T 57.5 57.0 59.0 62.0 
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FID-Assay mit BisNP und Duplex-ODN 17-YX 
 
Tabelle T11. Basislinien-korrigierte relative Abnahme der EtBr-Fluoreszenzintensität 
(Ex = 532 nm; Em = 610 nm) nach Zugabe von 1.2 Äquivalenten BisNP zu Duplex-ODN 
17-YX (100 nM) in Gegenwart von EtBr (1 µM). 
X F(EtBr)17-TX / % F(EtBr)17-CX / % F(EtBr)17-GX / % F(EtBr)17-AX / % 
A 3.1 7.2 4.5 4.1 
G 4.6 3.5 4.5 2.9 
C 12 13 2.5 4.6 
T 15 17 6.7 5.3 
 
 
Bindungsmodell mit einem Satz an unabhängigen Bindungsstellen für ITC-
Kurvenanpassungen 
 
Bei der Bindung eines Liganden an ein Makromolekül kann Wärme freigesetzt oder 
aufgenommen werden. Für jeden Titrationsschritt ist diese Wärme q gegeben durch: 
 BLcHVq  , 
mit V als Reaktionsvolumen, H als molare Bindungsenthalpie und c(LB) als 
Konzentrationsänderung an gebundenem Liganden. Die Gesamtwärme Q ist proportional zur 
Gesamtkonzentration an gebundenem Liganden c(LB) und gegeben durch 
   BB LcHVLcHVQ   . 
Besitzt das Makromolekül n voneinander unabhängige Bindungsstellen, so gilt für die 
Konzentration an gebundenem Liganden: 
      LKc1
LnKcMcLc B  , 
mit c(M) als Gesamtkonzentration des Makromoleküls, K als Affinitätskonstante der Bindung 
und c(L) als Konzentration des freien Liganden. Für die Gesamtwärme ergibt sich damit: 
      LKc1
LnKcMHcVLHcVQ B  . 
Mit Hilfe der Randbedingung: 
     LcLcLc BT  , 
bei der c(LT) die Gesamtkonzentration des Liganden ist, kann die Gesamtwärme als Funktion 
von c(LT) ausgedrückt werden (Freire et al., 1990): 
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              
K2
LcnKMc4LKcnKMc1LKcnKMc1HVQ
2
1
T
22
TT  . 
Diese Formel wurde für die Analyse der Titrationskurven mit Hilfe des Programms 
Bindworks (Calorimetry Sciences Corp., New Castle, USA) verwendet. 
 
 
 
Numerische Simulation von Titrationen mit drei Bindungsgleichgewichten 
 
Für Titration (III) in Schema 4.5 müssen drei Bindungsgleichgewichte berücksichtigt werden: 
E)c(A
c(E) c(A)K d1   
E)c(B
c(E) c(B)K d2   
L)c(B
c(L) c(B)K d3  , 
mit A als Duplex-ODN 16-2T, B als Duplex-ODN 17-TT, E als M.TaqI und L als BisNP. 
Darüber hinaus können vier Randbedingungen aufgestellt werden: 
E)c(Ac(A)c(A)0   
L)c(BE)c(Bc(B)c(B)0   
L)c(Bc(L)c(L)0   
E).c(BE)c(Ac(E)c(E)0   
Für einen gegeben Satz an Kd-Werten können die Konzentrationen mit dem Programm Maple 
(Waterloo Maple Inc., Waterloo, Kanada) derart angepasst werden, dass die sieben oben 
genannten Gleichungen mit der gewünschten Genauigkeit erfüllt sind. 
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Anhang zu Kapitel 4.4 
 
Kinetisches Modell für bimolekulare Assoziationsreaktionen 
 
Für bimolekulare Assoziationsreaktionen nach 
CBA   
erhält man als Geschwindigkeitsgesetz (Wedler, 1997): 
     xBcxAck
dt
dx
00on  . 
Dabei ist kon die bimolekulare Geschwindigkeitskonstante, c(A)0 und c(B)0 die 
Anfangskonzentrationen der Komponenten A bzw. B, t die Reaktionszeit und x als 
Reaktionskoordinate (x = 0 Beginn der Reaktion, x = 1 vollständiger Reaktionsumsatz). Die 
Variablentrennung führt zu: 
      dtkxBcxAc
dx
on
00
  
und mit Hilfe einer Partialbruchzerlegung ergibt sich daraus: 
   
 
  CtkAc
Bc
ln
Ac-Bc
1
on
0
0
00


x
x
, 
mit C als Integrationskonstante. Anhand der Anfangsbedingungen bei t = 0 s kann C bestimmt 
werden als: 
   
 
 0
0
00 Ac
Bc
ln
Ac-Bc
1C  . 
Für die Kurvenanpassungen ergibt sich demnach insgesamt für die Abhängigkeit der 
Reaktionskoordinate von der Zeit: 
   
    
     tkAcBc
BcAc
ln
Ac-Bc
1
on
00
00
00


x
x
. 
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